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An dem Modellorganismus Arabidopsis thaliana ist die Regulation der 
Flavonoidbiosynthese seit längerem Gegenstand moderner Forschung und bereits gut 
untersucht. Ohne das reibungslose und funktionelle Zusammenspiel vieler regulatorischer 
Transkriptionsfaktoren ist ein geregelter Ablauf des Stoffwechsels nicht möglich. Im 
Rahmen dieser Arbeit wurden besonders drei Transkriptionsfaktoren als Regulatoren der 
Dihydroflavonol-Reduktase (DFR), des Schlüsselenzyms der Anthocyanbiosynthese, in 
Augenschein genommen, MYB75, sowie BHLH2/BHLH42 und TTG1. Um diese 
Regulationsmechanismen zu verstehen, wurde in dieser Arbeit die Bindung der 
Transkriptionsfaktoren untereinander sowie an ihre Ziel-DNA mit Hilfe neuer Methoden 
aus der Physik wie der Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS) oder der 
Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer-Methode (FRET) untersucht. 
Mittels FCS und der Expression rekombinanter Proteine konnten die Promotor-
Bindestellen des Transkriptionsfaktorkomplexes identifiziert werden. Dabei konnte gezeigt 
werden, dass beide Transkriptionsfaktoren gemeinsam und nicht einzeln an die DNA 
binden. Zur Visualisierung der Lokalisation und der Wechselwirkungen der 
Transkriptionsfaktoren untereinander, sowie an die Promotor DNA in lebenden Zellen 
(Protoplasten und Keimlinge) wurden mit fluoreszierenden Proteinen (eGFP, mCherry) 
genetisch markierte Transkriptionsfaktoren transient oder stabil in Pflanzenzellen 
eingebracht. Hiermit konnte neben der biologischen Funktionalität der Fusionsproteine 
auch deren Lokalisation in der Zelle gezeigt werden. MYB-Proteine akkumulieren 
ubiquitär in der Zelle, während bHLH-Proteine ausschließlich im Zellkern lokalisiert sind. 
Stabile Komplementationslinien zeigen, ebenso wie Promotor-GUS-Linien, eine 
Expression der bHLH-Faktoren in allen Organen junger Keimlinge. Dabei beschränkt sich 
die Akkumulation auf den Zellkern. MYB75 wird unter Einfluss von Saccharose-Zugabe in 
hauptsächlich Hypokotylzellen von Keimlingen exprimiert. Die Fusionsproteine können 
unter der Kontrolle des jeweiligen nativen Promotors die Transkriptionsfaktor knock-out 
Mutanten komplementieren. In Interaktionsstudien mittels FRET und bimolekularer 
Fluoreszenzkomplementation (BiFC) wurde die Wechselwirkung der Proteine 
untereinander im Zellkern der lebenden Zellen bestätigt. Dabei können bHLH-Proteine 
sowohl miteinander als auch mit weiteren Faktoren der gleichen Subgruppe interagieren, 








The regulation of flavonoid biosyntheses in the model plant Arabidopsis thaliana is well 
characterized already. A regulated procedure of biosynthesis without frictionless and 
functional cooperation of many regulatory transcription factors is not possible. In this work, 
three different transcription factors were analysed in detail, MYB75 as well as 
BHLH2/BHLH42 and TTG1. These are regulators of the dihydroflavonol-reductase (DFR), 
the key enzyme of the anthocyanin biosynthesis. To understand the regulatory 
mechanism, binding of transcription factors among each other and to the target-DNA was 
analyzed with new methods from the physics like fluorescence correlation spectroscopy 
(FCS) or fluorescence resonance energy transfer (FRET).  
With FCS and recombinant expressed proteins, promoter attachment sites of the 
transcription factor complex were identified. Simultaneous binding of both transcription 
factors to specific binding sites was shown, while binding of single transcription factors 
has not been observed. To visualize the localization and interaction of the transcription 
factors among each other and to the promoter DNA in plant cells, transcription factors 
were fused to fluorescent proteins (eGFP, mCherry). With transient protoplast transfection 
and stable plant transfection, functionality and localization of fusion proteins was shown in 
plant cells (protoplasts and seedlings). MYB-proteins showed accumulation ubiquitous in 
cells, while bHLH-proteins are exclusively located in the nucleus. Complementation lines 
and promoter-GUS-lines showed expression of bHLH-factors in all organs of young 
seedlings. MYB75 expression is shown mainly in hypocotyl cells only with sucrose-
treatment. Transcription factor mutant plants are able to complement with fusion proteins 
expressed under the control of the native promoter. Interaction studies with FRET and 
bimolecular fluorescence complementation (BiFC) have validated interaction of the 
proteins among each other in the nucleus of plant cells. BHLH-proteins showed 
homodimerization as well as heterodimerization with different members of subgroup IIIf, 
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1.  Einleitung 
Die sessile Lebensweise der Landpflanzen setzt eine enorme Anpassungsfähigkeit an 
biotische und abiotische Stressoren voraus, um das Überleben unter ungünstigen 
Lebensbedingungen zu meistern. Dabei kommt dem pflanzenspezifischen 
Sekundärmetabolismus eine wichtige Aufgabe zu. Derzeit sind mehr als 10.000 
pflanzliche Sekundärmetabolite bekannt (Wink, 1999), die in die Phenylpropanoide (z.B. 
Lignine, Anthocyane, Stilbene), die Alkaloide (z.B. Tabak-Alkaloide, Terpenoid-Alkaloide) 
und die Isoprenoide (Carotinoide) eingeteilt werden können (Wink, 2003). Diesen 
Sekundärmetaboliten werden vielfältige Aufgaben zugeschrieben, wie etwa die Abwehr 
von Pathogenen und Herbivoren, der Schutz vor UV-Strahlung, der Verdunstungsschutz 
oder die mechanische Festigung (Taylor et al., 1992; Debeaujon et al., 2000; Winkel-
Shirley, 2001).   
Ein bereits sehr gut untersuchter Sekundärmetabolismus ist die Flavonoidbiosynthese in 
Arabidopsis thaliana. Die Flavonoidbiosynthese ist sowohl räumlich als auch zeitlich 
während der pflanzlichen Entwicklung reguliert und wird durch eine Vielzahl von 
exogenen und endogenen Einflüssen wie Licht, Pathogene, verschiedene Stresse und 
pflanzliche Wachstumsregulatoren induziert. Um die Vielzahl der Strukturgene differenziell 
zu steuern, erfolgt oft eine Regulationskontrolle durch Transkriptionsfaktoren, die sowohl 
gewebsspezifisch, entwicklungsspezifisch oder als Antwort auf äußere Signale hergestellt 
werden und sich im allgemeinen durch ihre Bindung an die DNA auszeichnen. Im 
Flavonoidstoffwechsel wurden bereits viele Transkriptionsfaktoren identifiziert, die 
regulierende Einflüsse auf die Strukturgene haben. Eine wichtige Zweigstelle in dem 
Anthocyanstoffwechsel, als Teil des Flavonoidbiosyntheseweges, ist die Regulation des 
DIHYDROFLAVONOL-REDUKTASE (DFR)-Promotors. Dabei sind zwei 
Transkriptionsfaktoren von großer Bedeutung, PRODUCTION OF ANTHOCYANIN 
PIGMENT1 (PAP1, im Folgenden als MYB75 bezeichnet) und TRANSPARENT TESTA8 
(TT8, im Folgenden als BHLH42 bezeichnet), die als Regulatoren des Schlüsselenzyms 
DFR fungieren (Borevitz et al., 2000; Nesi et al., 2001). Dabei treten sowohl die beiden 
Transkriptionsfaktoren untereinander als auch mit dem DFR-Promotor in Kontakt.  
 
1.1 Flavonoide 
Favonoide erfüllen in Pflanzen viele wichtige Funktionen. Sie dienen als Schutz- und 
Signalpigmente der Blüten, Blätter und Früchte, als Fraßschutz und zur Pathogenabwehr. 
Ebenso haben Flavonoide Schutzfunktion vor ultraviolettem Licht und sind an 






(Taylor et al., 1992; Li et al., 1993; Debeaujon et al., 2000; Winkel-Shirley et al., 2001). 
Derzeit sind mehr als 8000 verschiedene Flavonoide bekannt (Harborne und Williams, 
2000; Pietta et al., 2000; Harborne und Williams, 2001). Die Flavonoide, zu denen 
beispielsweise die Flavone, Isoflavone und Anthocyanidine zählen, enthalten neben dem 
Phenylpropangerüst einen, über eine C3-Brücke verbundenen, zweiten aromatischen 
Ring, der aus drei Molekülen Malonyl-CoA gebildet wird. Ausgangssubstanz für eine 
Vielfalt von Flavonoiden ist Chalkon, welches durch die Chalkonisomerase in Flavanon 
umgewandelt wird (Abb. 1-1).  
Chalkone sind weitverbreitete gelbe Blütenpigmente, Flavone sind hellgelbe 
Blütenpigmente, Leukoanthocyane sind rot bis orange Pigmente und Anthocyane bilden 
eine große Anzahl roter und blauer Pigmente (Koes et al., 2005). Derart gefärbte Blüten 
sorgen vor allem für die Anlockung von pollenübertragenden Insekten (Koes et al., 1994). 
Anthocyane sind Glykoside der Anthocyanidine, wobei die Zuckerkomponente meist über 
eine O-glykosidische Bindung mit dem Pyryliumring verknüpft ist. Anthocyane, die in der 
Vakuole gelagert werden, umfassen nicht nur Blütenfarbstoffe, sondern sie dienen auch 
dem Schutz (Beschattung) der Mesophyllzellen. Pflanzen, bei denen das Wachstum 
durch Stressfaktoren (Phosphatmangel, Kälte, Versalzung des Bodens, hohe 
Lichtintensitäten) verringert ist, zeigen eine rote Blattfärbung, die auf die Akkumulation 
von Anthocyanen zurückzuführen ist (Mol et al., 1996). Stressbedingungen reduzieren oft 
den Verbrauch von NADPH und ATP, das aus der Lichtreaktion der Photosynthese 
bereitgestellt wird. Eine Beschattung der Mesophyllzellen durch Anthocyane drosselt die 
Lichtreaktion und vermindert so eine Über-Energetisierung und Über-Reduktion des 
photosynthetischen Elektronentransports. Proanthocyanidine, die in der Samenschale 
akkumulieren dienen dazu, den Embryo vor Pathogenen und Herbivoren zu schützen 
(Shirley, 1998). Sie haben aber ebenso Einfluss auf die Stabilität der Samenschale und 
beeinflussen dadurch unter anderem die Dormanz (Debeaujon et al., 2000; Debeaujon et 
al., 2001). 
Das Studium der Flavonoidbiosynthese bietet sich zur Analyse besonders an, da die 
genetische Variabilität der zugrunde liegenden Gene sowie die Mutantenphänotypen 
leicht zugänglich sind. Der Flavonoidmetabolismus stellt daher ein beliebtes Modellsystem 












1.1.1 Die Biosynthese der Flavonoide 
Die vorliegende Arbeit fokussiert vor allem den Anthocyanbiosyntheseweg als Zweig des 
Flavonoidbiosyntheseweges in A. thaliana. Diese Modellpflanze ist für die Untersuchung 
der Genexpression und deren Regulation aufgrund ihrer kurzen Generationszeit und des 
übersichtlichen und bereits vollständig sequenzierten Genoms (The Arabidopsis Genome 
Initiative, 2000) gut geeignet. Im Folgenden soll die Biosynthese der Flavonoide 
hauptsächlich für A. thaliana beschrieben werden (Abb. 1-2).  
Es werden drei Flavonoidgruppen synthetisiert, die Flavonole, die Anthocyane und die 
Proanthocyane. Die Biosynthese der Flavonole und Anthocyane erfolgt in epidermalen 
Gewebeschichten an der Innenseite des rauen endoplasmatischen Retikulums (Winkel-
Shirley, 2001). Flavonole und Proanthocyanidine werden in den inneren Integumenten der 
Samenschale akkumuliert (Mol et al., 1988; Debeaujon et al., 2003). Das 
Ausgangsprodukt aller Flavonoide ist die aromatische Aminosäure Phenylalanin, die zu 






(Heller und Hahlbrock, 1980). Im einleitenden Schritt der Flavonoidbiosynthese bildet die 
Chalkonsynthase (CHS) dann aus 4-Coumaryl-CoA und drei Malonyl-CoA das zyklische 
Tetrahydroxychalkon. Die Chalkonisomerase (CHI) katalysiert die Isomerisierung zu 
Naringenin, welches das Grundgerüst der Flavonoide darstellt. Die Flavanon-3-
Hydroxylase (F3H) hydroxyliert das Naringenin zu einem Dihydrokämpferol, welches 
einerseits durch die Flavonoid-3’-Hydroxylase (F3’H) zu Dihydroquercitin, andererseits 
mittels Flavonolsynthase (FLS) zu Kämpferol umgesetzt werden kann (Britsch et al., 
1981). Diese Zwischenprodukte der Klasse der Dihydroflavonole sind die letzten 
Intermediate, die sowohl zur Synthese der Flavonole als auch zur Synthese der 
Anthocyane und Proanthocyanidine führen können (Abb. 1-2). Für die Synthese der 
Flavonole werden die Dihydroflavonole von der Flavonolsynthase (FLS) zu Kämpferol und 
Quercitin umgesetzt (Forkmann et al., 1986).  
Verschiedene Glykosyltransferasen setzen diese zu stabilen Flavonolglykosiden um, die 
als Endprodukte in die Vakuole transportiert werden (Jones et al., 2003). Für die Synthese 
der Anthocyane und Proanthocyanidine werden die Dihydroflavonole durch die Aktivität 
der Dihydroflavonol-4-Reduktase (DFR) zu Leukoanthocyanidinen (Flavan-3,4-diolen) 
umgesetzt (Forkmann, 1991). In divergenten Syntheseprozessen werden daraus die 
Anthocyane und Proanthocyanidine gebildet. Bei der Anthocyanbiosynthese werden aus 
den Flavan-3,4-diolen durch die Leucoanthocyanidindioxygenase (LDOX) die 3-OH-
Anthocyanidine und in weiteren Schritten die Anthocyane gebildet (Forkmann, 1991). Die 
Proanthocyanidine werden durch LDOX bzw. die Anthocyanidinreduktase (ANR, wird vom 
BANYULS-Gen (BAN) kodiert) zu den Flavan-3-olen reduziert. Kondensierte Tannine 
(=Proanthocyanidine) sind Biopolymere aus mehreren Flavan-3-ol-Einheiten (Xie et al., 
2003). Durch Oxidationsprozesse bilden sich die in der Vakuole lokalisierten braunen 
Proanthocyanidine, die in A. thaliana nur in der äußeren Samenschale (Testa) zu finden 
sind (Debeaujon et al., 2003; Xie et al., 2003; Lepiniec et al., 2006).  Bis zur Einlagerung 
in die Vakuole sind Flavonole, Anthocyane und Proanthocyanidine instabil und nicht 









Abbildung 1-2: Schematische Darstellung der Flavonoidbiosynthese in A. thaliana.  
Die wichtigsten Intermediate und Verbindungen sind durch Strukturformeln, die beteiligten Enzyme 
durch Abkürzungen gekennzeichnet. Der flavonolspezifische Teil des Stoffwechsels ist gelb 
unterlegt, der anthocyanspezifische Teil violett und der proanthocyanidinspezifische Teil braun. 
CHS, Chalkonsynthase; CHI, Chalkonisomerase; F3H, Flavanon-3-Hydroxylase; F3’H, Flavonoid-
3’-Hydroxylase; FLS, Flavonolsynthase; DFR, Dihydroflavonolreduktase; LDOX, Leucoanthocya-
nidindioxygenase; ANR, Anthocyanidinreduktase; UGT, UDP-Glycosyltransferasen. Kodierende 







1.1.2 Regulation der Flavonoidbiosynthese 
Die unterschiedlichen Teile des Flavonoidstoffwechselweges und die Funktionen der End- 
und Zwischenprodukte erfordern eine exakte Feinregulation des Biosyntheseweges in 
Reaktion auf externe Stimuli wie etwa UV-Strahlung, Trockenheit, Kälte, Hitze oder 
Verwundung sowie im Kontext der Pflanzenentwicklung (Mol et al., 1996; Koes et al., 
2005). Die Regulation der Transkription von Genen ist ein grundlegender Prozess, der 
durch die Interaktion vieler verschiedener Proteine gesteuert wird. Die Regulation des 
Flavonoidbiosyntheseweges erfolgt hauptsächlich auf der Ebene der Transkription (Mol et 
al., 1998; Pelletier et al., 1999). Vor allem in Zea mays (Mais) ist die Regulation der 
Strukturgene, die an der Flavonoidbiosynthese beteiligt sind, ausführlich untersucht 
worden (Singh et al., 1989; Ludwig et al., 1990; Consonni et al., 1993; Tonelli et al., 
1994). Sie basiert auf dem kombinatorischen Zusammenwirken von MYB-Proteinen der 
C1-Unterfamilie (C1, PL1 und P) mit den so genannten R/B-ähnlichen bHLH-Faktoren (R, 
Lc, Sn und B), die in unterschiedlichen Organen zeitlich und räumlich koordiniert 
exprimiert werden (Consonni et al., 1997; Neuffer et al., 1997). Dabei sind die MYB-
Proteine C1 und PL1 zur Aktivierung ihrer Zielgene (C2/CHS, A1/DFR, 
As/Aureusidinsynthase, AS) von der Interaktion mit einem der R/B-bHLH-Faktoren 
abhängig. Eine Kontrolle von Phenylpropanoidgenen durch die Kombination von 
verschiedenen MYB, bHLH und WD40 Faktoren wurde auch in anderen Pflanzen wie 
Petunia hybrida (Petunie) gezeigt. Dabei sind alle drei Proteinklassen gleichermaßen 
beteiligt (Quattrochino et al., 1999).   
In A. thaliana werden ebenfalls einige Reaktionsschritte im Flavonoidbiosyntheseweg 
durch diese Kombination aus MYB, bHLH und WD40 Transkriptionsfaktoren reguliert. Das 
MYB- und das bHLH-Protein sind dabei für die korrekte DNA-Bindung an den 
Zielpromotor verantwortlich, während das WD40-Protein TRANSPARENT TESTA 
GLABRA1 (TTG1)  zur Stabilisierung des Transkriptionsfaktorkomplexes benötigt wird 
(Nesi et al., 2000; Nesi et al., 2001; Debeaujon et al., 2003; Marles et al., 2003; Baudry et 
al., 2004; Baudry et al., 2006). Die ttg Mutanten sind sowohl im 
Phenylpropanoidbiosyntheseweg als auch in der Trichom- und Wurzelhaardifferenzierung 
defekt. Beide Prozesse werden also auf der Grundlage dieses Faktors reguliert (Walker et 
al., 1999). Ein Komplex aus MYB123/BHLH42 (TT2/TT8) und TTG1 reguliert sowohl die 
Expression der proanthocyanidinspezifischen Gene in der Samenschale als auch der 
anthocyanspezifischen Gene DFR und LDOX  (Abb. 1-3), wobei DFR und LDOX dabei zu 
den so genannten „späten“ Genen des Flavonoidbiosyntheseweges (LBG, late 






Mutanten ist die Expression von DFR und LDOX reduziert, was durch die gelbe 
Samenfarbe angezeigt wird (Nesi et al., 2000; Nesi et al., 2001).  
Ein Transkriptionsfaktorkomplex, der einen entscheidenden Schlüsselschritt im 
Anthocyanbiosyntheseweg in Keimlingen reguliert, ist MYB75/BHLH2/TTG1 
(PRODUCTION OF ANTHOCYANIN PIGMENT, PAP1/ENHANCER OF GLABRA3, 
EGL3/TTG1) (Abb. 1-3). Das Protein MYB75 hat eine wichtige Funktion in der 
Biosynthese der Anthocyane, weshalb sich die Bezeichnung PAP1 von PRODUCTION 
OF ANTHOCYANIN PIGMENT ableitet (Borevitz et al., 2000). Weitere TTG1-abhängige 
MYB- und BHLH-Faktoren sind MYB90 (PAP2) und BHLH1 (GLABRA3, GL3), welche 
ebenfalls die Expression der F3’H, DFR und LDOX Gene der Flavonoidbiosynthese 
beeinflussen können (Borevitz et al., 2000; Cominelli et al., 2007; Gonzalez et al., 2008). 
Durch die Überexpression von MYB75 und MYB90 kommt es in A. thaliana Pflanzen zu 
einer Erhöhung der Transkriptmenge mehrerer Strukturgene des 
Phenylpropanoidbiosyntheseweges wie CHS, DFR und Phenylalanin-Ammonium-Lyase 
(PAL). Das führt zu einer Akkumulation von Anthocyanen, Flavonolen und 
Hydroxyzimtsäuren. Die Pflanzen zeigen dabei eine deutlich rötlich-violette Färbung 
(Borevitz et al., 2000).  
Eine weitere Gruppe von MYB Faktoren, die PRODUCTION OF FLAVONOL 
GLYCOSIDES (PFG, MYB11/PFG2, MYB12/PFG1 und MYB111/PFG3) können wichtige 
Schritte im Flavonoidbiosyntheseweg von A. thaliana regulieren (Stracke et al., 2007). 
Diese flavonolspezifischen Aktivatoren benötigen für ihre Funktionalität weder einen 
bHLH- noch einen WD40-Partner (Mehrtens et al., 2005). Sie beeinflussen die Expression 
der „früh“ im Stoffwechsel auftretenden Gene CHS, CHI, F3H und FLS (EBG, early 
biosynthesis genes) in verschiedenen Geweben von A. thaliana Keimlingen (Stracke et 
al., 2007).  
Eine systematische Analyse von A. thaliana Mutanten führte zu der Identifizierung einer 
großen Anzahl von Mutanten des Phenylpropanoidbiosyntheseweges (Shirley et al., 1995; 
Wisman et al., 1998; Winkel-Shirley et al., 2001). Dabei wurden Mutanten der 
Flavonoidbiosynthese anhand des „transparent testa“ (TT) Phänotyps identifiziert 
(Koornneef et al., 1990). Aufgrund fehlender kondensierter Tannine in der Samenschale 
können bei diesen Mutanten gelbe bis hellbraune Samen beobachtet werden, die leicht 
von den dunkelbraunen Wildtyp-Samen unterschieden werden können. In einigen TT-
Mutanten konnten Defekte in den Strukturgenen DFR/tt3, CHS/tt4, CFI/tt5, F3H/tt6, 
F3’H/tt7 der Flavonoidbiosynthese festgestellt werden (Shirley et al., 1995; Wisman et al., 
















































Abbildung 1-3: Regulation der Flavonoidbiosynthese.  
Einige wichtige MYB-, bHLH- und WD40-Regulatoren sind in den Boxen neben den Enzymen 
aufgeführt. PAL, Phenylalanin-Ammonium-Lyase; C4H, Zimtsäure-4-Hydroxylase; 4CL, 4-Cumarat-
CoA-Ligase; CHS, Chalkonsynthase; CHI, Chalkonisomerase; F3H, Flavanon-3-Hydroxylase; 
F3’H, Flavonoid-3’-Hydroxylase; FLS, Flavonolsynthase; DFR, Dihydroflavonolreduktase; LDOX, 
Leucoanthocyanidindioxygenase; ANR, Anthocyanidinreduktase. 
 
 
1.2 Transkriptionsfaktoren in A. thaliana 
Basierend auf Ähnlichkeiten ihrer DNA-Bindedomäne werden Transkriptionsfaktoren 
verschiedenen Familien zugeordnet (Pabo et al., 1994). Dazu gehören WD40, WRKY, 
basische Region/Leucin Reißverschluss (bZIP), MADS-Box, basische Helix-Schleifen-
Helix (bHLH) und R2R3-MYB Faktoren, welche alle an der transkriptionellen Kontrolle der 
Flavonoidbiosynthesegene beteiligt sind (Übersicht in Ramsay und Glover, 2005). Viele 
Familien von Transkriptionsfaktoren kommen dagegen in allen eukaryotischen 
Organismen vor. In Pflanzen können diese besonders stark exprimiert sein, wie etwa die 
MADS-Box-Proteine, die bZIP-Proteine oder die MYB-Transkriptionsfaktoren (Riechmann 
et al., 2000).  
In A. thaliana kodieren etwa 1600 Gene für mögliche Transkriptionsfaktoren, was fast 6% 
aller Gene in A. thaliana entspricht (Riechmann et al., 2000). Allerdings ist bisher nur ein 
kleiner Prozentsatz genetisch charakterisiert. Die bHLH- und die R2R3-MYB-Proteine 
gehören zu den größten Gruppen von Transkriptionsfaktoren in A. thaliana (Riechmann et 






1.2.1 Die Familie der bHLH-Transkriptionsfaktoren     
Die basischen Helix-Schleifen-Helix Proteine bilden eine große Gruppe von 
Transkriptionsfaktoren in Säugetieren, wo sie umfassend untersucht wurden (Atchley et 
al., 1997; Ledent et al., 2002). Dabei wurde eine Region hoher Sequenzhomologie in 
zehn tierischen DNA-bindenden Proteinen entdeckt, die aufgrund ihrer 
Aminosäureeigenschaften und räumlichen Struktur als bHLH (basische Helix-Schleifen-
Helix)- Domäne bezeichnet wurde (Murre et al., 1989). Die bHLH-Proteine haben in den 
verschiedenen Systemen vielfältige Aufgaben in transkriptionsregulierenden Netzwerken 
von der Zellproliferation bis hin zur Entwicklung der Zellidentität (Grandori et al., 2000; 
Massari et al., 2000). Sie sind wichtig für die Regulation des circadianen Oszillators 
(Makino et al., 2002) oder regulieren stress- oder hormonabhängige Gene und sind so 
auch am Wachstum und an Entwicklungsvorgängen in Pflanzen beteiligt (Friedrichsen et 
al., 2002). In A. thaliana wurden bisher mehr als 133 verschiedene bHLH-Proteine 
identifiziert. Dabei wurden sie aufgrund von Sequenzhomologien und Übereinstimmungen 
in der Genstruktur in zwölf Subgruppen unterteilt (Heim et al., 2003). Die bHLH-Domäne 
besteht aus etwa 60 Aminosäuren mit zwei unterschiedlichen Regionen (Abb. 1-4). Das 
N-terminale Ende der basischen Region, das an der DNA-Bindung beteiligt ist, besteht 
aus etwa 15 Aminosäuren mit hochkonservierten basischen Aminosäure-Resten. Das 
C-terminale Ende bildet die Helix-Schleifen-Helix (HLH) Region, die an der Protein-
Interaktion beteiligt ist (Murre et al., 1989; Heim et al., 2003). Sie besteht hauptsächlich 
aus hydrophoben Resten, die zwei amphipathische Helices bilden, welche durch eine 







Abbildung 1-4: Struktur eines R/B-ähnlichen bHLH-Proteins. 
Die basische Helix-Schleifen-Helix (HLH, grün) Domäne befindet sich am C-terminalen Ende des 
Proteins und ist an der DNA- Bindung und der Protein-Interaktion beteiligt.  
 
 
BHLH-Proteine besitzen die Fähigkeit, mit einem konservierten H-E-R-Konsensus an den 
Positionen 5-9-13 der basischen HLH-Domäne an die DNA zu binden (Atchley et al., 
1997). Das DNA-Motiv ist dabei ein Hexanukleotid-Konsensus, der als E-Box bezeichnet 
wird (5’-CANNTG-3’) (Toledo-Ortiz et al., 2003). Diese DNA-Motive sind durch die beiden 






beschriebene DNA-Motiv (5’-CACGTG-3’). Dabei vermitteln hochkonservierte 
Aminosäurereste in der basischen Region der bHLH-Proteine die Spezifität für die 
äußeren Basen, während andere konservierte Aminosäurereste für die Wahrnehmung der 
zentralen Basen entscheidend sind (Robinson et al., 2000). Neben der Fähigkeit der 
Transkriptionsfaktoren, an die DNA zu binden, können sie außerdem Interaktionen mit 
weiteren Proteinen eingehen, um die Transkription der Zielgene zu regulieren. Daher 
liegen auch außerhalb der bHLH-Domäne signifikante Sequenzhomologien innerhalb 
bestimmter Subgruppen der bHLH-Proteine vor, die einen funktionellen Zusammenhang 
zeigen (Heim et al., 2003). Dabei kann die Interaktion zwischen den HLH-Regionen zur 
Bildung von Homo- und Heterodimeren mit eng strukturverwandten aber auch mit einer 
Vielzahl von anderen Proteinen führen (Shimizu et al., 1997; Littlewood et al., 1998).  
Die ersten bHLH-Faktoren in Pflanzen wurden im Zusammenhang mit der 
Flavonoidbiosynthese in Mais entdeckt (Goff et al., 1992; vgl. 1.1.2). Dabei sind eine 
Reihe von bHLH-Proteinen beschrieben worden, die essentiell für die Bildung des 
violetten Pigments im Anthocyanbiosyntheseweg sind und mit den R2R3-MYB 
Transkriptionsfaktoren zur transkriptionellen Regulation ihrer Zielgene interagieren 
(Neuffer et al., 1997; Petroni et al., 2000). Orthologe dieser Mais-bHLH-Proteine sind in 
A. thaliana ebenfalls an der Regulation der Flavonoidbiosynthese beteiligt. 
Die Fähigkeit zur Interaktion zwischen bHLH und MYB Transkriptionsfaktoren konnte 
auch in A. thaliana nachgewiesen werden: Die Transkriptionsfaktoren BHLH1 
(GLABRA3/GL3) und MYB0 (GLABROUS1/GL1) sind beide durch Interaktion an der 
Regulation der Epidermisdifferenzierung bei der Trichom- und Wurzelhaarbildung beteiligt 
(Payne et al., 2000). Der Transkriptionsfaktor BHLH42 (TT8) kann durch Interaktion mit 
dem MYB-Protein MYB123 (TT2) die Synthese der kondensierten Tannine in der 
Samenschale regulieren (Nesi et al., 2000 und Nesi et al., 2001). Neben den R/B-
ähnlichen bHLH-Proteinen und den MYB-Proteinen sind an der Regulation noch das 
WD40-Protein (TTG1) oder das WRKY-Protein (TTG2) beteiligt, die gemeinsam ein 
regulatorisches Netzwerk bilden, um die Zielgene zu aktivieren (Schiefelbein et al., 2003). 
Im A. thaliana Genom konnten bisher 32 Genfamilien identifiziert werden, die für die 
bHLH-Transkriptionsfaktoren kodieren (Riechmann et al., 2000). Jede Familie ist 
charakterisiert durch eine definierte Region hoch konservierter Aminosäurereste, die die 
DNA-Bindedomäne beinhaltet. Innerhalb der Familien gibt es Subgruppen, die strukturell 
einander ähnlicher sind als andere Mitglieder der bHLH-Familie. Ebenso gibt es kleinere 
Motive außerhalb der DNA-Bindedomäne, die Struktur- und Sequenzhomologien 
aufweisen (Heim et al., 2003). Innerhalb dieser Subgruppen könnten die Faktoren mit 
ähnlichen Motiven eventuell redundante Funktionen aufweisen (Zhang et al., 2003). Dabei 






bHLH-Proteinen aus Mais auf. Zu der Subgruppe IIIf, die die ZmSn-ähnlichen bHLH-
Proteine in A. thaliana bilden, gehören die bHLH-Proteine BHLH1/GL3, 
BHLH2/EGL1/EGL3, BHLH12/MYC1 und BHLH42/TT8 (Abb. 1-5).  
 
 
Abbildung 1-5: Ausschnitt aus einer Übersicht über pflanzliche bHLH 
Transkriptionsfaktoren. 
Subgruppe IIIf der bHLH Transkriptionsfaktoren besitzt kleinere Motive außerhalb der DNA-




1.2.2 Die Familie der MYB-Transkriptionsfaktoren 
Proteine der MYB-Familie gehören zu einer phylogenetisch alten Gruppe von 
Transkriptionsfaktoren in Eukaryoten. Strukturell sind die pflanzlichen MYB 
Transkriptionsfaktoren den tierischen MYB-Proteinen ähnlich, da beide eine MYB-
Domäne im N-terminalen Bereich enthalten (Solano et al., 1997). Die Funktion der MYB-
Domäne liegt einerseits in der DNA-Bindung, sie kann aber auch an Proteininteraktionen 
beteiligt sein, wie etwa bei der Interaktion mit bHLH-Proteinen (Goff et al., 1992). Anders 
als in Tieren ist in Pflanzen eine große Anzahl von MYB-Proteinen zu finden (Kranz et al., 
1998; Rubino et al., 2001; Stracke et al., 2001). Es sind vielfältige biologische 
Schutzfunktionen beschrieben worden. So werden MYB-Proteine durch Stressfaktoren 
wie Trockenheit, Nässe und UV-Strahlung, durch Pathogenbefall oder durch 
Pflanzenhormone induziert (Urao et al., 1993; Kirik et al., 1998a; Abe et al., 2003). Andere 
MYB Transkriptionsfaktoren sind an der Spross- oder Blattmorphogenese, an der 
Blütenbildung oder an der Keimung beteiligt (Byrne et al., 2000; Penfield et al., 2001; 
Galego und Almeida, 2002).  
Jeder MYB-Repeat (R1, R2, R3) besteht aus drei α-Helices von 51-53 hochkonservierten 
Aminosäuren, wobei die zweite und die dritte Helix eine Helix-Turn-Helix-Konformation 
ausbilden und sich in die große Furche der DNA anlagern kann (Jin und Martin, 1999). 
Dabei scheint besonders der dritte MYB-Repeat für die Sequenzspezifität bei der DNA-
Bindung verantwortlich zu sein (Gabrielsen et al., 1991; Ogata et al., 1994). Durch die 
sequenzspezifische Bindung an die Promotoren der Zielgene kann deren Transkription so 






Anhand der Anzahl der Sequenzwiederholungen können die MYB-Proteine in Pflanzen in 
drei Gruppen eingeteilt werden: Die 1R-MYB-Proteine, die R2R3-MYB-Proteine und die 
3R-MYB-Proteine. 
Die 1R-MYB-Proteine enthalten eine Sequenzwiederholung. LONG HYPOKOTYL (LHY) 
oder CIRCADIAN CLOCK ASSOCIATED1 (CCA1) als 1R-MYB-Proteine aus A. thaliana 
spielen eine Rolle bei der circadianen Rhythmik und können sequenzspezifisch an die 
DNA binden (Schaffer et al., 1998; Carré und Kim, 2002).  
Die R2R3-MYB-Proteine enthalten zwei Sequenzwiederholungen (Abb. 1-6). Die R2R3-
MYB-Domänen sind, mit wenigen Ausnahmen, zu 40% identisch in der 
Konsensussequenz. Die Aminosäuren dieser Domänen sind in der gesamten Familie zu 
mehr als 90% konserviert (Avila et al., 1993; Stracke et al., 2001). Diese beiden 
Sequenzwiederholungen (R2 und R3) sind für die sequenzspezifische Bindung an die 








Abbildung 1-6: Struktur eines R2R3-MYB-Proteins.  
Die R2R3-Domäne (grün) befindet sich am N-terminalen Ende des Proteins und ist an der DNA-
Bindung und an der Protein-Interaktion beteiligt.  
 
 
Das R2R3-MYB-Protein C1 aus Mais aktiviert die Transkription der Gene, deren Produkte 
an der Biosynthese der Anthocyanpigmente in der äußeren Aleuronschicht des Maiskorns 
benötigt werden. Das sehr ähnliche MYB-Protein PL übernimmt diese Aufgabe in der 
restlichen Maispflanze (Martin und Paz-Arez, 1997). In A. thaliana stellen die R2R3-MYB-
Proteine mit 126 Mitgliedern die größte Gruppe dar (Romero et al., 1998; Stracke et al., 
2001). Nach konservierten Motiven im C-terminalen Bereich werden sie in 24 
Untergruppen eingeteilt (Stracke et al., 2001). Sie kontrollieren in Pflanzen spezialisierte 
physiologische Funktionen (Borevitz et al., 2000; Nesi et al., 2001; Stracke et al., 2001; 
Baudry et al., 2004). R2R3-MYB Transkriptionsfaktoren sind zum Beispiel maßgeblich an 
der Regulation des Phenylpropanoidstoffwechsels beteiligt (siehe Kapitel 1.1.2). Die 
Regulation der Anthocyanbiosynthese in A. thaliana wird durch die kombinatorische 
Interaktion von R2R3-MYB Proteinen der Subgruppe 6 (Stracke et al., 2001) und bHLH-






In MYB Proteinen wurde eine konservierte Aminosäure-Sequenz in Helix 1 und 2 des R3-
Repeats lokalisiert, die die strukturelle Basis für solche Protein-Interaktionen darstellt 
(Zimmermann et al., 2004). Dabei bildet der Transkriptionsfaktor MYB123/TT2 
beispielsweise mit dem Transkriptionsfaktor BHLH42/TT8 in Kombination mit dem WD40-
Faktor TTG1 einen regulatorischen Komplex, welcher in Pflanzen durch die Bindung an 
den BAN-Promotor dessen Transkription aktivieren kann (Baudry et al., 2004). 
MYB75/PAP1 und MYB90/PAP2 stellen mit spezifischen bHLH-Faktoren (BHLH1/GL3, 
BHLH2/EGL3, BHLH12/MYC1, BHLH42/TT8) ebenfalls Aktivatoren der 
Anthocyanbiosynthese dar (Zhang et al., 2003; Zimmermann et al., 2004). Eine 
Überexpression von MYB90/PAP2 oder von MYB75/PAP1 führt zu einer Akkumulation 
von Anthocyanen (Borevitz et al., 2000). Die MYB75/PAP1 Überexpression resultiert 
ebenfalls in einer erhöhten Expression der Gene PAL, CHS, DFR und Glutathione-S-
Transferase (GST) (Borevitz et al., 2000). Kotransfektionsexperimente in At7-Protoplasten 
identifizierten MYB12 als flavonolspezifischen Regulator der Flavonoidbiosynthese 
(Mehrtens et al., 1999).  
R2R3-MYB Transkriptionsfaktoren können ebenfalls als Repressoren wirken. So hat 
MYB4 negativ-regulatorische Eigenschaften auf das Gen des für die Sinapatbiosynthese 
benötigten Enzyms Cinamat-4-hydroxylase (Jin et al., 2000). Für MYB4 wurde gezeigt, 
das es eine Repressionsdomäne enthält und somit wahrscheinlich einerseits aktiven 
Einfluss auf die Zielgenexpression ausübt und andererseits durch Kompetition mit 
Aktivatoren um Bindestellen am Zielgenpromotor wirkt (Jin et al., 2000) 
Eine zweite wichtige Aufgabe der MYB-Proteine ist die Kontrolle der Zellform. So ist das 
Protein MYB90/PAP2 zusammen mit BHLH1/GL1 aus A. thaliana wichtig für die 
Differenzierung von Blatt- und Stielzellen zu Trichomen (Borevitz et al., 2000). Dabei 
kontrolliert das Protein TTG1 das BHLH1-Protein und steuert somit die 
Trichomentwicklung und die Anthocyanproduktion (Quattrocchio et al., 2006). Die 
Expansion dieser Genfamilie lief vermutlich parallel mit der Entwicklung neuer zellulärer 
Funktionen in höheren Pflanzen (Martin und Paz-Arez, 1997).  
Die 3R-MYB-Proteine enthalten drei Sequenzwiederholungen. Diese Proteine, von denen 
in A. thaliana fünf gefunden wurden, besitzen vermutlich konservierte Funktionen in 
Eukaryoten (Kranz et al., 2000). Sie spielen, ähnlich wie die tierischen 3R-MYB-Gene, 
eine Rolle bei der Kontrolle des Zellzyklus. Dabei regulieren sie beispielsweise die 
Transkription von Cyclingenen (Ito et al., 2001).  
 
Der C-terminale Bereich der MYB-Proteine ist nicht konserviert. Hier finden sich strukturell 
sehr unterschiedliche Motive, die nach ihrer Funktionalität in verschiedene Gruppen 






Regulation des sekundären Metabolismus (Borevitz et al., 2000; Nesi et al., 2001; Stracke 
et al., 2001; Baudry et al., 2004) als auch an der Kontrolle zellulärer Morphogenese, bei 
der Meristementwicklung (Lee und Schiefelbein, 1999), der circadianen Rhythmik, der 
Pathogenabwehr (Daniel et al., 1999) und bei der Stressantwort der Pflanze beteiligt 
(Meissner et al., 1999; Teng et al., 2005).  
Die Analyse der Proteinsequenz ermöglichte eine Einteilung der Proteine in Subgruppen, 
die vorwiegend auf Sequenzhomologien im Bereich der MYB-Domäne basieren 
(Abb. 1-7). Die C-terminalen Bereiche weisen nur sehr geringe Homologien auf, die sich 




Abbildung 1-7: Ausschnitt aus einer Übersicht über pflanzliche MYB Transkriptionsfaktoren. 
Untergruppen der MYB Subgruppe der R2R3-MYB Transkriptionsfaktoren (Stracke et al., 2001). 
 
 
Die Informationen zu putativen Aktivierungsdomänen in den MYB-Faktoren sind begrenzt. 
In Hefe 2-Hybrid- und Protoplasten-Kotransfektionsexperimenten konnte die 
Aktivierungsdomäne auf die R3 Wiederholung eingegrenzt werden. Dabei zeigen 
Deletionsklone von MYB75 (MYB75∆190) keine Aktivierung mehr, wenn die letzten 58 
Aminosäuren am C-terminalen Ende des Proteins fehlen (Zimmermann et al., 2003; 
Stracke, unveröffentlicht). Durch weitere Deletionsexperimente in Protoplasten-
Kotransfektionsexperimenten konnte die putative Aktivierungsdomäne auf 16 
Aminosäuren am C-terminalen Ende des Proteins eingegrenzt werden: 
LEKFLEESQEVDILVP (Becker und Stracke, unveröffentlicht). In anderen R2R3-MYB-
Proteinen konnte eine putative Aktivierungsdomäne ebenfalls in den letzten Aminosäuren 
des C-terminalen Endes des Proteins identifiziert werden (Goff et al., 1991; Urao et al., 
1996). Mittels Hefe 1-Hybrid Experimenten konnte ebenfalls in der C-terminalen Region 
von den Proteinen MYB66 (WEREWOLF/WER) und MYB0 (GLABROUS1/GL1) eine 24 
Aminosäuren lange Sequenz als Aktivierungsdomäne ermittelt werden (Lee und 






Aktivierung des DFR-Promotors durch MYB75 und BHLH42 spielen, wurden gezielt 
Aminosäuren in der putativen Aktivierungsdomäne von MYB75 gegen Alanin 
ausgetauscht, um die Wirkung auf die Aktivierung des DFR-Promotors im Protoplasten-
Kotransfektionsassay zu bestimmen (Zimmermann, 2003; Ruhe, 2007). Bisher 
beschriebene Aktivierungsdomänen von Transkriptionsfaktoren bestehen hauptsächlich 
aus sauren Aminosäuren (Urao et al., 1996). Durch Protoplasten- 
Kotransfektionsexperimente konnte gezeigt werden, dass der AS-Austausch E207A bei 
dem MYB75 Protein zu einer signifikanten Verminderung der Aktivierbarkeit des DFR-
Promotors um 65% führt (Ruhe, 2007). Weiterhin zeigen die Doppelmutationen L201A 
E202A und P216A E217A eine deutliche Verminderung der Aktivierung des DFR-
Promotors um 50%. Diese Ergebnisse zeigen, dass wahrscheinlich das Zusammenspiel 
mehrerer Aminosäuren für eine gezielte Interaktion mit der DNA von Bedeutung ist. 
 
1.3 Die Expression eukaryotischer Gene – Stress-induzierte 
Promotoraktivität  
Die eukaryotische Genexpression wird häufig auf der Ebene der Transkription reguliert. 
Dabei binden bestimmte Proteine (Transkriptionsfaktoren) an gezielte Abschnitte der 
DNA, um die Transkription zu initiieren bzw. zu reprimieren. Die Transkriptionsfaktoren 
treten dabei sowohl mit der DNA als auch miteinander in Wechselwirkung. Um die 
entscheidenden Elemente der transkriptionellen Regulation in den Promotorregionen zu 
untersuchen, müssen zunächst Minimalpromotoren und cis-wirkende Elemente in den 
Promotorregionen der Strukturgene ermittelt werden. An diese kurzen DNA-Sequenzen, 
die cis-aktiven Elemente, binden sequenzspezifisch die Transkriptionsfaktoren (McKnight 
und Tjian, 1986; Dynan, 1989; Johnson und McKnight, 1989). Promotoren besitzen häufig 
eine Reihe verschiedener cis-Elemente, wobei die Kombination dieser Elemente die 
Spezifität eines Promotors bestimmt. Da diese cis-Elemente häufig in direkter 
Nachbarschaft zueinander liegen, kommt es über Protein-Protein-Wechselwirkungen der 
gebundenen Transkriptionsfaktoren zur Ausbildung eines dreidimensionalen, 
stereospezifischen Komplexes (Tjian und Maniatis, 1994). Daher haben viele cis-aktive 
Elemente einen synergistischen Effekt auf die Promotoraktivität.  
Durch das Erstellen von Promotor/Reporter-Konstrukten können in einem einfachen 
System die in vivo Funktionen von möglichen koregulatorischen Transkriptionsfaktor-
komplexen mittels transienter Expressionsanalysen effektiv getestet werden. So wurde für 
den CHS-Promotor ein funktionaler Minimalpromotor definiert, der in transienten 
Expressionsstudien in At7-Protoplasten für die Untersuchung der cis-wirkenden Elemente 






drei unterschiedliche putative cis-wirkende Elemente ermittelt (Hartmann, 1997). In 
funktionellen Kotransfektionsstudien wurde gezeigt, dass zwei der drei cis-wirkenden 
Elemente, das ACGT Containing Element (ACE) und das MYB Recognition Element 
(MRE), für die Lichtinduktion entscheidend sind (Hartmann et al., 2005). Zwischen dem 
ACE und dem MRE findet sich im CHS-Minimalpromotor ein drittes Element, das 
R Recognition Element (RRE), welches eine Bindestelle für bHLH-Transkriptionsfaktoren 
darstellt. Das RRE ist nicht an der lichtregulierten Expression des CHS-Gens beteiligt, 
jedoch kann der CHS-Promotor lichtunabhängig durch einen MYB-Faktor aktiviert werden. 
Blockmutationen zeigten, dass sowohl ein intaktes MRE als auch ein intaktes RRE für die 
Interaktion mit dem MYB-bHLH-Komplex zur Aktivierung der Expression des CHS-
Promotors benötigt werden. Dabei scheint der Einfluss des MRE größer als der des RRE 
(Hartmann et al., 2005).  
Die Aktivität bestimmter Promotoren kann durch äußere Einflüsse wie Licht oder 
Nährstoffe erhöht werden. Im Stoffwechsel und bei der Energieerzeugung in Pflanzen 
spielen zum Beispiel Zuckerstoffe eine wichtige Rolle. Diese haben viele unterschiedliche 
Funktionen als Botenstoffe, in der Regulation der Photosynthese, der Mobilisierung von 
Nährstoffen oder bei der Stimulation des Wachstums (Koch, 1996; Smeekens, 2000; 
Rolland et al., 2002). Daher existieren in Pflanzen verschiedene sensorische 
Mechanismen, die auf unterschiedliche Zucker reagieren. Verschiedene Studien zeigen, 
dass diese Stoffe einen anregenden Effekt auf die Anthocyanbiosynthese in 
verschiedenen pflanzlichen Organen haben. Dabei induziert Saccharose zum Beispiel die 
Transkription der Anthocyanbiosynthesegene und die Pigment-Akkumulation in sich 
entwickelnden Blütenkronen von Petunia hybrida (Weiss, 2000). Ebenso in Zellen von 
Vitis vinifera oder Raphanus sativus wird die Anthocyanakkumulation durch die 
Anwesenheit von Zucker verstärkt (Larronde et al., 1998; Hara et al., 2003). In A. thaliana 
Keimlingen werden Anthocyane hauptsächlich im Hypokotyl gebildet, was durch die 
violette Färbung angezeigt wird, wenn die Pflanzen auf zuckerhaltigem Medium 
anwachsen (Mita et al., 1997b; Ohto et al., 2001). Außerdem zeigen sich entwickelnde 
A. thaliana Keimlinge ein charakteristisches, dynamisches Akkumulationsmuster der 
Anthocyanpigmentation. Die Färbung beginnt zwischen dem zweiten und dritten Tag und 
erreicht das Maximum am sechsten Tag, während die Färbung ab dem siebten Tag 
wieder rückläufig ist. Dabei ist die Färbung begrenzt auf den äußeren Rand der 
Keimblätter und die epidermalen Zellschichten des Hypokotyls (Kubasek et al., 1992). 
Dabei kann die Transkription von Anthocyanbiosynthesegenen wie CHS durch Zucker 
induziert werden (Martin et al., 2002; Hiratsu et al., 2003). Teng et al. (2005) haben 
gezeigt, dass Saccharose im Gegensatz zu Maltose oder Glukose die 






Signalkette zwischen Saccharoseregulation und Anthocyanakkumulation ist der MYB-
Faktor MYB75/PAP1 der zentrale Punkt. Saccharose induziert konzentrationsabhängig 
die Akkumulation von MYB75 mRNA. Das MYB75-Protein ist also wesentlich für die 
Saccharose-vermittelte Expression des DFR-Gens.  
 
1.4 Die Interaktion von MYB, bHLH und WD40 Proteinen in 
A. thaliana 
Pflanzliche MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren können physikalisch interagieren (Nesi 
et al., 2000; Payne et al., 2000; Zhang et al., 2003; Zimmermann et al., 2004; Baudry et 
al., 2004). Durch diese Interaktion sind sie in der Lage koregulatorisch die transkriptionelle 
Aktivität einer Vielzahl an Promotoren zu regulieren. Es konnte gezeigt werden, dass die 
MYB-bHLH-TTG1 Interaktionen auf ganz bestimmte Subgruppen der bHLH Proteine (III 
und IV, nach Heim et al., 2003) beschränkt bleiben.  
Die bHLH Proteine haben zwei funktionelle Interaktionsdomänen. Die Kartierung der 
Interaktionsdomänen von BHLH2 und BHLH12 in Hefe 2-Hybrid Experimenten durch 
Zimmermann (2003) ergab unter anderem, dass nach N-terminalen Deletionen von 
BHLH2 und BHLH12 keine Interaktion mit MYB75 mehr zu erkennen war. Die 
Interaktionsdomäne mit dem MYB Protein liegt daher im N-terminalen Bereich der HLH-
Domäne. Das WD40-Protein TTG1 interagiert in Hefe 2-Hybrid Experimenten sowohl mit 
den bHLH-Vollängenproteinen als auch mit den N-terminal verkürzten Proteinen. Die 
Interaktionsdomäne für das WD40-Protein TTG1 ist daher im C-terminalen Bereich 
zwischen den Aminosäuren 331 und 401 lokalisiert (Zimmermann, 2003). Zusätzlich 
besitzen die bHLH Proteine noch eine Interaktionsdomäne, die der Homo- bzw. 
Heterodimerisierung mit weiteren bHLH Proteinen dient. Diese befindet sich im 
C-terminalen Teil der HLH-Domäne. Die Aktivierungsdomäne zur Bindung der bHLH 
Proteine an die DNA befindet sich dagegen im basischen Teil der HLH-Domäne 
(Zimmermann, 2003). In direkten Interaktionsstudien zu bHLH Transkriptionsfaktoren der 
Subgruppe IIIf mit bekannten R2R3-MYB-Interaktionspartnern wie MYB75/PAP1 und 
MYB123/TT2 konnten solche Interaktionen durch in vitro Pull-Down Experimente bestätigt 
werden (Melcher et al., 1995; Zimmermann et al., 2003). Durch die Analyse von 
Deletionsmutanten konnte die Interaktionsdomäne auf Seiten der R2R3-MYB-Proteine am 
Beispiel von MYB75 bezogen auf die R3-Wiederholung eingegrenzt werden. Für die 
Interaktion mit R/B-ähnlichen bHLH-Proteinen ist weder die R2-Wiederholung (bis 
Aminosäure W53) noch der C-Terminus (ab Aminosäure 114) des R2R3-MYB Proteins 






die Interaktion mit bHLH-Faktoren, daher sind diese Aminosäuren wahrscheinlich an der 
Ausbildung und Stabilität der Interaktion beteiligt (Zimmermann, 2003). 
Proteine mit WD40-Sequenzwiederholungen sind ebenfalls an der Interaktion mit MYB 
und bHLH Proteinen und damit auch an vielen unterschiedlichen regulatorischen 
Prozessen pflanzlicher Biosynthesewege und Entwicklungsprozesse wie 
Signaltransduktion, Zellzyklusregulation, Regulation des Sekundärstoffwechsels oder 
RNA-Processing beteiligt (Neer et al., 1994; Nesi et al., 2000; Payne et al., 2000; Nesi et 
al., 2001). Dabei sind zwei pflanzliche WD40-Proteine bekannt, die in die 
Anthocyanbiosynthese eingreifen, TTG1 aus A. thaliana (Koornneef et al., 1981; Walker 
et al., 1999) mit vier WD40-Sequenzwiederholungen und ANTHOCYANIN11 (AN11) aus 
Petunia hybrida (Koes et al., 1994; Vetten et al., 1997) mit fünf WD40-
Sequenzwiederholungen. Beide Proteine regulieren die Anthocyanbiosynthese 
zusammen mit bHLH-Proteinen (BHLH42 bzw. AN1) und MYB-Faktoren (MYB123 bzw. 
AN2) (Vetten et al., 1997; Walker et al., 1999). TTG1 ist eine essentielle Komponente der 
gewebsspezifischen Regulation der kondensierten Tannine und der Epidermis-
Differenzierung bei der Trichom- und Wurzelhaarentwicklung. Dabei bindet TTG1 an 
BHLH1, was eine Verbindung der beiden Phänotypen der Trichomlosigkeit („GLABRA“) 
und des Fehlens der kondensierten Tannine in der Samenschale („TRANSPARENT 
TESTA“) schafft. TTG1 hat ebenso einen Effekt auf die Anthocyanbiosynthese (Koornneef 
et al., 1981). Da in ttg1 Mutanten keine Anthocyanbiosynthese mehr vorhanden ist, ist die 
Funktion von TTG1 nicht auf bestimmte Gewebe beschränkt. Ebenso hat TTG1 einen 
Einfluss auf die Produktion der seed coat mucilage (der die Samenschale bedeckende 
Polysaccharidschleim) (Zhang et al., 2003). Die Expression von TTG1 ubiquitär in der 
Pflanze und der Einfluss von TTG1 auf eine Vielzahl verschiedener Regulations-
mechanismen legt eine eher generalistische Funktion für TTG1 nahe. Da aber keine 
direkte DNA-Bindung für WD40-Faktoren gezeigt werden konnte, sind sie keine 
Transkriptionsfaktoren im eigentlichen Sinn. Sie interagieren mit bHLH-
Transkriptionsfaktoren und haben so als Mediatoren einen Einfluss auf die Regulation der 
verschiedenen Zielgene.   
Für die Komplexbildung interagieren entweder der bHLH und der WD40 Faktor 
miteinander oder der bHLH und der MYB Faktor, der WD40 und der MYB Faktor können 
anscheinend nicht interagieren (Payne et al., 2000). Auch bei der Regulation der 
Trichomentwicklung erfolgt eine kombinatorische Interaktion von BHLH1/GL3 und 
MYB0/GL1 mit TTG1, wobei nicht klar ist, ob der WD40 Faktor eine stabilisierende oder 
eine modifizierende Funktion hat (Payne et al., 2000). Ein ähnliches Interaktionsmuster 
tritt bei der Regulation der Synthese der kondensierten Tannine auf. Dabei regulieren 






Auch hier wird für die transkriptionelle Aktivierung ein trimerer Komplex aus 
TTG1/BHLH42/MYB123 benötigt (Baudry et al., 2004), wobei wiederum nur TTG1 und 
BHLH42 bzw. BHLH42 und MYB123 interagieren können, nicht aber TTG1 und MYB123. 
TTG1 hat ebenfalls Auswirkungen auf das Aktivierungspotential von bHLH/MYB 
Interaktionspartnern im Kotransfektionssystem von At7-Protoplasten. Die Ko-
Überexpression von TTG1 zusammen mit bHLH (BHLH42, BHLH2) und MYB (MYB123, 
MYB75) Faktoren führt zu einem starken Anstieg der Reportergenaktivität des 
Promotorkonstruktes (BAN, DFR) über das 10-fache gegenüber Ansätzen ohne TTG1 
(Baudry et al., 2004; Heim, 2003). Wird dagegen ein RNAi-Silencing-Konstrukt von TTG1 
zugegeben, dann zeigt sich eine deutliche Reduktion der Reportergenaktivität (Heim, 
2003). Dieser Effekt lässt sich jedoch nur zeigen, wenn auch ohne zusätzliche Zugabe 
von TTG1 eine Reportergenaktivierung durch die Kombination eines bHLH mit einem 
MYB Faktor zeigen lässt. Die Aktivitätssteigerung durch TTG1 beruht daher 
wahrscheinlich nicht auf einer direkten DNA-Bindung. Vielmehr dient der WD40-Faktor 




1.5.1 Konfokale Mikroskopie 
Die Forschung verbindet immer mehr Methoden und Messprinzipien aus 
unterschiedlichen Naturwissenschaften. Besonders die Physik mit ihrer konfokalen 
Lasermikroskopie und der Möglichkeit zur Einzelmolekül-Detektion trägt im Wesentlichen 
dazu bei, Fragestellungen aus den Biowissenschaften aufzunehmen. Dadurch wird 
gezeigt, wie wichtig es ist, dass sich die Wissenschaften weiter annähern, um das 
Potential des jeweils anderen (fachfremden) Kooperationspartners nutzen und so neue 
Sichtweisen entwickeln zu können.  
Die optische Mikroskopie gewinnt seit der Entwicklung der konfokalen Mikroskopie 
(Minsky, 1955) immer mehr Einfluss in Anwendungen aus allen Bereichen der 
Naturwissenschaft. Zwar ist das Auflösungsvermögen geringer als etwa bei der Raster-
Elektronen-Mikroskopie, dennoch hat die Lichtmikroskopie und vor allem die 
Fluoreszenzmikroskopie entscheidende Vorteile. Da diese Methode nicht invasiv ist, 
können lebende Zellen untersucht werden. Außerdem ist die Fluoreszenzmikroskopie 
nicht auf einen physikalischen Zustand limitiert, es kann ein großer Bereich zeitlicher 
Dynamik und spektraler Breite abgedeckt werden, die mit hoher Auflösung gezielt 






extrem hoher Sensitivität. Dabei können einzelne Moleküle sichtbar gemacht werden und 
so für spektroskopische Untersuchungen genutzt werden. Erfolgreiche 
Einzelmolekülexperimente gab es bereits vereinzelt Anfang der 90er Jahre (Moerner et 
al., 1989; Shera et al., 1990). Von Rigler et al. (1993) wurden mit Hilfe der konfokalen 
Mikroskopie erstmals frei diffundierende einzelne Moleküle in Lösung detektiert. Die 
nichtinvasive konfokale Mikroskopie ist eine wichtige Methode bei vielen 
Einzelmoleküluntersuchungen, da das unkomplizierte Messverfahren ein sehr gutes 
Signal-zu-Rausch Verhältnis zeigt.  
Bei der konfokalen Mikroskopie dient das Objektiv nicht nur zur Anregung der Probe, 
sondern auch zum Abbilden der Fluoreszenz. Das Bild wird dabei nicht wie in der 
Weitfeldmikroskopie in der Zwischenbildebene erzeugt und anschließend vergrößert, 
sondern 1:1 auf dem Detektor abgebildet. Das Licht außerhalb der Brennebene des 
Objektivs wird ausgeblendet, d.h. nur der Fokus des Objektivs wird auf dem Detektor 
abgebildet. Dies wird zum einen durch ein punktförmiges Anregungsvolumen, dem 
Laserfokus, erreicht und zum anderen durch das Ausblenden störenden Hintergrunds 
durch eine Aperturblende (Pinhole) im Detektionsstrahlengang. In einem konfokalen 
Mikroskop liegt das Beobachtungsvolumen also in einem Bereich von einigen Femtolitern. 
Diese Methode bietet den Vorteil, dass eine definierte Schicht eines Objektes (einer Zelle) 
punktgenau abgerastert werden kann, ohne dass Hintergrundsignale außerhalb der 














Abbildung. 1-8: Schematischer Aufbau eines konfokalen Mikroskops (modifiziert nach 






Das Anregungslicht wird über einen dichroitischen Strahlteiler durch das Objektiv auf die 
Probe fokussiert. Das Fluoreszenzlicht wird mit demselben Objektiv aufgefangen, welches 
auch zur Fokussierung des Anregungslichts eingesetzt wird. Anschließend wird der 
Fokuspunkt über eine Tubuslinse auf den Detektoren abgebildet. 
 
1.5.2 Weitfeldmikroskopie  
Für Studien an lebenden Zellen (Protoplasten, Pflanzen) wird das möglichst schnelle 
Aufnehmen vieler Bilder immer wichtiger. Besonders die Untersuchung dynamischer 
Prozesse in lebenden Proben erfordert zeitliche Auflösungen von wenigen Millisekunden 
bis Sekunden. Daher wird die Weitfeldmikroskopie-Methode sehr häufig genutzt, da sie 
vor allem bei der Untersuchung dynamischer Prozesse in lebenden Zellen sowie für die 
hochsensitive Detektion schwacher Fluoreszenz-Signale große Vorteile bietet. Ein 
weiterer Vorteil gegenüber konfokalen Laserscanning-Mikroskopen ist die parallele 
Beleuchtung aller Bildpunkte und deren simultane Detektion mit schnellen Kameras für 
eine schnelle Durchlicht-Kontrast Detektion. Wichtig für die Leistungsfähigkeit ist dabei die 
richtige Wahl der Komponenten für die Beleuchtung, Trennung von Beleuchtungslicht und 
Signal, sowie dem Detektionssystem. Bei der Weitfeldmikroskopie wird der Laserstrahl 
durch ein Linsensystem aufgeweitet und auf die hintere fokale Ebene fokussiert, nachdem 
er durch einen dichroitischen Spiegel reflektiert worden ist. Der Laserstrahl tritt nun 
parallel aus dem Objektiv aus und regt somit eine räumlich große Fläche der Probe an. 
Das Fluoreszenzlicht wird wieder durch das Objektiv eingesammelt, tritt durch den 
dichroitischen Spiegel hindurch und wird zusätzlich noch durch einen Emissionsfilter vom 
Anregungslicht getrennt. Mit Hilfe einer hochempfindlichen Kamera wird dieses 
Fluoreszenzlicht detektiert. Bei der Weitfeldmikroskopie wird also die ganze Probe im 
Untersuchungsfeld beleuchtet. Durch die parallele Beleuchtung des gesamten Bildfeldes 
können die Prozesse, die über die Fluoreszenz sichtbar gemacht werden, über die 
gesamte Zeit der Anregung aufgezeichnet werden. Der Nachteil dieser Methode ist, dass 
auch Fluoreszenz aus anderen Bereichen als der Fokusebene auf die Kamera fällt. Das 
Bild wird dabei umso unschärfer, je mehr Fluoreszenz aus den Ebenen darüber oder 
darunter abgestrahlt wird. Daher ist es wichtig, möglichst dünne Objekte bzw. Schnitte 
von Objekten zu detektieren. Der Vorteil der Weitfeldmikroskopie gegenüber der 
konfokalen Laserscanning-Mikroskopie besteht darin, dass ein bestimmter Teil der Probe 
räumlich und dynamisch durch die Kamera aufgelöst wird und so Aussagen über die 







1.5.3 Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS) 
Die in der vorliegenden Arbeit verwendete Methode für die Protein-DNA Bindungsstudie 
ist die Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS). Diese Methode wurde in den 70er 
Jahren entwickelt (Madge et al., 1972), jedoch konnte weder eine hohe zeitliche 
Sensitivität erreicht werden, noch konnte in geringen Probenkonzentrationen gemessen 
werden (Elson und Madge, 1974; Madge et al., 1974; Webb, 1976). Mit der Einführung 
der konfokalen Mikroskopie (Riegler et al., 1993) entstand in der Fluoreszenz-
Korrelationsspektroskopie ein starker Aufschwung. Erstaunliche Entwicklungen in der 
Mikroskopie und derzeitige technische Neuerungen ermöglichen heute routinemäßige 
Messungen von verschiedensten biomolekularen Wechselwirkungen (Hess et al., 2002; 
Krichevski und Bonnet, 2002; Muller et al., 2003; Schwille und Hausstein, 2005; 
Thompson et al., 2002; Van Craenenbroeck und Engelborghs, 2000; Rigler und Elson, 
2001). Durch den konfokalen Aufbau wurde das Signal-zu-Rausch Verhältnis wesentlich 
verbessert, wodurch Messungen auf Einzelmolekülebene möglich wurden.  
Gegen Ende der 90er Jahre wurde die Fluoreszenzspektroskopie an einzelnen Molekülen 
entwickelt (Enderlein et al., 2003; Weiss, 1999). Dieses Messverfahren ermöglicht es, ein 
einzelnes System und dessen Eigenschaften zu beobachten. Bei diesen 
Einzelmolekülmessungen werden Verteilungen anstatt Mittelwerte als Ergebnisse 
erhalten. Es gibt Informationen über das Zeitverhalten eines einzelnen Farbstoffmoleküls. 
Dabei werden verschiedene Fluoreszenzfarbstoffe als Sonden zur Untersuchung 
biologischer Prozesse oder in Polymeren zur Untersuchung nanoskopischer 
Eigenschaften eingesetzt (Zhuang et al., 2000).  
Die FCS ist eine sehr vielseitig einsetzbare Methode zur Untersuchung von 
Wechselwirkungen zwischen Molekülen. Sie beruht auf der Analyse der gemessenen 
Fluoreszenzspektren bzw. deren Fluktuationen. Sie misst Fluktuationen von Photonen, 
die von fluoreszenzmarkierten Molekülen abgegeben werden, welche durch ein 
definiertes Volumen diffundieren (zusammengefasst in Rigler und Elson, 2001; Maiti et al., 
1997; Eigen und Rigler, 1994; Van Craenenbroeck und Engelborghs, 2000). Die 
fluoreszenzmarkierten Moleküle diffundieren in einer kleinen Volumeneinheit durch einen 
Laser und geben Fluoreszenzlicht ab. Diese Fluktuationen zeigen sowohl die 
durchschnittliche Zahl von fluoreszenzmarkierten Molekülen in einem definierten Volumen 
an, als auch die charakteristische Diffusionszeit jedes Moleküls in diesem konfokalen 
Volumen. FCS ist eine sehr sensitive Methode, die nur eine geringe Konzentration an 
Fluorophoren benötigt. Da dadurch einzelne diffundierende Moleküle untersucht werden 






Wechselwirkungen eingesetzt werden. Bei geeigneter Konzentration der Moleküle kann 
eine Einzelmolekül-Detektion (Single Molecule Detection) durchgeführt werden. 
Somit wurde FCS zu einer robusten, einfach zu bedienenden und zuverlässigen Technik 
(Krichevski et al., 2002), mit der mit einer einfachen Messung und einer geringen 
Probenmenge vielfältige Informationen gesammelt werden können. Mittels FCS können 
photophysikalische Prozesse wie etwa Molekulargewichte oder Diffusionskoeffizienten 
bestimmt und chemische Reaktionen sowie molekulare Aggregationen aufgeklärt werden. 
Die FCS wird im Hinblick auf das zeitliche Auflösungsvermögen und die Signalqualität 
lediglich durch die Qualität der Detektoren und der Auswertetechnik begrenzt. Die 
einfachste und weitverbreitetste Anwendung für FCS ist die Analyse der Diffusion von 
Molekülen, die von der BROWNschen Molekularbewegung verursacht wird (Abb. 1-9). Die 
Fluoreszenzintensität ist dabei proportional zur Anzahl der fluoreszierenden Moleküle. 
Dadurch wird die Fluktuation durch das Hinein- und Herausdiffundieren der Moleküle in 
und aus dem Detektionsvolumen beschrieben. Die Fluktuation geht auf lokale 
Konzentrationsschwankungen der fluoreszierenden Moleküle zurück.  
Ein stark fokussierter Laserstrahl beleuchtet eine Volumeneinheit in der Größe von 
einigen Femtolitern. Durch diesen Fokus diffundieren fluoreszierende Teilchen aufgrund 
der BROWNschen Molekularbewegung (Abb. 1-9). Das emittierte Fluoreszenzlicht, das 
von den Fluorophoren abgegeben wird, wenn sie durch den Fokus diffundieren, wird 
konfokal gesammelt und detektiert. Die Fluktuationsamplitude hängt dabei von der 
Konzentration und der Helligkeit der Teilchen ab. Die Frequenz dagegen zeigt die 
Zeitkonstante, die von der Diffusionszeit der Moleküle bzw. ihrer Emissionskinetik 
abhängen. 
 
Abbildung 1-9: Prinzip der Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS). 
Aufgrund der BROWNschen Molekularbewegung diffundieren Fluorophore durch einen 
mikroskopisch kleinen Fokus. Die durch die Anregung emittierten Fluoreszenzphotonen werden 







Mit Hilfe der konfokalen Mikroskopie können einzelne Moleküle sichtbar gemacht werden 
(Sauer et al., 2003). Wichtig dabei ist sowohl ein gutes Signal-zu-Rausch Verhältnis als 
auch das Reduzieren des Anregungsvolumens, wodurch die Hintergrundstrahlung 
vermindert und das detektierte Fluoreszenzsignal eines einzelnen Farbstoffs vergrößert 
wird. Die Lösung wird dabei soweit verdünnt, bis sich im zeitlichen Mittel nur noch ein 
Molekül im Laserfokus befindet. Eine andere Störgröße ist die Autofluoreszenz von 
organischen Verbindungen. Da aber nur wenige in der Natur vorkommende Verbindungen 
über 600 nm fluoreszieren (Mörtelmaier et al., 2002), kann die Autofluoreszenz durch eine 
Anregungswellenlänge >600 nm auf ein Minimum reduziert werden. Daher ist die Wahl 
eines geeigneten Fluoreszenzfarbstoffes besonders wichtig.  
Um die Daten analysieren zu können, wird das Signal zeitlich korreliert (Abb. 1-10). Dabei 
können über die Autokorrelation verschiedene physikalische Parameter wie etwa die 
Diffusions- und Gleichgewichtskonstante oder die Konzentration bestimmt werden.  
 
 
Abbildung 1-10: Analyse der FCS-Messungen.  
(a) Fluktuationen des Fluoreszenzsignals, die am Detektor aufgenommen werden. Die Signale 
werden zeitlich nach der oben beschriebenen Funktion korreliert. (b) Die daraus erzeugte 
Autokorrelationskurve steht in Abhängigkeit vom zeitlichen Versatz. Die Amplitude ist umgekehrt 
proportional zur Teilchenzahl im Fokus. Bei längeren Diffusionszeiten verschiebt sich die 
Korrelationskurve nach rechts (rot) (Weidemann, 2002). 
 
 
Da in einem sehr kleinen Beobachtungsvolumen gemessen wird, gilt die FCS-Methode 
als Einzelmolekültechnik. Bei einem Volumen von einem Femtoliter beobachtet man bei 
einer 1 nM Lösung durchschnittlich weniger als ein Teilchen (0,6) im Fokus. Bindet ein 
fluoreszenzmarkierter löslicher Ligand (Promotor-DNA) einen (größeren) unmarkierten 
Rezeptor (ein oder zwei Proteine), verringert sich die Diffusionszeit des gebundenen 
Liganden verglichen mit dem freien Liganden. Da mit FCS sowohl freie als auch 






Affinitätskonstanten zu berechnen (Lippincott-Schwartz et al., 2001). Da die Promotor-
DNA nach der Komplexbildung mit dem Protein / den Proteinen signifikant größer ist als 
die DNA alleine, kann die Korrelationszeit für die freie und die gebundene Promotor-DNA 
durch Autokorrelationsmessungen unterschieden werden.  
Die Vorteile von FCS gegenüber anderen Methoden für Bindungsstudien sind vor allem 
die Schnelligkeit und leichte Handhabung der Proben. Die Arbeit mit fluoreszenz-
markierten Proben ist ungefährlich und nicht wie bei radioaktiv markierten Proben der 
Gelelektrophorese (EMSA) durch Sicherheitsbestimmungen eingeschränkt. Entscheidend 
bei diesem Verfahren ist, dass die Messung an einem „offenen System“ stattfindet. Das 
Detektionsvolumen ist nicht abgeschlossen, sondern stellt einen Teil des Gesamt-
volumens dar. Ein weiterer Vorteil ist die Messung in einer homogenen Phase, was der 
physiologischen Situation in der Zelle eher Nahe kommt. Dies ist beim Gelshiftassay 
(EMSA) nicht möglich, da hier die Messung nicht in einem thermodynamischen 
Gleichgewicht ablaufen kann. Die aufgenommenen Rohdaten werden außerdem in 
Echtzeit prozessiert, so dass die Messungen direkt verfolgt und bewertet werden können.  
 
1.5.4 Fluoreszenzfarbstoffe für FCS 
Die Aussagekraft vieler Einzelmolekülexperimente ist häufig nicht so sehr von der 
Messtechnik abhängig, sondern vielmehr von den benutzten Fluoreszenzsonden. Diese 
werden an die Zielmoleküle gekoppelt, um so experimentelle Informationen zu 
übermitteln. Zusätzlich werden viele Untersuchungen durch die eingeschränkte 
Photostabilität der Farbstoffe limitiert (Yip et al., 1998). Dieses Photobleichen ist eine 
intrinsische Eigenschaft aller Farbstoffe, die nach etwa 105 bis 107 Anregungszyklen 
erfolgt. Bei der Auswahl der Farbstoffe für ein Experiment sind daher ihre spektralen 
Eigenschaften, die Quantenausbeute und die Photostabilität von besonderer Bedeutung. 
Es wurden sehr viele Farbstoffe unterschiedlicher chemischer Struktur in allen 
Wellenlängenbereichen vom infraroten über den sichtbaren bis in den ultravioletten 
Spektralbereich entwickelt, die in zahlreichen Untersuchungen Anwendung finden. 
Farbstoffmoleküle können Licht in einem für sie typischen Wellenlängenbereich 
besonders effizient absorbieren und einen großen Teil der aufgenommenen Energie in 
Form von Fluoreszenzphotonen wieder abgeben. Alle Moleküle absorbieren Licht im UV 
und sichtbaren Bereich. Es gibt aber nur wenige Moleküle, Fluorophore oder 
Chromophore genannt, die als Folge der Absorption Licht im sichtbaren Spektralbereich 
emittieren. Solche organischen Farbstoffe zeichnen sich durch eine starke 
Absorptionsbande im sichtbaren Wellenlängenbereich aus. In dieser Arbeit wird ATTO655 






Oxazine sind sehr photostabile Farbstoffe. Die Fluoreszenzlebensdauer liegt im Bereich 
von 2-3 ns. 
                            
        
Abbildung 1-11: Strukturformel der verwendeten Farbstoffklasse Oxazin. 
 
 
Das Maximum der Absorption liegt bei 655 nm, während das Maximum der Emission bei 
680 nm liegt. Die Anregung des Farbstoffs erfolgt mit einer Wellenlänge von 633 nm beim 
HeNe-Laser und mit 635 nm bei der Laserdiode. Das Absorptions- und 




































1.5.5 Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (FRET)  
Um die Wechselwirkungen der Proteine und deren Reaktionspartner in einem komplexen 
biologischen System charakterisieren zu können, kann auf verschiedene Methoden 
zurückgegriffen werden. Dabei gibt es in vitro viele Methoden für die Untersuchung von 
Protein-Protein-Wechselwirkungen wie etwa die Immunpräzipitation, Proteinarrays oder 
Mobilityshiftassays. Doch für die in vivo Nachweise sind die Methoden sehr begrenzt. 
Daher werden für in vivo Messungen häufig Fluoreszenztechniken eingesetzt, da diese 






bimolekulare Fluoreszenzkomplementation (BiFC) von YFP (Yellow Fluorescent Protein) 
(Hu et al., 2002; Hu et al., 2003) ist eine effektive Methode, um Protein-Interaktionen wie 
Dimerisierungen in vivo nachzuweisen. Dabei wird an jeden der beiden 
Interaktionspartner ein nicht-fluoreszierendes Fragment von YFP fusioniert, welches nach 
Dimerisierung der beiden Interaktionspartner ein fluoreszierendes Chromophor bilden 
kann. Dennoch ist diese Methode nicht authentisch, da die Komplementation irreversibel 
ist. Die Proteine werden dabei ihrem normalen Gleichgewicht entzogen.  
Die Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (FRET)- Methode (Förster, 1948) ist eine 
von vielen fluoreszenzspektroskopischen Methoden, mit denen Protein-Protein-
Wechselwirkungen untersucht werden können (Matayoshi et al., 1990; Cavrois et al., 
2002). Für diese sensitive Messmethode ist die Markierung von Proteinen mit 
fluoreszierenden Farbstoffen notwendig. Besonders wichtig ist dabei, dass das zu 
untersuchende Protein auch nach dieser Markierung noch seine biologische Aktivität 
behält. Unspezifische Bindungen oder Akkumulation der Farbstoffe in der Zelle 
verursachen ein starkes Hintergrundrauschen und reduzieren so die Sensitivität.  
Weiss und Mitarbeiter zeigten 1996 erstmals, dass es möglich ist, FRET zwischen zwei 
einzelnen Farbstoffen zu detektieren (Ha et al., 1996). Als Abstandshalter zwischen den 
beiden Farbstoffen fungierten DNA-Fragmente, die auf einer trockenen Glasoberfläche 
abgelegt wurden. Diese ersten erfolgreichen Experimente führten in den darauf folgenden 
Jahren zu einer wahren Renaissance des FRET auf Einzelmolekülebene. Die FRET- 
Methode ist ein physikalischer Prozess, bei welchem Energie von einem Donormolekül 
durch intermolekulare Dipol-Dipol-Kopplungen auf ein Akzeptormolekül übertragen wird 
(Abb. 1-13). Beim Energietransfer überträgt das Fluorophor (Donor) seine 












Abbildung 1-13: Energietransfer zwischen Molekülen durch FRET am Beispiel der 
Interaktion zwischen einem MYB und bHLH Protein.  
Interagieren die Fusionsproteine GFP-MYB und bHLH-Cherry nicht miteinander, resultiert die 
Anregung von GFP in starker GFP-Fluoreszenz. Durch die Interaktion der Fusionsproteine werden 
die Fluorophore in dichte Nähe zueinander gebracht, wodurch die Anregungsenergie von GFP 






Für diesen Energietransfer muss das Emissionsspektrum des Donormoleküls deutlich mit 
dem Absorptionsspektrum des Akzeptormoleküls überlappen (Abb. 1-14). 
Die Grundvoraussetzung für FRET ist daher die räumliche Nähe der beiden Fluorophore 
in einem Bereich zwischen 2–10 nm. Außerdem muss zwischen den Bindungspartnern 
eine geeignete Orientierung zueinander vorliegen, was in größeren Komplexen nicht 























Abbildung. 1-14: Das Emissionsspektrum des Donormoleküls muss deutlich mit dem 
Absorptionsspektrum des Akzeptors überlappen.    
Für den Energietransfer bei der Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer-Methode muss das 
Emissionsspektrum des Donormoleküls (GFP) mit dem Absorptionsspektrum des Akzeptors 
(Cherry) überlappen. Beide Absorptionsspektren müssen für die Einzeldetektion aber auch noch 
deutlich voneinander getrennt sein. Blau: Absorption GFP; rosa: Emission GFP; rot: Absorption 
Cherry; violett: Emission Cherry (modifiziert nach www.omegafilters.com). 
 
 
Einzelne fluoreszierende Moleküle in lebenden Zellen nachzuweisen, ist im Vergleich zu 
in vitro Messungen deutlich erschwert, da zum einen die Autofluoreszenz der Zellen die 
Detektion der Fluoreszenzsonde stört und dadurch das Signal-zu-Rausch Verhältnis 
verschlechtert und zum anderen die 3D-Struktur der Zelle und die schnelle Diffusion der 
meisten Moleküle die Detektion erschwert. Die Autofluoreszenz kann allerdings zu einem 
hohen Teil dadurch umgangen werden, dass im roten Wellenlängenbereich (> 600 nm) 
gearbeitet wird, da hier der autofluoreszente Hintergrund, hervorgerufen durch z.B. 
Proteine, Pyridine und Flavine, sehr viel niedriger ist (Zhang et al., 2002).  
Lokalisations- und Interaktionsstudien von pflanzlichen Proteinen in vivo durch 
Anwendung bildgebender FRET-Analysen hat in den letzten Jahren zu einem erweiterten 
Verständnis von Protein-Protein-Wechselwirkungen und deren biologischer Bedeutung im 
lebenden pflanzlichen Organismus geführt. So konnten mittels digitaler Epifluoreszenz-
Mikroskopie im Kern transfizierter Nicotiana benthamiana Zellen Protein-Protein-
Interaktionen nachgewiesen werden (Benvenuto et al., 2002). Auch gelang die simultane 






Mikroskopie in A. thaliana (Benvenuto et al., 2002). Allerdings wurde in den Studien mit 
starken konstitutiven Promotoren gearbeitet, die die Anzahl der fluoreszierenden 
Fusionsproteine in den Untersuchungssystemen auf unnatürliche Weise stark erhöht 
haben und somit zu deutlich verstärkten Signalen führt.  
 
1.5.6 Fluoreszenzfarbstoffe und -Proteine für FRET 
Die einsetzbaren Sonden stellen ein weiteres zentrales Element beim Arbeiten in 
lebenden Zellen dar, weil die zu untersuchenden Moleküle mit fluoreszierenden Markern 
versehen werden müssen ohne signifikant in die Abläufe der Zelle einzugreifen.  
Bisher wurden zur Markierung der zu untersuchenden Proteine kleine, organisch-
chemische Farbstoffe wie Alexa, ATTO oder Cy-Farbstoffe genutzt. Die Proteine wurden 
dabei in vitro markiert und wieder in die zu untersuchenden Zellen injiziert. Mit Hilfe 
fluoreszierender Proteine können die Bindungspartner genetisch markiert werden. Der 
Vorteil ist, dass die Proteine nicht aufwendig aufgereinigt werden müssen, um sie 
chemisch zu markieren und später wieder in die Zellen zu injizieren. Die genetisch 
markierten Proteine dagegen können über einen Expressionsvektor von der Zelle als 
Fusionsprotein exprimiert werden. Damit können die Wechselwirkungen direkt in 
lebenden Zellen nachgewiesen werden, denn biologische Vorgänge auf moleklarer Ebene 
sichtbar zu machen und zu verstehen wird heutzutage immer wichtiger. Die 
fluoreszierenden Proteine besitzen eine sehr hohe Sensitivität und gehen keine 
Wechselwirkungen mit der Zelle ein (Chalfie et al., 1994). Mit Hilfe dieser fluoreszierenden 
Marker kann also eine sehr hohe zeitliche und räumliche Auflösung bei der Untersuchung 
der gewünschten markierten Proteine erhalten werden. Dabei repräsentiert die in vivo 
Markierung mit Hilfe genetisch kodierbarer fluoreszenter Proteine wie beispielsweise dem 
„Grün Fluoreszierenden Protein“ (GFP) die eleganteste Markiermöglichkeit. Trotz 
enormen Aufwandes zur Entdeckung und Verbesserung fluoreszenter Proteine mit 
verbesserten Eigenschaften auch für Einzelmolekülanwendungen, steht noch nicht der 
optimale Fluorophor bzw. das optimale FRET-Paar zur Verfügung (Zhang et al., 2002). 
Die Entwicklung fluoreszierender Proteine auch im roten Wellenlängenbereich, wie DsRed 
(Cotlet et al., 2001), HcRed and eqFP611 (Wiedenmann et al., 2002) sind jedoch jetzt 
schon für die Einzelmoleküldetektion und verbesserte FRET-Experimente 
vielversprechend. 
Je nach Herkunftsorganismus können autofluoreszierende Proteine in Gruppen eingeteilt 
werden. Die Hauptgruppe der fluoreszierenden Proteine stammt aus einer Qualle im 
Nordpazifik, der Aequorea victoria. In den 60er Jahren wurde zuerst GFP (Green 






Licht intensiv grün zu fluoreszieren. GFP liegt in der Qualle mit Aequorin assoziiert vor, 
dessen Emissionsmaximum sich mit dem Absorptionsmaximum von GFP deckt. Die 
Qualle konnte durch diesen strahlungslosen Energietransfer grün fluoreszieren (Morise et 
al., 1974). Die genetische Sequenz des Proteins wurde wesentlich später entschlüsselt 
(Ormö et al., 1996). Das GFP besteht aus 238 Aminosäuren und besitzt ein 
Molekulargewicht von 27 kDa. Die zylindrische Struktur der Proteine besteht aus 
11 β-Strängen (Abb. 1-15, grün) und drei α-Helices (Abb. 1-15, blau). Das Chromophor 
(Abb. 1-15, gelb) liegt im Zentrum des Zylinders und ist durch zahlreiche 
Wasserstoffbrücken geschützt. Dieses Chromophor (ein p-Hydroxy-
benzylidenimidazolinon) wird aus den Aminosäuren der Positionen 65-67 gebildet.  
                                     
Abbildung 1-15: Struktur von GFP.  
Die Zylinderstruktur besteht aus 11 β-Faltblättern (grün) und 3 α-Helices (blau). Im Zentrum 
befindet sich das Chromophor (gelb) (Tsien, 1998). 
 
 
Das enhanced GFP (eGFP) ist eine Mutante des Wildtyp GFP (wtGFP). Es hat eine sehr 
ähnliche Struktur wie das wtGFP, jedoch ist im Chromophor das Serin durch das Threonin 
ersetzt. Dadurch zeigt sich eine hellere und stabilere Fluoreszenz. Zusätzlich zeigt das 
eGFP durch eine weitere Mutation eine schnellere Faltung (Tsien, 1998) sowie einen 
wesentlich höheren Extinktionskoeffizienten als das wtGFP und eine 
Fluoreszenzquantenausbeute von 60 %. GFP ist aufgrund seiner kompakten Struktur sehr 
stabil. Weitere Vorteile sind, dass das Protein über einen großen Bereich pH-unabhängig 
(pH 5,5-12) und sehr temperaturstabil ist (bis 65 °C) (Clontech, 2000). Dennoch gibt es 
bei GFP auch den Nachteil, dass es bei hohen Konzentrationen die Tendenz zeigt, zu 
dimerisieren. Ebenso zeigt das Fluoreszenzprotein eine sehr langsame Reifung (4-8 
Stunden). Das Absorptions- und Emissionsspektrum von eGFP ist dem des wtGFP sehr 
ähnlich, jedoch liegt das Maximum bei 488 nm im Anregungsspektrum (Abb. 1-14). Das 






Durch gezielte Punktmutationen im GFP-Gen wurden später die spektral 
unterschiedlichen GFP-Mutanten YFP (Yellow Fluorescent Protein), BFP (Blue 
Fluorescent Protein) und CFP (Cyan Fluorescent Protein) erzeugt (Clontech, 2000). Dabei 
zeigt z.B. das YFP eine Verschiebung des Anregungsspektrums zu einem Maximum von 
513 nm, was ein Emissionsspektrum von 527 nm zur Folge hat (Wachter et al., 1998). Die 
häufigste Mutante ist das eYFP (enhanced YFP), die eine sehr hohe molekulare Helligkeit 
bei einer Fluoreszenzquantenausbeute von 61 % aufweist. Der Extinktionskoeffizient ist 
noch wesentlich höher als bei eGFP.  
Auch aus anderen Organismen wie den Korallen (Anthozoen) Discosoma striata oder 
Renilla reniformis wurden später autofluoreszierende Proteine wie DsRed (Matz et al., 
1999) oder mRFP (Monomeric Red Fluorescent Protein; Campbell et al., 2002) 
gewonnen. Dabei sind vor allem die rot fluoreszierenden Proteine wichtig, da sie sich 
besonders als Partner von GFP bei FRET und FCS-Messungen eignen. Probleme bei den 
rot-fluoreszierenden Proteinen (DsRed) war anfangs die Bildung von Tetrameren oder 
höheren Oligomeren, wodurch zytotoxische Aggregate gebildet wurden. Jedoch gelang es 
Roger Tsien durch gezielte Mutationen am DsRed1-Gen eine monomere Form zu 
generieren, das mRFP (Campbell et al., 2002). Das mRFP hat ein ins Rot verschobene 
Spektrum. Das Absorptionsmaximum liegt bei 584 nm und das Emissionsmaximum bei 
607 nm. Es hat sowohl eine niedrige Quantenausbeute (25 %) als auch einen niedrigen 
Extinktionskoeffizienten, dafür reift es in weniger als einer Stunde und zeigt eine sehr 
starke Helligkeit in vivo.  
Als spektralen Partner für GFP bei den FRET-Messungen in dieser Arbeit wurde das 
monomere rot-fluoreszierende Protein mCherry gewählt (Campbell et al., 2002). Rot-
fluoreszierende Proteine sind deutlicher zu unterscheiden von der Autofluoreszenz der 
Zelle als gelb- oder grün-fluoreszierende Proteine (Zhang et al., 2002) und mCherry hat 
zudem eine extrem hohe Photostabilität und eine hohe pH-Toleranz (Shaner et al., 2005). 
Außerdem hat mCherry eine niedrige Quantenausbeute (22 %), eine sehr schnelle 
Reifung in der Zelle (15 min) und einen sehr hohen Extinktionskoeffizienten, wodurch es 
eine gleich gute Leistung zeigt wie eGFP und damit qualifizierter ist als andere ins rote 
Spektrum verschobene fluoreszierende Proteine wie mOrange, mRFP oder tdTomato 
(Shaner et al., 2004). Das Absorptionsmaximum liegt bei 587 nm und das 








1.6 Ziele dieser Arbeit 
Ohne das reibungslose und funktionelle Zusammenspiel der variablen Proteine ist ein 
geregelter Ablauf des Stoffwechsels in Lebewesen nicht möglich. Im gut untersuchten 
Flavonoidstoffwechsel von A. thaliana wurden bereits viele Transkriptionsfaktoren 
untersucht, die durch Interaktion mit der DNA regulierende Einflüsse auf ihre Zielgene 
haben. Eine zentrale Zweigstelle im Anthocyanstoffwechsel als Teil des 
Flavonoidstoffwechsels ist die Regulation des DFR-Promotors. Dabei sind besonders drei 
zu verschiedenen Transkriptionsfaktor-Familien gehörende Proteine von großer 
Bedeutung, MYB75, BHLH42 und das WD40-Protein TTG1, die als Genregulatoren des 
Schlüsselenzyms DFR fungieren. Dafür interagieren die drei Transkriptionsfaktoren 
miteinander und dieser Komplex tritt mit dem Zielpromotor in Kontakt. Im Rahmen dieser 
Arbeit soll diese Interaktion in Bezug auf die Bildung des Komplexes, die Bindungs-
partner, die Bindestellen im Promotor, sowie die Regulation durch äußere Einflüsse 
untersucht werden. Dieser Prozess soll in lebenden Zellen sichtbar gemacht werden.  
Die Arbeit ist Teil des Sonderforschungsbereichs SFB613 und wird in enger Zusammen-
arbeit mit der Fakultät für Physik durchgeführt. Dabei werden neue Aspekte einer in der 
Physik bereits etablierten Methode für Bindungsstudien (FCS) an einem realen, biologisch 
relevanten System untersucht. Ziel dieser Arbeit war es, unter Verwendung der FCS, die 
exakten Bindesequenzen im Zielpromotor zu bestimmen und damit den Einfluss der 
Transkriptionsfaktoren auf die Regulation der Anthocyanbiosynthese zu analysieren. Das 
Studium der Wechselwirkung von Transkriptionsfaktoren untereinander und mit den 
Zielpromotoren soll parallel auf der in vitro und der in vivo Ebene in Angriff genommen 
werden. Um den Fragen nach der Protein-Protein-Interaktion in lebenden Zellen 
nachgehen zu können, sollen ebenfalls moderne Messmethoden aus der Physik 
angewandt werden. Mit Hilfe der FRET Methode soll die Lokalisation des Komplexes und 
die Reihenfolge der Bindungen untersucht werden. Die Ziele sind dabei insbesondere, 
den Bildungsweg des R2R3-MYB75/BHLH42/TTG1-Transkriptionsfaktorkomplexes 








Abbildung 1-16 Schematische Darstellung der Regulation des DFR-Promotors durch den 






Mit Hilfe der Einzelmolekülfluoreszenzspektroskopie soll in lebenden Zellen das 
Dimerisierungspotential der beteiligten Proteine, die Reihenfolge der Bindung, sowie der 
Einfluss der Wechselwirkungen auf die Komplexstruktur untersucht werden. Insbesondere 
soll analysiert werden, ob zunächst die Transkriptionsfaktoren miteinander interagieren 
und dann gemeinsam an den Promotor binden oder ob die Transkriptionsfaktoren einzeln 
an den Promotor binden und dann zusammen mit einem allgemeinen WD40-Protein einen 
stabilen Komplex bilden. Der in vivo Nachweis des MYB/bHLH/TTG1-Komplexes in 
pflanzlichen Zellen und die Analyse des Transportweges eines Transkriptionsfaktor-
komplexes zum Zielpromotor soll mit Hilfe der konfokalen Mikroskopie analysiert werden. 
Dabei sollen fluoreszenzmarkierte Proteine die Transkriptionsfaktor knock-out Linien 
komplementieren, wodurch die Interaktion der Faktoren miteinander und mit der Ziel-DNA 
in lebenden Keimlingen nachgewiesen werden soll. Da die erwartete Konzentration der 
Komplexpartner in der Zelle extrem niedrig ist und Einzelmolekülempfindlichkeit 
voraussetzt, soll hierfür die FRET-Methode für schnelles und hochempfindliches Imaging 
erweitert werden, um so Fluoreszenz von Hintergrund zu unterscheiden und 
Wechselwirkungen zwischen Proteinen in lebenden Zellen sichtbar zu machen. Diese 
modernen Messmethoden sollen mit gängigen biologischen Methoden verglichen werden. 
Dabei ist es wichtig, den Zusammenhang der Regulation der Anthocyanbiosynthese in 
Bezug auf abiotische Faktoren zu untersuchen. So soll der Frage nachgegangen werden, 
ob die Regulation durch äußere Einflüsse, wie etwa der Verfügbarkeit von Zucker, 
























2. Material und Methoden 
2.1 Material 
2.1.1 Chemikalien und Enzyme 
Alle Laborchemikalien wurden, soweit nicht anders angegeben, von den folgenden Firmen 
bezogen: Amersham Biosciences (Freiburg), BioRad (München), Biozym (Hameln), Merck 
(Darmstadt), Roth (Karlsruhe), Serva (Heidelberg), Sigma (Deisenhofen). Soweit nicht 
anders angegeben wurden sie in ihrer analytischen Qualität eingesetzt. 
Restriktionsendonucleasen, T4-DNA-Ligase, Ribonuclease A (RNaseA), DNaseI, 
ExoSAP-IT, Antarctic Phosphatase und Lysozym wurden von den Firmen Ambion (Austin, 
TX, USA), Biolabs (Schwalbach), Fermentas (Vilnius), Invitrogen (Paisley, GB), New 
England Biolabs (Frankfurt/Main), Promega (Madison, WI, USA), Qiagen (Hilden), Roche 
(Mannheim), Serva (Heidelberg), Stratagene (Heidelberg) und USB (Staufen) geliefert. 
Weiterhin wurde Taq-DNA-Polymerase (Roche), TaKaRa Taq (TaKaRa) und PFX DNA 
Polymerase (Invitrogen), SuperscriptTMII RNase H- Reverse Transcriptase (Invitrogen), 
Zellulase („Onozuka R-10“) und Mazerozym (R-10) von der Firma Serva (Heidelberg) 
verwendet. Fluoreszenzfarbstoffe wurden von der Firma Molecular Probes (Leiden, 
Niederlande) bezogen.  
 
2.1.2 Medien, Puffer und Lösungen 
Alle Medien, Lösungen und Puffer wurden unter Verwendung von deionisiertem Wasser 
angesetzt. Die Sterilisierung erfolgte durch Autoklavieren bzw. bei hitzelabilen 
Substanzen durch Sterilfiltration (Flaschenfilter, Nalgene-Nunc, 0,22 µm Porengröße). 
Hitzelabile Substanzen (Antibiotika) wurden nach dem Autoklavieren unter sterilen 
Bedingungen zugesetzt.   
 







10 g Bacto Trypton 
5 g Bacto Hefeextrakt 
5 g NaCl 
H2O ad 1000 mL 
 
Für Platten werden dem LB-Medium 18 g Bacto Agar auf 
1000 mL zugesetzt. 





SOC-Medium: 20 g Bacto Trypton 
5 g Bacto Hefeextrakt 
0,5 g NaCl 
2,5 mL 1 M KCl 
3,6 g Glukose 
5 mL 2 M MgCl2 
H2O ad 1000 mL  
sterilfiltrieren statt autoklavieren 
 
TBI: 23 g KH2PO4 
164 g K2HPO4 
H2O ad 1000 mL 
 
TBII: 12 g Bacto Trypton 
24 g Bacto Hefeeextrakt 
4 mL Glycerin 
H2O ad 1000 mL 
 
TB-Medium: TBI und TBII nach dem Autoklavieren im Verhältnis 10:1 
mischen 
 
TFB1-Medium: 30 mM Kaliumacetat 
100 mM Rubidiumchlorid 
10 mM CaCl2 
50 mM MnCl2 
15 % Glycerin 
pH 5,8 mit Essigsäure einstellen 
sterilfiltrieren 
 
TFB2-Medium: 10 mM MOPS 
75 mM CaCl2 
10 mM RbCl 
15 % Glycerin 
pH 6,5 mit KOH einstellen 
sterilfiltrieren 
 
YEP-Medium: 10 g Bacto Trypton 
10 g Bacto Hefeextrakt 
5 g NaCl 
H2O ad 1000 mL 
 





YEP-Platten: Für Platten werden dem YEP Medium 15 g Bacto Agar auf 
1000 mL zugesetzt. 
 
 
Für Selektionsmedien wurden die benötigten Antibiotika (Duchefa Biochemie, NL) in den 
folgenden Konzentrationen zugesetzt: 
 
Ampicillin: 100 µg/mL 
Kanamycin:   50 µg/mL 
Carbenicillin: 100 µg/mL 
Rifampicin: 100 µg/mL 
Gentamycin:   40 µg/mL 
 
2.1.2.2 Medien für die Anzucht von A. thaliana 
½ MS-Platten: 2,15 g Murashige-Skoog Basal Mixture (Sigma) 
pH 5,7 mit KOH einstellen 
8 g Pflanzenagar 
H2O ad 1000 mL 
  
Für Selektionsplatten wurden 50 µg/mL Kanamycin bzw. 50 µg/mL Hygromycin zugesetzt. 
Für Saccharose-Stressversuche wurden 4% Saccharose zugesetzt. 
 
2.1.2.3 Medien für die A. thaliana Zellsuspensionskultur At7 
B5-Medium:  
(Kombrink und Hahlbrock, 1986) 
3,2 g Packung Gamborg’s B5-Medium  
(Sigma, Deisenhofen) 
1 mg 2,4-Dichlorphenoxyessigsäure 
136 g Saccharose 
pH 5,7 mit NaOH einstellen 
H2O ad 1000 mL 
sterilfiltrieren 
 
Enzym-Lösung: 1,4 g Zellulase Onozuka R-10 
0,325 g Mazerozym R-10 
240 mM CaCl2 ad 120 mL 










(Murashige und Skoog, 1962) 
 
4,3 g Murashige-Skoog Basal Salt Mixture Salze (Sigma) 
1 mg 2,4- Dichlorphenoxyessigsäure 
1 mL 1000x Gamborg’s Vitamin Solution (Sigma) 
30 g Kölner Haushaltszucker 
pH 5,7 mit KOH einstellen 
H2O ad 1000 mL 
Die Leitfähigkeit sollte ca. 6,7 mS/cm betragen.  
40 mL Aliquots in Erlenmeyerkolben autoklavieren. 
 
MS-Agarplatten Für Platten wurden dem MS-Medium 0,8% Pflanzen-agar 
zugesetzt. 
        
2.1.2.4 Medien für die Tabak Zellsuspensionskultur BY-2 
MMM-Lösung: 15 mM MgCl2 
0,1% (w/v) MES-KOH (pH 5,8) 
0,5 M Mannitol 
sterilfiltrieren 
 
MS + Sucrose: 0,4 M Saccharose 
in MS Zellkulturmedium (Merkle et al., 1996) 
sterilfiltrieren 
 
PEG-Lösung: 40% (w/v) PEG 4000 (Duchefa) 
0,4 M Mannitol 
0,1 M Ca(NO3)2 
pH 8,0-9,0 (pH-Wert sinkt nach dem Autoklavieren auf 
einen physiologischen Wert) 
autoklavieren 
 
Verdaulösung: 1% Cellulase Onozuka RS (Serva) 
0,5% Macerozym Onozuka RS (Serva) 
0,5% BSA 
0,01% β-Mercaptoethanol 
50 mM CaCl2 
10 mM Na-Acetat (pH 5,8) 
0,25 M Mannitol 
sterilfiltrieren 
 
Waschlösung: wie Verdaulösung, aber ohne Enzyme 
sterilfiltrieren 





W5-Lösung: 154 mM NaCl 
125 mM CaCl2 
5 mM KCl 




2.1.2.5 Puffer und Lösungen für molekularbiologische Methoden 
240 mM CaCl2: 240 mmol CaCl2 
H2O ad 1000 mL  
autoklavieren 
 
275 mM Ca(NO3)2: 275 mmol Ca(NO3)2 
H2O ad 1000 mL 
pH 6,0 mit 1 M KOH einstellen  
autoklavieren 
 
Chloralhydrat-Lösung: 800 mg Chloralhydrat 
100 µL Glycerin 
200 µL H2O 
 
DEPC-Wasser: 1,5 mL Diethylpyrocarbonat (DEPC) 
H2O ad 1000 mL 
über Nacht schütteln, danach autoklavieren 
 
DNA-Extraktionspuffer: 0,2 M Tris-HCl (pH 9,0) 
0,4 M LiCl 
25 mM EDTA 
1% (w/v) SDS 
 
Fixans: 0,3% (v/v) Formaldehyd 
10 mM MES-KOH 
300 mM Mannitol 
 
GUS-Puffer: 50 mL 100 mM Natriumphosphatpuffer 
200 µL 0,5 M EDTA (pH 8,0) 
100 µL Triton X-100 
71 µL β–Mercaptoethanol 
H2O ad 1000 mL 
 





Infiltrationsmedium: 50 g Saccharose 
0,5 g MES 
H2O ad 1000 mL 
pH 5,7 mit KOH einstellen 
200 µL Silwet L-77 (Lehle Seeds, USA) 
 
Infiltrationsmedium für die 
Transformation: 
 
250 mg D-Glukose 
5 mL MES (500 mM MES in H2O) 
5 mL Na3PO4x12H2O (20 mM Na3PO4x12H2O in H2O) 
25 µL Acetosyrigon (200 mM 3’,5’-Dimethoxy- 
4’hydroxy Acetophenon in DMSO) 
für 50 mL H2O 
 
100 mM Kaliumphosphatpuffer: 16 mL 0,2 M NaH2PO4 
84 mL 0,2 M Na2HPO4 
H2O ad 1000 mL 
pH 7,5 
 
Luziferase-Extraktionspuffer: 100 mM Kaliumphosphatpuffer 
1 mM Dithiothreitol 
 
Luziferase-Substratlösung: 75,75 mL 2x Stocklösung  
33,3 mM Dithiothreitol 
270 µM CoA Lithiumsalz 
470 µM Luziferin 
570 µM ATP 
H2O ad 151,5 mL 
sterilfiltrieren, bei -80°C lagern 
 
Lysozym-Lösung: 10 mg/mL Lysozym 
10 mM Tris/HCl (pH 7,5) 
0,1 mM EDTA 
 
4-MUG-Substratlösung: 100 mL GUS-Puffer 
0,07046 g 4-Methylumbelliferyl-β-D-Glukuronid (4-MUG) 
sterilfiltrieren, bei -20°C lagern 
 
NaPi-Puffer: 50 mM Na2HPO4 
pH 7,5 mit Phosphorsäure einstellen 
 
 





100 mM Natriumphosphatpuffer: 39 mL 0,2 M NaH2PO4 
61 mL 0,2 M Na2HPO4 
H2O ad 1000 mL, pH 7,0 
 
PEG-Lösung:   25% (w/v) PEG 6000 
100 mM Ca(NO3)2 
450 mM Mannitol 
pH 9,0 mit KOH einstellen 
 
5x Probenpuffer: 20 mM EDTA (pH 8,0) 
50% (v/v) Glycerin 
0,02% (w/v) Bromphenolblau 
0,02% (w/v) Xylencyanol 
 
RNase-Lösung: 10 µg/mL RNaseA 
10 min auf 100°C erhitzen 
 
Saures Methanol:   1% HCl zu MeOH zugeben 
 
2x Stocklösung: 40 mM Tricine  
2,14 mM Mg(CO3) x Mg(OH)2 x 5H2O 
5,34 mM Mg(SO4)2 
0,2 mM EDTA 
 
50x TAE-Puffer: 242 g Tris 
57,1 mL Eisessig 
40 mL 0,5 M EDTA (pH 8,0) 
H2O ad 1000 mL 
 
TE-Puffer: 10 mM Tris/HCl (pH 7,5) 
1 mM EDTA für TE (10/1) 
1 mM EDTA für TE (10/0,1) 
 
TELT-Puffer:   50 mM Tris/HCL (pH 7,5) 
62,5 mM EDTA 
2,5 mM LiCl 
0,4 % Triton X-100 
 
X-Gluc-Lösung: 0,5 mg/mL X-Gluc (5-Brom-4-Chlor-3-indolyl-β-D-Glukuron.) 
5 mg X-Gluc in 50 µL DMF lösen und mit NaPi-Puffer auf 
10 mL auffüllen 





2.1.2.6 Puffer und Lösungen für biochemische Methoden 
Agarose-/Polyacrylamidgel: 
 
0,41 g Agarose 
1,5 mL 10x TBE 
58 mL H20 
4,8 mL Rotiphorese Gel 30 
150 µL 10% APS 




60 mM HEPES 
25 mM Tris 
0,3 M KCl 
60% Glycerol 
5 mM EDTA 
5 mM DTT 
pH 7,9 mit KOH einstellen 
 
Blocking-Puffer: TBS mit 3% (w/v) BSA 
 
Conjugate Blocking Puffer: 
 
0,2 g Blocking Reagent 
zu 40 mL H2O 1x Blocking Reagent Puffer geben 
bei 70 °C rühren 
dann 400 µL 10% Tween20 dazugeben 
 
Denaturing Solubilization Puffer:   
 
      
 
50 mM  NaH2PO4 
300 mM NaCl 
8 M Harnstoff 
pH 8,0 
 
Denaturing Elution Puffer: 50 mM  NaH2PO4 
300 mM NaCl 
8 M Harnstoff 
250 mM Imidazol 
pH 8,0 
 
Entfärbelösung: 10% (v/v) Essigsäure 
45% (v/v) MeOH 
45% H2O 
 
Färbelösung:  0,5% (w/v) Coomassie Brilliant Blue R 250 
9% (v/v) Essigsäure 










1% (w/v) Bromphenolblau 
1% (w/v) Xylencyanol  
50% (v/v) Glycerin 




20 mL 50 mM Tris-HCl 
150 mM NaCl (pH 7,5) 
20 mg 4-Chloro-1-Naphtol in 5 mL MeOH 





LEW-Puffer: 50 mM NaH2PO4 
300 mM NaCl 
pH 8,0 mit NaOH einstellen  
 
PBS-Puffer: 8 g NaCl 
0,2 g KCl 
1,44 g Na2HPO4 
0,24 g KH2PO4 




0,3 mg/mL BSA 
0,05% Tween20 
 
SDS-Gelladepuffer: 0,05% (w/v) SDS 
10% (w/v) Glycerin 
0,25% (w/v) Bromphenolblau 
62,5 mM Tris-HCl (pH 8,3) 
0,7 M β-Mercaptoethanol 
 
SDS-Laufpuffer: 192 mM Glycin 
4 mM SDS 
25 mM Tris-HCl (pH 8,3) 
 
Spermidin-Lösung:  Spermidin-HCl in H2O 







0,5 M Tris-HCl (pH 8,3) 
0,5 M Borsäure 
10 mM EDTA 
 
TBS: 150 mM NaCl 
50 mM Tris-HCl (pH 7,5) 
 
TBS-Tween-Puffer:  20 mM Tris-HCl (pH 7,5) 
500 mM NaCl 
0,1% (v/v) Tween20 
 
Tween20 (10 % Stocklösung) : 
 
2 mL Tween in 20 mL H2O 
Transferpuffer: 25 mM Tris 
192 mM Glycin 
0,1% (w/v) SDS 
20% (v/v) MeOH 
 
 
Tabelle1: SDS-Gel-Ansätze mit verschiedenen Acryl / Bisacrylamidanteilen. 




 10 % 12 % 15 % 5 % 
H2O 9,6 mL 8,6 mL 7,1 mL 3,6 mL 
30% Acrylamid/ 
Bisacrylamid 
5,0 mL 6,0 mL 7,5 mL 0,63 mL 
1,5 M Tris-HCl, pH 8,8  
+ 0,4% SDS 
5,2 mL 5,2 mL 5,2 mL __ 
0,5 M Tris-HCl, pH 6,8 
+ 0,4% SDS 
__ __ __ 0,68 mL 
10% APS 0,2 mL 0,2 mL 0,2 mL 0,05 mL 
100% TEMED 8 µL 8 µL 8 µL 5 µL 
 
 
2.1.3  Desoxyoligonucleotide (Primer) 
Desoxyoligonucleotide wurden von den Firmen Invitrogen (Paisley, GB) und Metabion 
(Martinsried) bezogen. Die Sequenzen sind in 5’-3’-Orientierung angegeben (siehe 
Anhang Tabelle 7.5).  





2.1.4  Bakterienstämme und DNA-Vektoren 
Der Bakterienstamm Escherichia coli XL1-Blue wurde zur Herstellung dam- und dcm-
methylierter Plasmid-DNA verwendet. Die DNA für die Experimente in der At7-
Zellsuspensionskultur wurde in nicht methylierter Form benötigt. Für diese Herstellung 
wurde der Stamm E. coli K12 ER2925 verwendet. Für die Expression von Proteinen unter 
der Kontrolle des T7-Promotors im heterologen System wurde der E. coli Stamm 
BL21pLysS verwendet. Der E. coli Stamm DB3.1 wurde für die Retransformation von 
Gateway Klonen genutzt, die wegen des ccdb-Gens nicht im XL 1-Blue Stamm vermehrt 
werden konnten.  
Zur Herstellung transgener Pflanzen wurden zwei verschiedene Argobakterienstämme 
verwendet. Der Agrobacterium tumefaciens Stamm GV3101 pMP90 und der 
Agrobacterium tumefaciens Stamm LB4404.pBBR1MCS wurden je nach Art der 
Transfektion (transient oder stabil) eingesetzt. 
 
E. coli Stamm Genotyp Referenz 
XL 1-Blue recA1 endA1 gyrA96 thi-1 hsdR17 supE44 
relA1 lac [F’ proAB laclqZ∆M15 Tn10 
(Tetr)] 
         Fa. Stratagene 
K12 ER2925 ara-14 leuB6 fhuA31 lacY1 tsx78 glnV44 
galK2 galT22 mcrA dcm-6 hisG4 rfbD1 
R(zgb210::Tn10)TetS endA1 rpsL136 
dam13::Tn9 xylA-5 mtl-1 thi-1 mcrB1 hsd1 
hsdR2 
         Fa. New England  
         Biolabs 
BL21 pLysS F- dcm ompT lac- Met+ rB- mB- gal Kanr          Fa. Stratagene 
DB3.1 F- gyrA462 endA1 D (sr1- recA) mcrB mrr 
hsdS20 (rB- mB-) supE44 ara-14 galK2 
lacY1 proA2 rpsL20 (Smr) xyl-5 λ- leu mtl-1 
         Fa. Invitrogen 
 
 
A. tumefaciens Stamm Genotyp Referenz 
GV3101 pMP90RK C58C1 Rifr Kanr Gmr 
(mit Virulenzplasmid pMP90RK) 
Koncz et al., 1984; Koncz 
und Schell, 1986 
GV3101 pMP90 C58C1 Rifr Kanr Carbr 
(mit Virulenzplasmid pMP90) 
Koncz et al., 1984; Koncz 
und Schell, 1986 
LBA 4404.pBBR1MCS 
 
PAL 4404 Smr 
(mit Virulenzplasmid virGN54D) 
Hokema et al., 1983 
 
 
In den Promotorinteraktionsstudien wurden Vektoren zur Herstellung von Reporter- und 
Effektorkonstrukten eingesetzt, die Derivate von pBT2 sind (Weisshaar et al., 1991). Für 
die Pflanzentransformation wurden Plasmide eingesetzt, die Derivate von pMDC-Vektoren 
(Curtis und Grossniklaus, 2003) oder pANGUS (Jakoby und Weisshaar, unveröffentlicht) 
sind. Alle übrigen Plasmide, die als Ausgangsmaterial für weitere Klonierungen dienten 
wurden von Lutz Bartelniewöhner, Mark Heim, Thomas Merkle, Martin Sagasser und Ralf 





Stracke zur Verfügung gestellt. Die Vektoren, die die Fluoreszenzproteine beinhalten 
wurden von Roger Tsien erworben (Shaner et al., 2004).  
 
Plasmid Wesentliche Merkmale Referenz 
pANGUS (SA 164) Vektor zur Pflanzentransformation, Ampr für 
Bakterienanzucht, Kanr zur Selektion der 
transgenen Pflanzen. Minimal-TATA 




pBT2 basierter Vektor, co/E1 ori, Ampr, -417 
bis +8 des 35S Promotors aus CaMV, mit 




wie pBT8::Pro35S:AtBHLH2 mit AtBHLH1-




wie pBT8::Pro35S:AtBHLH2 mit AtBHLH42-




wie pBT8::Pro35S:AtBHLH2 mit AtMYB75-




wie pBT8::Pro35S:AtBHLH2 mit AtMYB123-
ORF statt AtBHLH2-ORF 
unveröffentlicht 




Co/E1 ori, Ampr, -46 bis +8 des 35S 
Promotors aus CaMV, uidA-ORF, nosPA, 
MCS, Deletionen im Vektorrückgrat 
(Sprenger-Haussels, 
Weisshaar, 2000) 
pBT10::∆:LUCm3 (MS47) wie pBT10::GUS mit LUCm3-ORF aus 





wie pBT10::∆:LUCm3 mit UBI4/2 Promotor 
aus P. crispum 
(Sprenger-Haussels, 
Weisshaar, 2000) 
pBT10::ProDFR(520):GUS wie pBT10::GUS mit 520 bp Fragment des 
AtDFR-Promotors 
(Mehrtens et al., 
2005) 
pMDC43 Vektor zur Pflanzentransformation, 
pCambia Rückgrat, Kanr für Bakterien-
anzucht, Hygrr zur Selektion der transgenen 
Pflanzen. 2x35S Promotor, attr1-ccdB-attr2-
Kassette, für C-terminale GFP-Fusionen 
(Curtis und 
Grossniklaus, 2004) 




pDEST15 Vektor zur Proteinexpression, Ampr, T7 
Promotor, GST-Tag, pBR322 ori, attr1-
ccdB-attr2-Kassette 
Fa. Invitrogen 
pDEST17 Vektor zur Proteinexpression, Ampr, T7 Fa. Invitrogen 





Promotor, 6x His-Tag, pBR322 ori, enthält 
eine attr1-ccdB-attr2-Kassette 
pDONR201 pUC ori  Kanr, enthält eine aatP1-ccdB Cmr-
aatP2-Kassette, rrnB T2 rrnB T1 
Fa. Invitrogen 
p5’YFP pUC19-Rückgrat, 35S-Promotor, eYFP-
cDNA von Clontech, Ampr 
Merkle, 
unveröffentlicht 
p5’YN2 pUC19-Rückgrat, 35S-Promotor, N-termi-
nales YFP-Fragment, HA-Epitop-Tag, Ampr 
Merkle, 
unveröffentlicht 
p5’YC2 pUC19-Rückgrat, 35S-Promotor, C-termi-
nales YFP-Fragment, MYC-Tag, Ampr 
Merkle, 
unveröffentlicht 
pRSET-B Orange Für Proteinexpression, T7 Promotor, 6x His-
Tag, MCS, Ampr, abgeleitet vom pRSET-B 
Vektor von Invitrogen, enthält mOrange 
(Shaner et al., 2004) 
pRSET-B Cherry Für Proteinexpression, T7 Promotor, 6x His-
Tag, MCS, Ampr, abgeleitet vom pRSET-B 
Vektor von Invitrogen, enthält mCherry 
(Shaner et al., 2004) 
pRSET-B RFP Für Proteinexpression, T7 Promotor, 6x His-
Tag, MCS, Ampr, abgeleitet vom pRSET-B 
Vektor von Invitrogen, enthält mRFP 
(Shaner et al., 2004) 
 
2.1.5  Reagenziensätze 
Es wurden Reagenziensätze und Fertig-Präparationshilfen (Kits) der Firmen Amersham 
Biosciences (Buckinghamshire, GB), AppliChem (Darmstadt), Genomed (Bad 
Oeynhausen), Invitrogen (Karlsruhe), Macherey-Nagel (Düren) und Qiagen (Hilden) 
verwendet.  
 
JETstar Plasmid Purification MIDI Kit Plasmid-DNA Präparation im MIDI-
Maßstab 
QIAGEN Plasmid Mega Kit Plasmid-DNA Präparation im Mega 
Maßstab 
Amersham GFX PCR DNA and  
Gel Band Purification Kit  
Aufreinigung von DNA aus Lösungen 
oder Agarosegelen 
Macherey & Nagel Protino® Ni 2000 
prepacked columns Kit 
Aufreinigung von Proteinen aus Bakterien 
LightShift Chemiluminescent EMSA Kit 
Pierce 
Protein-DNA-Interaktionsstudien 
Gateway® BP Clonase II Enzyme Mix Klonierung  
Gateway® LR Clonase Enzyme Mix Klonierung 





2.1.6  Zellkulturen und Pflanzen 
In dieser Arbeit wurde mit zwei verschiedenen Zellsuspensionskulturen gearbeitet. Die 
At7-Zellsuspensionskultur diente den Promotor-Aktivitätsstudien und der Lokalisierung 
sowie der Untersuchung zur Interaktion der Fusionsproteine. Die BY-2 
Zellsuspensionskultur wurde für die Lokalisations- und Interaktionsstudien der 
Fusionsproteine untereinander und mit der Promotor-DNA genutzt.  
 
2.1.6.1 At7-Zellsuspensionskultur 
Die A. thaliana Zellsuspensionskultur At7 (Ökotyp Columbia) ist aus Hypokotylzellen 
gewonnen und wird im Dunkeln kultiviert. Die Kultivierung und Protoplastengewinnung 
erfolgte unter Verwendung von modifiziertem B5- (Kombrink und Hahlbrock, 1986) und 
MS-Medium (Murashige et al., 1962) wie in der Literatur bereits mehrfach beschrieben 
(Trezzini et al., 1993; Zimmermann et al., 2005; Mehrtens et al., 2005).  
 
2.1.6.2 BY-2 Zellsuspensionskultur 
Die Kultivierung und Protoplastierung der heterotrophen Tabak BY-2 
Zellsuspensionskultur erfolgte nach Merkle et al. (1996).  
 
2.1.6.3 Pflanzen 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde mit zwei verschiedenen Ökotypen von Arabidopsis 
thaliana gearbeitet. Zum einen wurde der Ökotyp Columbia (Col-0) verwendet und zum 
anderen der Ökotyp Nössen (Nö-0). Die T-DNA Insertionslinien, die nicht im Rahmen 
dieser Arbeit angefertigt wurden sind im Folgenden aufgeführt.  
 
Gen Besondere Funktion Bezeichnung der Pflanzen Quelle 


















BHLH42 T-DNA Insertionslinie bhlh42/tt8 
GABI-Kat 241D05 
Mario Rosso 
BHLH2 T-DNA Insertionslinie bhlh2/egl3 
GABI-Kat 483D04 
Mario Rosso 






2.2.1 Methoden zur Pflanzenkultivierung und -präparation 
2.2.1.1 Pflanzenkultivierung 
Die Anzucht von A. thaliana Pflanzen erfolgte auf Erde oder steril auf MS-Platten. Die 
Kultivierung der Pflanzen fand sowohl unter Kurztagbedingungen (8 Stunden Licht, 16 
Stunden Dunkelheit pro Tag) als auch unter Langtagbedingungen (16 Stunden Licht, 8 
Stunden Dunkelheit pro Tag) statt.  
 
2.2.1.1.1 Anzucht auf Erde 
Zunächst wurden die A. thaliana Samen auf Erde ausgelegt und bei 4 °C für 2-4 Tage  in 
Dunkelheit stratifiziert. Anschließend wurden sie für 2-4 Wochen unter 
Kurztagbedingungen im Gewächshaus, in einer Klimakammer oder in einem 
Klimaschrank (Percival Scientific Inc., Perry, IA, USA) kultiviert, bevor sie für weitere 4-6 
Wochen im Gewächshaus unter Langtagbedingungen angezogen wurden. Wenn Samen 
der angezogenen A. thaliana Pflanzen gesammelt werden sollten, wurden diese mit 
Papiertüten eingetütet, sobald die Schoten gelblich geworden sind. Nach weiteren 1-2 
Wochen konnten die Samen geerntet werden.  
 
2.2.1.1.2 Sterile Anzucht auf MS-Platten 
Die Anzucht von A. thaliana Pflanzen auf ½ MS-Platten erfolgte steril. Für die 
Oberflächensterilisierung wurden die Samen zweimal in 500 mL 70 %igem Ethanol für 
5 min unter Schütteln inkubiert und abzentrifugiert (Eppendorf Centrifuge 5417R, 13.000 
rpm, 30 sec). Ein drittes Mal wurden die Samen mit 100 %igem Ethanol gewaschen und 
abzentrifugiert. Die Abnahme des Ethanols erfolgte unter sterilen Bedingungen. Nach 
dem Abtrocknen der Samen wurden diese unter sterilen Bedingungen auf ½ MS-Platten 
ausgesät. Es erfolgte zunächst eine Stratifikation der Samen im Dunkeln für 2-4 Tage bei 
4 °C. Danach wurden die Platten in eine Klimakammer  unter Langtagbedingungen 
überführt. Wurden größere Pflanzen benötigt wurden diese von den Platten nach 1-3 
Wochen auf Erde pikiert und unter Langtagbedingungen im Gewächshaus weiter 
kultiviert. Für die Anzucht von chlorophyllfreien Keimlingen zur Detektion der 
Fluoreszenzproteine wurden die Samen, wie zuvor beschrieben, sterilisiert und auf einem 
autoklavierten Rundfilter (Ø 6 cm) ausgelegt, der mit 1 mL einer 3 ppm Norflurazon 
(Supelco) Lösung getränkt war. Die Anzucht erfolgte für 5 Tage unter 
Langtagbedingungen.  





2.2.1.2 Kreuzen von A. thaliana Pflanzen 
(modifiziert nach Koorneef et al., 1998) 
Für Kreuzungen wurden Pflanzen ausgewählt, die gerade begonnen haben zu blühen. 
Von der Infloreszenz der Mutterpflanze wurden bis auf die drei großen Knospen, deren 
Öffnung kurz bevorstand, alle jüngeren oder bereits geöffneten Knospen mit einer feinen 
Pinzette entfernt. Die verbliebenen Knospen wurden vorsichtig geöffnet und bis auf das 
Gynoeceum alle weiteren Blütenorgane entfernt. Von der als männlicher Elternteil 
fungierenden Pflanze wurde eine Blüte ausgewählt, die sich am selben Tag geöffnet hat. 
Die Öffnung der Blüte wurde durch Quetschen mit der Pinzette an der Basis vergrößert, 
so dass die Antheren hervortraten. Durch leichtes Antupfen der Staubbeutel auf die Narbe 
wurde der Pollen auf die Mutterpflanze übertragen. Am folgenden Tag wurden die 
Gynoeceen ein zweites Mal mit Pollen versehen. Einsetzendes Streckenwachstum und 
eine leichte Rotfärbung zeigten die erfolgreiche Befruchtung an. Bei beginnender 
Gelbfärbung der Schoten wurden diese in kleinen Papiertüten aufgefangen, um den Erhalt 
der Samen zu gewährleisten. Nach dem Abreifen wurden die Samen bei RT gelagert.  
 
2.2.1.3 Saccharose-Stressversuch mit A. thaliana Keimlingen 
Um bei jungen Keimlingen, die auf ½ MS-Platten heranwachsen, eine verstärkte 
Anthocyanproduktion zu induzieren, wurde der Sacchroseanteil im Medium erhöht. Die 
Samen der entsprechenden Linien wurden auf ½ MS-Platten mit 4% Saccharose 
angezogen. 7 Tage nach der Keimung wurden die Keimlinge fotografiert und eine 
Quantifizierung der Anthocyanmenge (2.2.1.4.3) vorgenommen.  
 
2.2.1.4 Histochemische Analyse der β–Glucuronidase (GUS) Aktivität in 
pflanzlichen Geweben 
Das Reportergen uidA aus E. coli, das für die β–Glucuronidase (GUS) kodiert, wird in 
Pflanzen häufig verwendet. Als Transkriptionsfusion dient sie der Detektion von 
Promotoraktivitäten. Diese Hydrolase katalysiert die Spaltung des farblosen Substrates X-
Gluc (5-Brom-4-Chlor-3-indolyl-β-D-Glucuronid). Hierbei entsteht der unlösliche blaue 
Farbstoff 5-Brom-4-Chlor-Indigo, welcher nur in den Geweben gebildet wird, in denen 
auch der davorgeschaltete Promotor aktiv ist. Da in Pflanzengeweben die Enzymaktivität 









2.2.1.4.1 Herstellung der Promotor-GUS Pflanzen 
Um eine Transkriptionsfusion der Promotorfragmente und des uidA-Gens herzustellen 
wurden die Promotorfragmente mittels PCR aus der genomischen Pflanzen-DNA von 
A. thaliana und in den binären Vektor pANGUS kloniert. Die Transformation in 
Agrobakterien und die Transformation in A. thaliana Pflanzen wurden wie in 2.2.3.3.3 und 
2.2.3.5 beschrieben durchgeführt. Die T1-Generation transformierter Pflanzen wurde auf 
½ MS-Platten ausgesät und mit Kanamycin selektioniert.  
 
2.2.1.4.2 GUS-Analyse von Pflanzenmaterial 
A. thaliana Pflanzen der T2-Generation wurden auf ½ MS-Platten angezogen und 7 Tage 
nach der Keimung geerntet. Pro Promotor-Fragment wurden mindestens 10 Linien 
analysiert. Die Keimlinge wurden zunächst für 45 min bei RT in Fixans fixiert und 
anschließend für 45 min in NaPi-Puffer unter mehrmaligem Pufferwechsel gewaschen. 
Nach dreimaliger Vakuuminfiltration wurden die Pflanzen über Nacht bei 37 °C in X-Gluc-
Lösung inkubiert. Am nächsten Tag wurden die Keimlinge zunächst mit NaPi-Puffer 
gewaschen und dann zur Entfärbung für 1-2 Stunden in 100 % und anschließend für 3-4 
Stunden in 60 % Ethanol geschüttelt, bis das Chlorophyll ausgewaschen war. Die 
Pflanzen wurden in einem Gemisch aus 50% Glycerin und 50% Ethanol aufgenommen 
und mikroskopisch (Binokular, Zeiss) untersucht.  
 
2.2.1.4.3 Relative Quantifizierung löslicher Anthocyane 
Für die Quantifizierung der löslichen Anthocyane wurde etwa 80–100 mg 
Pflanzenmaterial von 7 Tage alten A. thaliana Keimlingen geerntet und mit 1 mL saurem 
Methanol versetzt. Die Extraktion erfolgte unter Schütteln (1400 rpm) der Keimlinge für 
5-6 Stunden bei RT und anschließender Zentrifugation für 1 min bei 20 °C und 13.000 
rpm (Eppendorf Centrifuge 5417R). Es wurden 1000 µL des Überstandes in ein neues 
Reaktionsgefäß überführt und für die Messung der Absorption eingesetzt. Dabei diente 
das Extraktionsmittel als Nullwert. Die Messung der Absorption erfolgte bei 530 nm und 
657 nm im Spektralphotometer. Die Berechnung des relativen Anthocyanwertes erfolgte 
nach folgender Formel: 
QANT = (A530 – 0,25 x A657) / M(g)  
Dabei ist Q der relative Anthocyanwert, während M die Einwaage an frischem 
Pflanzenmaterial darstellt.  
 
 





2.2.2 Molekularbiologische Methoden 
2.2.2.1 Polymerasekettenreaktion (PCR) 
 (modifiziert nach Mullis et al., 1986; Mullis et al., 1987) 
Ein PCR-Ansatz enthielt in einem Gesamtvolumen von 25 µL folgende Komponenten:  
100–500 ng Matrizen-DNA, jeweils 10 pmol gegenläufige Primer (Desoxyoligonucleotide), 
5 µL 10x PCR-Puffer (vom Hersteller mitgeliefert), 1 µL eines dNTP-Gemisches und 1 U 
Taq-/TaKaRa- (TaKaRa) oder 2 U Pfx-Polymerase (Invitrogen, proof reading Aktivität). 
Die DNA-Amplifikationen erfolgten im Mastercycler epgradient (Eppendorf) nach 
folgendem Schema:  
 
Schritt Taq-Polymerase 
Zeit     Temp     Zyklen 
Pfx-Plymerase 
Zeit     Temp    Zyklen 
TaKaRa Taq    










3 min           94 °C    1 
 
25 sec         94 °C 
30 sec    50-65 °C   32 
1 min/kb       72 °C 
 
5 min           72 °C    1 
 
∞                 16 °C 
30 sec       98 °C      1 
 
10 sec       98 °C  
25 sec  50-65 °C     35 
30 sec/kb   72 °C 
 
10 min        72 °C     1 
 
    ∞            16 °C   
8 min         98 °C      1 
 
10 sec       98 °C  
25 sec  50-65 °C     35  
1 min/kb    72 °C 
 
5 min         72 °C      1 
 
    ∞           16 °C   
 
2.2.2.1.1 Kolonie-PCR 
 (modifiziert nach Gussow und Clackson, 1989) 
Um transformierte Zellen schnell und effektiv auf das von ihnen getragene Plasmid testen 
zu können wurde zu jedem PCR-Ansatz mit der TaKaRa Taq (Reaktionsgemisch siehe 
2.2.2.) direkt mit sterilen Zahnstochern Zellmaterial einer Einzelkolonie von der LB-Platte 
gegeben. Die DNA-Amplifikation erfolgte im Mastercycler epgradient (Eppendorf) nach 
dem PCR-Schema der TaKaRa Taq-Polymerase (siehe Tabelle).  
 
2.2.2.1.2 Zielgerichtete Mutagenese mittels PCR 
Mit Hilfe der Polymerasekettenreaktion kann die Sequenz von DNA-Molekülen gezielt 
verändert werden, um etwa Restriktionsschnittstellen zu erzeugen, STOPP-Kodons zu 
deletieren oder Punktmutationen einzufügen.  





2.2.2.1.3 Punktmutationen von in Plasmiden vorliegenden cDNA-Klonen 
Punktmutationen wurden durch gerichtete PCR-Mutagenese mit modifizierten Primern in 
vorhandene Plasmide eingeführt. Dazu wurden deckungsgleiche Primer gewählt, die an 
die komplementären DNA-Stränge binden können. Wenn zusätzlich zur Punktmutation 
neue Restriktionsschnittstellen eingeführt werden sollten, wurde die Sequenz der Primer 
so gewählt, dass sie die neuen Restriktionsschnittstellen enthielten. Die PCR wurde auf 
niedrigen Mengen an Ausgangsplasmid (< 100 ng) durchgeführt und lief nur über 
20 Zyklen. Anschließend wurde der PCR-Ansatz mit DpnI für 60 min bei 37 °C inkubiert, 
um das Ausgangsplasmid zu verdauen. Der Ansatz wurde dann in kompetente E. coli 
Bakterien transformiert und die erhaltenen Klone wurden nach der Plasmid-Präparation 
erst durch Restriktionsverdau und dann durch Sequenzierung selektiert.  
Für viele cDNA-Konstrukte war es notwendig, die ursprünglichen STOPP-Kodons zu 
mutieren, damit sie als Fusionskonstrukte kloniert werden konnten. Daher wurde mittels 
gerichteter PCR-Mutagenese (2.2.2.1.2) das STOPP-Kodon entsprechend modifiziert. Die 
Primer wurden so gewählt, dass trotz verändertem STOPP-Kodon die Konstrukte das 
Leseraster für die spätere Verwendung beibehielten.  
 
2.2.2.2 Isolierung von Plasmid-DNA 
2.2.2.2.1 Plasmid-DNA Präparation im Minimaßstab (TELT-Miniprep) 
 (modifiziert nach Holmes und Quigley, 1981) 
Es wurden 1,5 mL einer selektiv angezogenen 3 mL E. coli Übernachtkultur pelletiert 
(Eppendorf Centrifuge 5417R, 2 min, 13.200 rpm, RT) und in 200 µL TELT-Puffer sowie 
20 µL Lysozymlösung (1 mg/mL) resuspendiert. Nach einer Inkubation von 3-5 min bei 
96 °C wird die Bakteriensuspension für 5 min auf Ei s abgekühlt. Nach Zentrifugation 
(15 min, 13.200 rpm, 4 °C) wurde das Pellet mit ein em sterilen Zahnstocher entfernt und 
die Plasmid-DNA aus dem Überstand durch Zugabe von 100 µL Isopropanol präzipitiert. 
Nach weiterer Zentrifugation (15 min, 13.200 rpm, 4 °C) wurde der Überstand verworfen 
und das Pellet mit 200 µL 70 %igem Ethanol gewaschen. Nach dem Trocknen des Pellets 
wurde die Plasmid-DNA in 50 µL TE-Puffer (10/0,1) mit 10 µg/mL RNase gelöst.  
 
2.2.2.2.2 Plasmid-DNA Präparation im MIDI- und MEGA-Maßstab 
 (modifiziert nach Herstellerangaben der Fa. Qiagen) 
Hochreine, unmethylierte Plasmid-DNA für den Einsatz in Transfektionsexperimenten 
wurde über die Technik der Säulenchromatographie gewonnen. Hierfür wurde, je nach 
benötigter Menge an Plasmid, das JETstar Plasmid-Purifikation MIDI Kit oder das 





QIAGEN Plasmid Mega Kit eingesetzt. Die Übernachtkultur wurde in selektivem TB-
Medium angezogen und die erhaltene Plasmid-DNA wurde in TE-Puffer (10/1) gelöst.    
 
2.2.2.3 Restriktionsverdau von DNA 
Doppelsträngige DNA kann mit Hilfe von Restriktionsendonucleasen des Types II 
sequenzspezifisch gespalten werden. Die Durchführung der restriktionsendo-
nucleolytischen Spaltungen erfolgte nach Herstellerangaben (New England Biolabs oder 
Fermentas). Für einen vollständigen Verdau wurden pro µg Plasmid-DNA 5 U 
Restriktionsenzym eingesetzt und für eine Stunde inkubiert.  Bei partiellen Restriktions-
spaltungen wurde weniger Restriktionsenzym eingesetzt und die Inkubation verkürzt.  
 
2.2.2.4 Dephosphorylierung von DNA 
Die alkalische Phosphatase (Antarctic Phosphatase, New England Biolabs) entfernt freie 
5’-Phosphatreste von DNA-Fragmenten. Da die T4-DNA-Ligase sowohl ein freies 3’-OH-
Ende als auch ein freies 5’-Phosphatende zur kovalenten Verknüpfung von DNA-
Fragmenten benötigt, kann der durch Eigenligation des Vektors bedingte Hintergrund bei 
Ligationsreaktionen durch Dephospholierung des Vektors deutlich herabgesetzt werden. 
Dies ist nur nötig bei gleichen oder kompatiblen Restriktionsenden im Vektor oder bei 
glatten Enden. Generell wurde 1 Unit Antarctic Phosphatase pro pMol freier 
5’-Phosphatenden gewählt. Die Inkubation erfolgte bei 37 °C für 30 min. Zur Inaktivierung 
des Enzyms wurde der Reaktionsansatz für 10 min bei 65 °C inkubiert. Die 
dephosphorylierte DNA konnte direkt für die Ligation (2.2.2.8) eingesetzt werden. 
 
2.2.2.5 Behandlung mit T4 DNA-Polymerase 
Für blunt-end Klonierungen wird die DNA mit T4 DNA-Polymerase behandelt, um 
Einzelstrangüberhänge zu entfernen bzw. aufzufüllen. Die T4 DNA-Polymerase spaltet 
überhängende Nukleotide am 3’-Ende doppelsträngiger DNA ab (3’-5’-
Exonukleasefunktion), kann aber auch bei einem 5’-Überhang Nukleotide an das 3’-Ende 
anheften (Polymerase-Funktion). Es wurden 5 µg DNA mit 3 U T4 DNA-Polymerase 
(NEB) in entsprechendem Puffer mit 1x BSA und 200 µM dNTPs in einem 35 µL Ansatz 
für 20 min bei 16 °C inkubiert und anschließend wur de das Enzym bei 75 °C für 10 min 
inaktiviert. Nach dem Aufreinigen aus der Lösung (2.2.2.7) konnte die DNA für die 
Ligation (2.2.2.8) eingesetzt werden.  





2.2.2.6 Auftrennung von DNA durch Agarosegel-Elektrophorese 
Der optimale Trennbereich von Agarosegelen ist abhängig von der Agarosekonzentration. 
DNA-Fragmente zwischen 0,5 und 4 kb wurden in 0,8-1,0 %igen (w/v) Agarosegelen 
(Standard, PeqLab) analysiert. Kleinere Fragmente wurden in 2,0-2,5 %igen (w/v) Gelen 
analysiert (in 1x TAE-Puffer). Um die DNA unter UV-Licht sichtbar zu machen, wurde dem 
Gel 0,04 µg Ethidiumbromid pro mL Gelvolumen zugesetzt. Die zu analysierende DNA 
wurde mit 5x Probenpuffer versetzt und auf das Gel aufgetragen. Die Auftrennung erfolgte 
im elektrischen Feld mit einer Spannung von 5-15 Volt/cm. Zur Größenabschätzung der 
Fragmente diente ein 1 kb Leiter (Invitrogen) für größere Fragmente und ein 100 bp Leiter 
(NEB) für kleine DNA-Fragmente. Die Dokumentation erfolgte durch Fotografieren unter 
UV-Licht-Bestrahlung an einem Geldokumentationssystem der Firma INTAS. Für 
präparative Zwecke wurde Agarose der Firma Invitrogen genutzt.  
 
2.2.2.7 Aufreinigung und Elution von DNA 
DNA-Fragmente können aus Lösung oder aus dem Agarosegel mit dem GFXTM PCR DNA 
and Gel Band Purification Kit (Amersham) aufgereinigt werden. Die Durchführung erfolgte 
gemäß den Angaben des Herstellers. Die Aufreinigung erfolgte nach der PCR, nach der 
Behandlung mit T4 DNA-Polymerase oder nach dem Verdau mit Restriktionsenzymen 
bevor die DNA für die Ligation (2.2.2.8) eingesetzt werden sollte.   
 
2.2.2.8 Ligation 
Ligasen sind Enzyme, die zwei DNA Enden 5’-3’ unter Verbrauch von ATP kovalent 
miteinander verknüpfen können. In der Molekularbiologie werden sie dazu benutzt, um 
kleine DNA-Fragmente in Plasmidvektoren zu klonieren (ligieren), um diese nach der 
Transformation in Bakterien (2.2.3.3) gezielt vermehren zu können. Die Verknüpfung 
zweier DNA-Fragmentenden geschieht mit Hilfe von 400 U T4-DNA-Ligase (New England 
Biolabs). Für die Konstruktion von Plasmiden wurde ein Insert-zu-Vektor-Verhältnis von 
5:1 eingesetzt. Die Reaktion erfolgte im T4-DNA-Ligase-Puffer bei 16 °C über Nacht. 
 
2.2.2.9 Gateway® Rekombination 
Klonierung von DNA-Fragmenten mittels Gateway® Technologie 
Im Vergleich zur herkömmlichen Klonierung mit Restriktionsendonucleasen und Ligasen 
beruht die Gateway Rekombination auf sequenzspezifischen DNA-Rekombinationen, die 
durch spezifische Rekombinasen katalysiert werden. In der vorliegenden Arbeit wurde 





hierzu das Gateway-System der Firma Invitrogen verwendet, das auf der Verwendung der 
Lambda-Rekombinase und Rekombinationsstellen beruht (Gateway TM Cloning 
Technology Instruction Manual). Diese Methode ermöglicht eine besonders schnelle und 
effiziente Klonierung eines Gens in eine Vielzahl von Expressionsplasmiden. So wurden 
durch PCR gewonnene cDNAs mit flankierenden spezifischen Sequenzen (attB sites) 
durch Rekombination in ein Donor-Plasmid (z.B. pDONR201) mit spezifischen Sequenzen 
(attP sites) kloniert. Durch den BP Clonase II Mix (Int, IHF), der eine Intergrase (Int) des 
Bakteriophagen λ und den „Integration Host Factor“ (IHF) aus E. coli enthält, wird die 
Rekombination zu einem attL-tragenden Entryklon katalysiert (Abb. 2-1). Es entsteht der 
Eingangsklon ohne ccdB-Gen, jedoch mit dem eingefügten PCR-Produkt. Die 
Eingangsklone können durch die Kanamycinresistenz selektioniert werden. Das ccdB-
Gen des Donor-Plasmides ist für die Gegenselektionierung nötig. Alle Plasmide mit dem 
ccdB-Gen führen zum Absterben der Bakterientransformanten.  
 
 
Abbildung 2-1: Vereinfachte Darstellung einer BP-Reaktion (Gateway Technology, 2003). 
 
 
Aus den erhaltenden pEntry-Plasmiden wurden die codierenden Sequenzen durch eine 
zweite Rekombination (LR-Reaktion) in die unterschiedlich verwendeten 
Expressionsvektoren übertragen. Dieser LR Clonase Mix (Int, Xis, IHF) besitzt die 
enzymatischen Funktionen der Intergrase (Int) und Exzisionase (Xis) des Bakteriophagen 
λ, sowie ebenfalls den „Integration Host Factor“ (IHF) aus E. coli. Hier erfolgt die 
Rekombination eines attL-Substrates (Entry-Vektor) mit einem attR-Substrat (Destination-
Vektor) zu einem attB-tragenden Expressionsvektor (Abb. 2-2). Die Selektionierung der 
Expressionsklone wird dadurch erreicht, dass der Rekombinationsmix in E. coli 
transformiert wird (2.2.3.3). Nur Plasmide ohne ccdB-Gen aber mit der entsprechenden 
Resistenz des Expressionsklons führen zu Kolonien. ´ 
 
 
Abbildung 2-2: Vereinfachte Darstellung einer LR-Reaktion (Gateway Technology, 2003). 





2.2.2.10 Für diese Arbeit erstellte, relevante Plasmidkonstrukte 
Plasmidkonstrukte, die im Rahmen dieser Arbeit erstellt wurden, sind tabellarisch im 
Anhang (vgl. Tabelle 7.1) aufgelistet. Die Sequenzen basieren auf dem Ökotyp Col-0. 
 
2.2.2.11 DNA-Extraktion aus Pflanzenmaterial 
 (modifiziert nach Edwards et al., 1991) 
Um genomische DNA aus A. thaliana Pflanzen zu extrahieren wurden etwa 100–500 mg 
Blattmaterial mit 400 µL Extraktionspuffer und 10-15 Silica Beads in ein 2 mL 
Reaktionsgefäß gegeben. Anschließend erfolgte eine Zerkleinerung des Blattmaterials für 
3 min bei 30 s-1 im Tissue Lyser (Qiagen, Hilden). Nach der Zentrifugation (Eppendorf 
Centrifuge 5417R, 10 min, 13.200 rpm, 4 °C) wurde d er Überstand (ca. 250 µL) in ein 
neues Reaktionsgefäß überführt. Die Präzipitation der DNA erfolgte nach Zugabe von 
180 µL Isopropanol durch eine Inkubation für 10 min bei 4 °C. Das Präzipitat wurde durch 
Zentrifugation (10 min, 13.200 rpm, 4 °C) pelletier t und das Pellet mit 200 µL 70 %igem 
Ethanol gewaschen. Nach erneuter Zentrifugation (5 min, 13.200 rpm, 4 °C) wurde das 
Pellet nach dem Trocknen in 50 µL Tris-HCL, pH 8 aufgenommen.  
 
2.2.2.12 Ammoniumacetat-Fällung von DNA 
Die DNA, die zur Sequenzierung eingesetzt wurde, wurde durch Ammoniumacetat-
Fällung aufgereinigt. Dazu wurde die DNA mit sechs Volumenanteilen Ethanol und einem 
Volumenanteil 4 M Ammoniumacetat gefällt und für 15 min bei 13.200 rpm und 4 °C 
pelletiert. Das Pellet wurde mit 70 %igem Ethanol gewaschen und nach erneuter 
Zentrifugation und nach Trocknung in 10 mM Tris/HCl pH 8,0 aufgenommen.  
 
2.2.2.13 Photometrische Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren 
Die Nukleinsäuren absorbieren Licht im UV-Bereich. Daher ist es möglich, durch Messung 
der Lichtabsorption die Konzentration von DNA, RNA und Oligonukleotiden in Lösung zu 
bestimmen. Das Absorptionsmaximum von Nukleinsäuren beträgt 260 nm, wobei eine 
Extinktion von 1 etwa einer Konzentration von 50 µg/mL doppelsträngiger DNA, 40 µg/mL 
RNA, 35 µg/mL einzelsträngiger DNA und 20 µg/mL Oligonucleotiden entspricht. Von 
jeder DNA werden Verdünnungen erstellt und gegen einen entsprechenden Leerwert 
gemessen. Die Konzentration ergibt sich aus OD260 x Umrechnungsfaktor x 
Verdünnungsfaktor in µg/mL. Die photometrische Konzentrations-bestimmung erfolgte in 
Quarzküvetten oder UV-durchlässigen Kunststoffküvetten (Eppendorf, Biophotometer).   





2.2.2.14 ExoSAP Verdau von DNA 
Sollte DNA direkt nach der PCR sequenziert werden, wurde sie durch ExoSAP-IT-
Behandlung vorbereitet. Dazu wurden 6,5 µL von dem PCR-Produkt mit 0,5 µL ExoSAP-
IT versetzt und für 30 min bei 37 °C inkubiert. Nac h weiteren 15 min Inkubation bei 80 °C 
zur Inaktivierung des Enzyms konnte die DNA zur Sequenzierung eingesetzt werden.  
 
2.2.2.15 DNA-Sequenzierung 
Die „Sequencing Core Facility“ der Universität Bielefeld führte die automatisierte DNA-
Sequenzanalyse nach der Kettenabbruchmethode nach Sanger et al., (1977) unter 
Verwendung von „Big Dye-terminator Chemistry“ durch. Hier befindet sich in einem 
Ansatz zur Amplifikation der DNA nur ein Primer, wodurch die DNA linear amplifiziert wird. 
Neben den vier Desoxynucleotiden befinden sich auch vier mit verschiedenen 
Fluoreszenzfarbstoffen markierte Didesoxynucleotide zur Termination der Polymerisation 
in dem Ansatz. Die durch die Amplifikation entstehenden, unterschiedlich großen und 
markierten Fragmente können mit Hilfe des Analysegerätes „Abi-Prism 3730xl DNA-
Sequencern“ (Applied Biosystems) detektiert werden. Mit Hilfe des Programms 
„Sequencher“ (Gene Codes Corporation, USA) wurden die erhaltenen Daten ausgewertet.  
 
2.2.2.16 RNA-Präparation 
2.2.2.16.1 RNA-Isolation mit TRI-REAGENT® 
RNA wurde aus A. thaliana Keimlingen mit Hilfe von TRI-REAGENT® isoliert. Für die 
RNA-Isolation wurden 50-100 mg Pflanzenmaterial in 2 mL Reaktionsgefäße gegeben 
und mit 10-15 Zirkoniakugeln (Roth) und 1 mL TRI-REAGENT versetzt. Die Proben 
wurden für 2 x 45 sec auf Stufe 6,5 im Ribolyser (Hybaid, Teddington, UK) homogenisiert 
und anschließend für 5 min bei RT inkubiert. Nach der Zugabe von 200 µL Chloroform 
wurden die Proben 15 sec geschüttelt und anschließend 2 min bei RT inkubiert. Nach 
Zentrifugation (Eppendorf Centrifuge 5415R, 12.000 g, 15 min, 4 °C) wurde die wässrige 
Phase abgenommen und mit 500 µL kaltem Isopropanol versetzt. Nach 5-minütiger 
Inkubation bei RT wurden die Proben erneut zentrifugiert (12.000 g, 8 min, 4 °C).  Nach 
dem Waschen des Pellets mit 75 % Ethanol wurden die Proben abzentrifugiert (12.000 g, 
5 min, 4 °C) und das Pellet an der Luft getrocknet.  Die RNA wurde in 44 µL DEPC-H2O 
resuspendiert und für die DNase-Behandlung eingesetzt.  
 
 





2.2.2.16.2 Erststrang-cDNA Synthese für semiquantitative RT-PCR 
Um Matrizen-DNA für die semiquantitative reverse transcriptase PCR (RT-PCR) zu 
generieren, wurde eine Erststrang-cDNA-Synthese durchgeführt. Dazu wurde die 
gesamte RNA in 44 µL DEPC-Wasser aufgenommen und mit 2 µL 10x DNase Puffer 
(Ambion, DNA-freeTM) und 1 µL DNaseI (Ambion) versetzt, um mögliche 
Verunreinigungen mit genomischer DNA zu entfernen. Die Reaktion wurde nach einer 
Inkubation von 30 min bei 37 °C mit 2 µL DNase Inac tivation Reagent (Ambion) 
abgestoppt. Dazu wurde der Ansatz für zwei Minuten bei RT inkubiert und anschließend 
für 30 sec bei 13.200 rpm und RT zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und 
mit 1 µL einer 10 µM Lösung des oligo-dT-Primers (RS651) und 4 µL Wasser vermischt. 
Nach 5-minütiger Inkubation bei 65 °C und anschließ ender Abkühlung auf Eis wurden 
8 µL 5x first strand buffer, 4 µL 0,1 M DTT, 1 µL Reverse Transcriptase (Invitrogen, 
SuperScriptTM II Reverse Transcriptase) und 2 µL 10 mM dNTPs zugegeben. Die 
Erststrangsynthese erfolgte für 1 h bei 42 °C. Nach  5-minütigem Abstoppen der Reaktion 
bei 90 °C konnte die cDNA-Präparation bei -20 °C au fbewahrt werden.  
 
2.2.2.16.3 Semiquantitative RT-PCR 
Die semiquantitative reverse transcriptase PCR wird angewandt, um die 
Expressionsstärke eines Gens zu untersuchen. Dazu wird die Transkriptmenge des zu 
untersuchenden Gens mit der Transkriptmenge eines Kontrollgens (Aktin2) verglichen, 
das konstitutiv exprimiert wird. Als Maß für die Expressionsstärke dient die Bandenstärke 
nach einer Agarose-Gelelektrophorese. Für die Kontrolle wurden spezifische Primer 
eingesetzt (RS469, RS470) um ein etwa 500 bp großes DNA-Fragment zu erhalten. Für 
die RT-PCR wurde die TaKaRa Taq Polymerase mit dem dazugehörigen Puffer und den 
dNTPs verwendet (siehe 2.2.2.1). Es wurde jeweils 1 µL Matrizen-DNA eingesetzt und 
nach dem PCR Schema aus 2.2.2.1 verfahren.  
 
2.2.3 Mikrobiologische Methoden 
2.2.3.1 Kultivierung von Bakterien 
Die Anzucht von E. coli Bakterien erfolgte entweder auf selektiven LB-Platten oder in 
selektivem LB- bzw. TB-Medium bei 37 °C. Zur Herste llung methylierter Plasmid-DNA 
wurde der Stamm E. coli XL1-blue und für die Herstellung von unmethylierter DNA wurde 
der Stamm E. coli K12 ER2925 verwendet. Plasmide, die in Pflanzen transformiert 
werden sollten wurden zunächst in Agrobakterium tumefaciens Bakterien (Stamm 





GV3101) transformiert. Diese transformierten Bakterien wurden selektiv auf YEP-Platten 
angezogen und dann in selektives YEP-Medium überimpft und bei 28°C angezogen. 
 
2.2.3.2 Herstellung kompetenter Bakterienzellen für die Transformation 
2.2.3.2.1 Herstellung chemokompetenter Bakterienzellen 
Um Bakterien kompetent für die Aufnahme von DNA zu machen, werden sie in 
verschiedenen Lösungen gewaschen. Alle Schritte wurden auf Eis durchgeführt.  
Dazu wurde eine Übernachtkultur von E. coli XL 1-blue in 3 mL selektivem LB-Medium 
angesetzt, von der am nächsten Tag 1 mL in 100 mL frisches selektives LB-Medium in 
Erlmeyerkolben mit Schikanen überführt wurde. Die Lösungen TFB1 und TFB2 wurden 
aufgetaut und auf Eis gekühlt. Die Kultur wurde bei 37 °C und 180 rpm bis zu einer OD 600 
von etwa 0,5 wachsen lassen und in 250 mL Reaktionsgefäße überführt und 15 min auf 
Eis gekühlt. Anschließend wurde die Bakteriensuspension bei 4600 rpm und 4 °C für 
6 min pelletiert (Heraeus Multifuge 3S-R). Der Überstand wurde verworfen und die Pellets 
in je 2 mL eiskaltem TFB1 resuspendiert. Beide Ansätze wurden vereinigt, auf 40 mL mit 
kaltem TFB1 aufgefüllt und 5 min auf Eis inkubiert. Bei 4 °C und 3000 rpm wurden die 
Zellen für 6 min pelletiert und das Pellet anschließend in 4 mL TFB2 resuspendiert. Nach 
einer Inkubation von 15 min auf Eis wurde die Bakteriensuspension aliquotiert und in 
flüssigem Stickstoff schockgefroren. Die Proben konnten bei -80 °C für mehrere Monate 
gelagert werden.   
 
2.2.3.2.2 Herstellung elektrokompetenter Bakterienzellen 
Alle Schritte wurden auf Eis durchgeführt, um die Kompetenz der Bakterien nicht zu 
verringern. Dazu wurde eine selektive Übernachtkultur von E. coli XL 1-blue in 5 mL LB-
Medium angesetzt, die am nächsten Tag in 500 mL selektives frisches LB-Medium 
überimpft wurde und bei 37 °C und 220 rpm bis zu ei ner OD600 von 0,5 bis 0,6 inkubiert 
wurde. Die Zellsuspension wurde dann 15-30 min auf Eis inkubiert und anschließend in je 
2 x 250 mL Reaktionsgefäße aufgeteilt und zentrifugiert (Heraeus Multifuge 3S-R, 4000 g, 
15 min, 4 °C). Die Bakterienpellets wurden in je 25 0 mL eiskaltem sterilen Wasser 
resuspendiert und erneut zentrifugiert (4000 g, 15 min, 4 °C). Der Überstand wurde 
abgenommen und die Pellets in je 20 mL eiskaltem sterilen 10 %igem Glycerin 
resuspendiert und anschließend auf 40 mL Glycerin aufgefüllt. Nach der Zentrifugation 
(4000 g, 15 min, 4 °C) wurde das Pellet je nach Grö ße in 2-4 mL eiskaltem 10 %igem 
Glycerin resuspendiert und jeweils 50 µL in 1,5 mL Reaktionsgefäße aliquotiert. Die 





Bakteriensuspension wurde in flüssigem Stickstoff schockgefroren und konnte bei -80 °C 
für mehrere Monate gelagert werden.   
 
2.2.3.2.3 Herstellung elektrokompetenter Agrobakterienzellen 
Es wurden 5 mL einer selektiven Übernachtkultur in YEP-Medium angesetzt und bei 
28 °C und 180 rpm inkubiert. Nach etwa 24 Stunden w urde eine selektive Hauptkultur mit 
der Vorkultur angeimpft und über Nacht bei 28 °C un d 180 rpm anwachsen lassen. Am 
nächsten Tag wurde die Agrobakteriensuspension bei 4 °C pelletiert (Heraeus Multifuge 
3S-R, 4000 g, 15 min) und in 500 mL kaltem sterilen Wasser resuspendiert. Die 
Bakteriensuspension wurde erneut zentrifugiert (Heraeus Multifuge 3S-R, 4000 g, 15 min) 
und in 500 mL eiskaltem sterilen Wasser resuspendiert. Nach erneuter Zentrifugation 
(Heraeus Multifuge 3S-R, 4000 g, 15 min) wurde das Pellet in 50 mL kaltem 10 %igem 
Glycerin resuspendiert und wiederum pelletiert (Heraeus Multifuge 3S-R, 4000 g, 15 min). 
Das Zellpellet wurde in 1-4 mL kaltem 10 %igem Glycerin aufgenommen und jeweils in 
50 µL Aliquots pipettiert. Die Bakteriensuspension wurde in flüssigem Stickstoff 
schockgefroren und konnte bei -80 °C für mehrere Mo nate gelagert werden.   
 
2.2.3.3 Transformation von Bakterienzellen 
2.2.3.3.1 Transformation chemokompetenter Bakterienzellen 
Für die Transformation wurden die kompetenten Zellen auf Eis aufgetaut. Zu einem 
Aliquot Zellen wurden 2-5 µL DNA gegeben und für etwa 30 min auf Eis inkubiert. Nach 
der Inkubation folgte der Hitzeschock für 90 sec bei 42 °C. Anschließend wurde auf den 
Ansatz 1 mL SOC-Medium gegeben und die Bakteriensuspension wurde bei 37 °C für  
eine Stunde bei 1200 rpm inkubiert. Es wurden etwa 50-100 µL der Suspension auf 
selektiven LB-Platten ausgestrichen.  
 
2.2.3.3.2 Transformation elektrokompetenter Bakterienzellen 
Für die Transformation wurden die kompetenten Zellen auf Eis aufgetaut. Zu einem 
Aliquot Bakterienzellen wurden 0,5-1 µL DNA gegeben und der Ansatz wurde in eine 
vorgekühlte 1 mm Elektroporationsküvette (Peqlab Biotechnologie, Erlangen) überführt. In 
einem Micropulser (Biorad) wurden die Zellen elektroporiert und anschließend direkt in 
1 mL SOC-Medium überführt. Die Bakteriensuspension wurde bei 37 °C und 1200 rpm für 
eine Stunde inkubiert. Es wurden etwa 50-100 µL der Suspension auf selektiven LB-
Platten ausgestrichen.  





2.2.3.3.3 Transformation elektrokompetenter Agrobakterienzellen 
Für die Transformation von Agrobakterien wurden die kompetenten Zellen auf Eis 
aufgetaut. Zu einem Aliquot Agrobakterien wurde 1 µL DNA gegeben und der Ansatz 
wurde in eine vorgekühlte 2 mm Elektroporationsküvette (Peqlab Biotechnologie, 
Erlangen) überführt. In einem Micropulser (Biorad) wurden die Zellen elektroporiert und 
anschließend direkt in 1 mL YEP-Medium überführt. Die Bakteriensuspension wurde bei 
28 °C und 180 rpm für 3-4 Stunden inkubiert. Es wur den etwa 100-300 µL der Suspension 
auf selektiven YEP-Platten ausplattiert.  
 
2.2.3.4 Dauerkulturen transformierter Bakterien 
Um Dauerkulturen von transformierten Bakterien anzulegen, wurden 825 µL der 
Bakterien-Übernachtkultur mit 375 µL sterilem 80 %igen Glycerin gemischt und direkt in 
flüssigem Stickstoff schockgefroren. Die Glycerinkulturen konnten dann für mehrere 
Monate bei -80 °C gelagert werden.  
 
2.2.3.5 Herstellung transgener Pflanzen 
Transgene Pflanzen, die im Rahmen dieser Arbeit erstellt wurden, sind tabellarisch im 
Anhang (vgl. Tabelle 7.2) aufgelistet. Die Sequenzen des Transgens basieren auf dem 
A. thaliana Ökotyp Col-0. 
 
2.2.3.5.1 Agrobakterium-vermittelte transiente Transformation von 
Fusionsproteinen in A. thaliana 
Für die transiente Transformation von A. thaliana Pflanzen wurden entsprechende 
Keimlinge für 4 Tage auf ½ MS-Platten + 4 % Saccharose unter Langtagbedingungen 
angezogen. Von zuvor transformierten hypervirulenten Agrobakterien (EHA105) wurde 
eine selektive Übernachtkultur in 5 mL YEP-Medium angesetzt. Morgens wurde die 
Zellsuspension zentrifugiert (Hereaus Multifuge 1s, 4000 rpm, RT, 5 min) und der 
Überstand verworfen. Das Pellet wurde in 1 mL Infiltrationsmedium resuspendiert und 
erneut unter gleichen Bedingungen zentrifugiert. Der Überstand wurde wiederum 
verworfen und das Pellet in 1 mL Infiltrationsmedium resuspendiert. Es wurde eine 10x 
Verdünnung erstellt und die OD600 gemessen (eine OD600 von 0,1 ist optimal). Die 4 Tage 
alten Keimlinge wurden in 1500 mL Infiltrationsmedium + Agrobakteriensuspension 
gegeben und für 1-2 Stunden bei 27 °C unter leichte m Schütteln infiltriert. Anschließend 
wurden die Keimlinge auf ½ MS-Platten + 4 % Saccharose gelegt und für 2-3 Tage unter 
Langtagbedingungen angezogen. Die Analyse der Infiltration erfolgte über den Phänotyp 





der Keimlinge auf den MS-Platten und über die GFP-Expressionsanalyse am Mikroskop. 
Ebenso wurde RNA extrahiert und durch PCR mit spezifischen Primern das inserierte 
Transgen ermittelt.  
  
2.2.3.5.2 Agrobakterien-vermittelte Transformation durch „floral dipping“ 
Für die Transformation in A. thaliana wurden von etwa 30 Tage alten Pflanzen die 
Infloreszenzen nahe der Rosette abgetrennt, um die Bildung der Blüten zu induzieren. 
Nach einer Woche waren die Infloreszenzen etwa 10 cm lang und die Pflanzen konnten 
für die Transformation verwendet werden. Es wurde eine  5 mL Vorkultur in selektivem 
YEP-Medium mit den transformierten Agrobakterien angeimpft und einen Tag bei 28 °C 
und 180 rpm wachsen lassen. Nach etwa 24 Stunden wurde mit der Vorkultur 150 mL 
selektives YEP-Medium angeimpft und für 2-3 Tage bei 28 °C und 180 rpm wachsen 
lassen. Dann wurde pro zu transformierendes Konstrukt 800 mL Infiltrationsmedium 
vorbereitet und die Kulturen wurden bei 4600 rpm und RT für 10 min pelletiert (Heraeus 
Multifuge 3S-R). Das Pellet wurde in ca. 50 mL Infiltrationsmedium resuspendiert und in 
Bechergläser überführt. Das Gemisch wurde mit Infiltrationsmedium auf 800 mL aufgefüllt. 
Jeder bepflanzte Topf wurde etwa 2 min mit den Blüten voran in das Infiltrationsmedium 
mit den transformierten Agrobakterien gehalten und anschließend in einer Tüte verpackt. 
Die Pflanzen wurden über Nacht im Gewächshaus im Dunkeln gelagert und am nächsten 
Tag entpackt.  Am Tag der Transformation wurde erneut eine Vorkultur angesetzt und die 
Prozedur wurde wie oben beschrieben mit den gleichen Pflanzen wiederholt, um die 
Effizienz zu steigern. Nach der zweiten Transformation wurden die Pflanzen bis zur 
Samenreifung im Gewächshaus weiter angezogen und die Schoten wurden bis zur 
Abreifung eingetütet.  
 
2.2.3.5.3 Selektion transgener T1-Pflanzen 
Die Identifikation positiver Transformationsereignisse erfolgte über die T1-Samen. Diese 
wurden auf selektive ½ MS-Platten ausgelegt und unter Langtagbedingungen (16 h Licht, 
8 h Dunkelheit, Kunstlicht) angezogen. Dabei entwickelten sich die transgenen Pflanzen 
normal, während nicht-transgene Pflanzen keine grüne Blattfärbung zeigten, sehr klein 
blieben und später abstarben. Die transgenen Pflanzen wurden auf Erde pikiert und unter 
Langtagbedingungen im Gewächshaus angezogen. Das Vorhandensein des Transgens 
wurde nach DNA-Extraktion mittels spezifischer Primer in einer PCR überprüft.  
 
 





2.2.4 Biochemische Methoden 
2.2.4.1 Konzentrationsbestimmung von Proteinen 
  (modifiziert nach Bradford, 1976) 
Zur Bestimmung der Konzentration von Proteinlösungen wurde mit Hilfe von Coomassie 
Brilliant Blue G-250 der Proteingehalt bei einer Wellenlänge λ von 595 nm im 
Spektralphotometer bestimmt. Dazu wurden 90 µL Bradford-Lösung, x µL Proteinlösung 
und 10–x µL Wasser gemischt. Je nach Proteingehalt färbte sich die vorher bräunliche 
Lösung blau. Zum Erhalt eines Mittelwertes wurden immer zwei gleiche Ansätze 
nebeneinander gemessen. Entfettetes Rinderserumalbumin (BSA) diente als 
Referenzprotein zur Erstellung einer Eichgerade. 
 
2.2.4.2 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE)  
(modifiziert nach Laemmli, 1970) 
Die Polyacrylamid-Gelelektrophorese dient der Überprüfung der Proteinzusammen-
setzung einer Probe. Für Polypeptidketten mit einem größeren Molekulargewicht als 
10 kDa wurde die diskontinuierliche SDS-PAGE unter denaturierenden Bedingungen bei 
konstanter Feldstärke durchgeführt. Die Proteine werden denaturiert und aufgrund ihres 
Molekulargewichtes in Anwesenheit von Natriumdodecylsulfat (SDS) aufgetrennt. Für die 
Auftrennung der Proteine wurden 12 %ige Polyacrylamid-Trenngele nach der 
Polymerisation mit 6 %igen Sammelgelen überschichtet. In die Sammelgele wurden 
Taschen definierten Volumens durch Kunststoffkämme eingefügt. Zu jeder Proteinprobe 
wurden 5 µL sechsfach konzentrierter SDS-Gelladepuffer gegeben und zur Denaturierung 
der Proteine für 5 min auf 100 °C erhitzt. Die Prot einproben wurden bei einer konstanten 
Spannung von 120 V für 1,5 h aufgetrennt. Es wurden vertikale Gele verwendet (Mini 
Protean II, BioRad). Als Puffermedium diente SDS-Laufpuffer. Zur Visualisierung der 
Polypeptide im Gel erfolgte eine Inkubation in einer Coomassie-Färbelösung über Nacht. 
Der Gelhintergrund wurde durch Inkubation des Gels für mehrere Stunden in 
Entfärbelösung entfernt. Die Molekulargewichtsbestimmung erfolgte mittels 
Proteinstandard-Gemischen (Prestained Protein Ladder 10-180 kDa, MBI Fermentas).  
 
2.2.4.3 Immunologische Methoden 
2.2.4.3.1 Western Blot 
Nach der Auftrennung im SDS-Gel wurden die Proteine über Nacht bei 100 mA im Nass-
Transfer-Verfahren (Trans-Blot, Semidry, BioRad) auf Immobilon-P-Membranen (PVDF 





Membran, BioRad) oder Nitrozellulosemembranen elektrotransferiert. Die Membranen 
und das Filterpapier wurden zur Optimierung des Proteintransfers in Transferpuffer für 
20 min inkubiert. PVDF-Membranen wurden vor dem Blotten für eine Stunde in MeOH 
inkubiert. Nach dem Blotten wurde die Membran zweimal für 10 min mit TBS-Puffer 
gewaschen. Zur Suppression unspezifischer Proteinbindungsstellen wurden die 
Membranen nach diesem Anfeuchten in TBS für eine Stunde bei RT oder über Nacht bei 
4 °C in Blocking-Puffer inkubiert. Danach wurde die  Membran 30 min in TBS-Tween-
Puffer gewaschen (alle 10 min wurde die Lösung gewechselt). Die Inkubation mit den 
Penta-His HRP Antikörpern (Qiagen, Hilden) erfolgte in einer 1:2000 Verdünnung für 1-4 
Stunden bei RT oder über Nacht bei 4 °C. Nach der I nkubation wurde die Membran für 2 x 
10 min mit TBS und für weitere 10 min mit TBS-Tween gewaschen. Die Detektion des 
Blots fand in Meerrettich-Peroxidase (HRP)-Substratlösung statt (2.2.4.3.2). 
 
2.2.4.3.2 Immunologischer Proteinnachweis durch Farbreaktion 
Antikörperverbindungen können über eine Farbreaktion visualisiert werden. Das 
Meerrettich-Peroxidase (HRP)-Enzym liegt als Antikörperkonjugat vor und kann mit 
großer Geschwindigkeit ein zugegebenes farbloses Substrat zu einem farbigen Produkt 
umsetzen. Die Detektion des Immunkomplexes erfolgt mit einer HRP-Färbelösung. Nach 
der Inkubation mit dem Antikörper wurde die Membran so lange bei RT mit HRP-
Färbelösung inkubiert, bis eine deutliche Proteinbande sichtbar wurde. Durch Waschen 
der Membran mit Wasser wurde die Farbreaktion gestoppt. Pro Membran (ca. 8,5 x 
5,5 cm) wurden 20-30 mL Färbelösung verwendet.  
 
2.2.4.4 Extraktion und Reinigung nativer und rekombinanter Proteine 
2.2.4.4.1 Heterologe Expression von Proteinen in E. coli BL21(DE3) pLysS 
Für die heterologe Expression der Proteine wurde das pDEST17-System von Gateway 
verwendet. Die Konstrukte, die unter der Kontrolle des IPTG-induzierbaren T7 RNA-
Polymerase Promotors stehen, wurden in E. coli BL21(DE3) pLysS-Zellen transformiert 
(2.2.3.3) und in einer 5 mL Vorkultur selektiv über Nacht angezogen. Morgens wurden 
50-500 mL selektives LB-Medium mit 1% (v/v) der Vorkultur angeimpft und bei 37 °C 
aerob bis zu einer OD600 von 0,5-0,6 kultiviert. Die heterologe Expression der Proteine 
wurde durch die Zugabe von 0,3-1 mM IPTG induziert. Nach der Induktion wurden die 
Bakterienkulturen bei 28 °C bis zu einer OD 600 von ca. 1,8-2,0 angezogen. Die Zellernte 
erfolgte durch Zentrifugation (Heraeus Multifuge 3S-R, 4600 rpm, 4 °C, 20 min). Das 
Zellpellet wurde in 1/10 Volumen der Ausgangskultur LEW-Puffer + Pefabloc (100 µg/mL) 





(ROTH) resuspendiert und bei 4 °C kühl gehalten. Analysier t wurde die Expression der 
Proteine über SDS-PAGE (2.2.4.2). Dazu wurden vor der Induktion und jede Stunde nach 
der Induktion der Proteine durch IPTG 1 mL Aliquots von der Kultur abgenommen und 
pelletiert. Der Überstand wurde verworfen und das Pellet in LEW-Puffer resuspendiert. 
Die mit SDS-Probenpuffer denaturierten Fraktionen wurden auf die SDS-Gele 
aufgetragen.   
 
2.2.4.4.2 Herstellung von Rohextrakt aus E. coli BL21(DE3) pLysS 
Zur Isolation der Einschlusskörper wurde das Zellpellet in 1/10 Volumen der 
Ausgangskultur LEW-Puffer mit Lysozym (1 mg/mL) und Pefabloc (100 µg/mL) 
aufgenommen und nacheinander erst 30 min auf Eis, dann 20 min bei RT inkubiert. Die 
anschließenden Sonifizierungsschritte (2-5 x 60 s, 50 % Microtip) erfolgten auf Eis. Die 
aufgeschlossenen Zellen wurden zentrifugiert (Heraeus Multifuge 3S-R, 4600 rpm, 4 °C, 
30 min) und das Pellet in 10 mL LEW-Puffer + Pefabloc (100 µg/mL)  resuspendiert. Um 
die Einschlusskörper zu solubilisieren wurde die Suspension erneut zentrifugiert (Heraeus 
Multifuge 3S-R, 10.000 g, 4 °C, 30 min) und der Übe rstand verworfen. Das Pellet wurde in 
2 mL/g Denaturing Solubilization Puffer resuspendiert und erneut sonifiziert (2-5 x 60 s, 
50 % Microtip). Mit diesem Sonifizierungsschritt wurden die Proteine aus den 
Einschlusskörpern herausgetrennt. Anschließend wurde die Suspension für 60 min auf 
Eis inkubiert und dann zentrifugiert (Heraeus Multifuge 3S-R, 10.000 g, 20 °C, 30 min). 
Der Überstand wurde vorsichtig in ein neues Gefäß gegeben und für die Aufreinigung 
über die IMAC-Säulen (Immobilized metal ion affinity chromatography) genutzt. 
 
2.2.4.4.3 Proteinreinigung über IMAC (Immobilized metal ion affinity 
chromatography) His-Tag-Affinitätschromatographie 
Die Aufreinigung heterolog in E. coli exprimierter Proteine, die mit einem Poly-Histidin-Tag 
(His-Tag) ausgestattet sind, erfolgte mit dem „Protino® Ni 2000 prepacked columns kit“ 
(Macherey & Nagel) unter denaturierenden Bedingungen nach Herstellerangaben.  
Als Vorbereitung auf die Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS)-Messungen bzw. 
für den electrophoretic mobility shift assay (EMSA) wurden die heterolog in E. coli 
BL21(DE3) pLysS exprimierten Proteine durch enzymatische Lyse der 
Bakterienzellwände und Sonifizierungsschritte freigesetzt (2.2.4.4.2). Der geklärte 
Rohextrakt wurde auf die mit Nickelsulfat beladenen und äquilibrierten Säulen gegeben. 
Die exprimierten mit His-Tag erweiterten Proteine wurden an spezifische Nickel-
Bindestellen der Säulenmatrix gebunden, wo sie mit dem Nickel der Matrix eine 
Chelatbindung eingehen, während andere Proteine und Verunreinigungen durch mehrere 





Waschschritte mit Denaturing Solubilization Puffer entfernt werden konnten. Die Elution 
der mit hexamerem Histidinrepeat versehenen Proteine erfolgte mit Hilfe von Imidazol und 
Harnstoff im LEW-Puffer (Denaturing Elution Puffer). Die einzelnen Fraktionen der 
Waschschritte und der Elution wurden aufgefangen und mittels SDS-PAGE hinsichtlich 
ihrer Reinheit analysiert. Die Reinigungsschritte erfolgten bei 4 °C. Die Reinigung der 
Proteine aus Einschlusskörpern (HVR) erfolgte in Anwesenheit von 6 M Harnstoff in allen 
verwendeten Puffern. 
 
2.2.4.4.4 Renaturierung der Proteine durch Dialyse 
Werden Proteine gezielt durch rekombinante DNA-Technologie in Prokaryoten hergestellt, 
ist die Ausbeute meist sehr hoch. Als Folge können sich jedoch Einschlusskörper 
(inclusion bodies) bilden, die aus nicht korrekt gefalteten Polypeptidketten bestehen. Für 
die Rückgewinnung der biologischen Aktivität müssen diese aufgelöst und das Protein in 
seine aktive Konformation überführt werden. Während dieser so genannten Renaturierung 
werden Proteine, die unter denaturierenden Bedingungen aufgereinigt wurden (siehe 
2.2.4.4.3), in ihre aktive Konformation überführt, um die biologische Aktivität 
zurückzugewinnen. Bei der Renaturierung durch Dialyse mit Roti®-Fold (ROTH) wird die 
Präzipitation der Proteine unterbunden und damit die Ausbeute an gereinigtem, nativen 
Protein erhöht. Ausgangspunkt für die Renaturierung sind die in Puffer gelösten, über 
Nickelchelat-Affinitätschromatographie gereinigten Proteine. Zu der Ausgangsfraktion 
wurde 1/10 Volumen erwärmtes Roti®-Fold (8x) gegeben und in einer Dialysesäule 
(Spectral® CE (Cellulose Ester) Float A LyzerTM) gegen Roti®-Fold (1x) dialysiert. In 
bestimmten Intervallen wurde das Roti®-Fold (1x) schrittweise mit PBS-Puffer nach 
Herstellerangaben verdünnt. Durch Zugabe von reduzierenden Agenzien (DTT, < 10 mM) 
kann die Ausbildung von korrekten Disulfidbrücken unterstützt werden.  
 
2.2.4.5 EMSA (electrophoretic mobility shift assay) 
Das LightShift chemiluminescent EMSA Kit (Pierce) ermöglicht die Analyse von Protein-
DNA-Interaktionen ohne den Gebrauch von Radioaktivität. DNA-Fragmente, an die 
Proteine gebunden sind, zeigen in einem Polyacrylamidgel ein anderes Laufverhalten als 
die entsprechende, ungebundene DNA. Der DNA-Proteinkomplex wandert aufgrund 
seines höheren Molekulargewichts langsamer als das proteinfreie Fragment. Diese 
Verzögerung wird als „Shift“ bezeichnet. Dieser Effekt kann genutzt werden, um 
spezifische Bindungen von Proteinen an DNA-Fragmente zu charakterisieren. Hierzu 
wurde das entsprechende DNA-Fragment mittels PCR (2.2.4.5.2) mit Biotin markiert und 
in einem geeigneten Puffer mit dem Proteinextrakt inkubiert (2.2.4.5.3). Die Bindereaktion 





erfolgte für 30 min bei RT und die Probe wurde dann auf das native PAGE-Gel gegeben. 
Als Laufpuffer diente 0,25x TBE. Als Kontrolle diente eine Probe mit dem freien DNA-
Fragment. Die Analyse wurde nach Herstellerangaben durchgeführt.  
 
2.2.4.5.1 Expression der Proteine 
Die Expression und Aufreinigung der Proteine erfolgte wie in 2.2.4.4 beschrieben. 
 
2.2.4.5.2 Herstellung des biotinylierten DNA-Fragmentes 
Ein 123 bp langes DNA-Fragment wurde mittels PCR amplifiziert. Die Primer waren dabei 
so verändert, dass das DNA-Fragment am 5’-Ende während der PCR biotin-markiert 
wurde. Anschließend wurde das DNA-Fragment mit dem GFX PCR DNA and Gel Band 
Purification Kit (Amersham) aus der Lösung aufgereinigt (2.2.7) und für den 
Bindungsassay eingesetzt.  
 
2.2.4.5.3 DNA-Protein-Bindungsassay 
Um für alle Ansätze eine gleiche DNA-Lösung zu garantieren, wurde ein DNA-Mastermix 
hergestellt. Die DNA-Menge wurde entsprechend 1 Mio cpm eingesetzt, 36 µL 
Bindungspuffer, 10 µL poly [dI/dC]-Lösung und 10 µL 15 mM Spermidin-Lösung 
zugegeben und mit H2O auf 100 µL aufgefüllt. Pro Ansatz wurden 5 µL Mastermix  mit 
0-9 µL Proteinlösung versetzt, mit H2O auf 15 µL aufgefüllt und für 20 min bei RT 
inkubiert. Ein Kontrollansatz ohne Proteinlösung wurde mit 4 µL Färbepuffer versetzt. Die 
Bindungsansätze wurden direkt auf das Gel geladen.   
 
2.2.4.5.4 Gelpräparation und Gellauf 
Das Agarose-/Polyacrylamidgel wurde einen Tag vor dem Versuch gegossen. Die 
Suspension aus Agarose, H2O und 10x TBE wurde aufgekocht, das abgedampfte H2O 
ersetzt und die restlichen Komponenten beigefügt. Das flüssige Gel wurde sofort 
luftblasenfrei in eine vorbereitete Gelkammer gegossen und der Kamm für die Geltaschen 
eingesetzt. Nach 30 min Polymerisation wurde das Gel über Nacht in feuchte Tücher 
eingeschlagen bei 4 °C gelagert. Am nächsten Tag wu rde nach einem Vorlauf von einer 
Stunde bei 100 V in 0,25x TBE-Puffer das Gel mit den Bindungsansätzen beladen und 
der Gellauf wurde bei 200 V durchgeführt. Als Laufkontrolle diente der Ansatz ohne 
Protein. Hatte die Bromphenolblau-Bande den unteren Gelrand erreicht, wurde der 
Gellauf beendet.   






Nach Beendigung des Gellaufs wurde das Gel für 20 min in Fixierlösung inkubiert und 
anschließend mittels Westernblot auf Whatman-Papier übertragen (2.2.4.3.1). Nach dem 
Blotten wurde die Membran zweimal für 1 min in 2x SSC neutralisiert und anschließend 
kurz mit 1x TE gewaschen. Zur DNA-Fixierung wurde die Membran auf Whatman-Papier 
gelegt und in der Mikrowelle (800 W, 2 min) inkubiert. Die Detektion erfolgte nach 
Herstellerangaben (Pierce). Anschließend wurde die Membran für 5 min in substrate-
working Lösung (im Kit enthalten) inkubiert und auf Whatman-Papier abgetropft. Die 
Membran wurde luftblasenfrei in Folie eingeschlagen und gegen einen Film in der 




Die At7-Zellsuspensionskultur eignet sich für die Untersuchung von Protein-DNA-
Wechselwirkungen (Trezzini et al., 1993; Mehrtens et al., 2005; Hartmann et al., 2005). 
Die ursprünglich von Hypokotylzellen abstammende Zellsuspensionskultur kann durch 
unterschiedliche Konstrukte kotransfiziert werden, die gleichzeitig aufgenommen werden. 
Dabei kann ein durch ein Effektor-Konstrukt kodiertes Protein an seinen Zielpromotor im 
Reporterkonstrukt binden und für die Expression eines kodierten β-Glukuronidase-
Enzyms sorgen. Diese hervorgerufene Reportergen-Aktivität kann fluorimetrisch bestimmt 
werden. Um unterschiedlich ausfallende Transfektionseffizienzen zu korrigieren wird 
zusätzlich ein Kontrollplasmid (pBT10::Proubi:LUCm3; MS129) transfiziert, das ein 
Luziferase-Reportergen unter der Kontrolle eines Ubiquitinpromotors enthält. Ein 
Auffüllplasmid (pBT10::∆:LUCm3; MS47) dient dazu, in jedem Transfektionsansatz die 
gleiche Menge DNA einzusetzen. Die DNA für die Transfektionsexperimente wird im 
Bakterienstamm E. coli K12 ER2925 amplifiziert und ist daher methylierungsnegativ.  
Die Kultivierung der Zellsuspensionskultur erfolgte wie in Trezzini et al. (1993) 
beschrieben. Die Zellen wurden in jeweils 40 mL MS-Medium in Erlmeyerkolben bei 26 °C 
und 105 rpm (Infors) in Dunkelheit inkubiert. Einmal pro Woche wurden 3 g einer Zelllinie 
mit einem Sieblöffel in frisches Medium überführt. 
 
2.2.5.1.1 Vorbereitung der Transfektions-DNAs 
Die DNAs für die Transfektion wurden immer nach dem gleichen Schema pipettiert. Ein 
Ansatz enthielt immer 10 µg Reporterplasmid, 0-2 Effektorplasmide (jeweils 1 µg), 5 µg 
Kontrollplasmid (pBT10::Proubi:LUCm3; MS129), ein Auffüllplasmid (pBT10::∆:LUCm3; 





MS47; bis zu einer Gesamt-DNA-Menge von 25 µg) und die entsprechende 
Wassermenge um einen Ansatz von 50 µL zu erhalten. In jedem Transfektionsexperiment 
wurde eine Positivkontrolle und eine Negativkontrolle, jeweils ohne Effektorplasmid, 
mitgeführt. In der Positivkontrolle wurde das konstitutiv GUS-exprimierende 
Reporterplasmid pBT4::Pro35S:GUS (MS275) eingesetzt und als Negativkontrolle diente 
das pBT4::∆:GUS (MS156) Plasmid.  
 
2.2.5.1.2 Gewinnung von At7-Protoplasten 
 (modifiziert nach Dangl et al., 1987) 
Um Protoplasten aus der At7-Zellkultur zu gewinnen wurden 40 mL einer 5 Tage alten 
Kultur zentrifugiert (Heraeus Multifuge 1s, 1300 rpm, 5 min, RT, Beschleunigung 3, 
Bremse 5) und das Pellet in 25 mL 240 mM CaCl2 resuspendiert. Nach erneuter 
Zentrifugation wurde das Pellet bis zu einem Gesamtvolumen von 40 mL in steriler 
Enzymlösung (enthält Zellulase und Mazerozym) aufgenommen und resuspendiert. 
Verteilt auf zwei Petrischalen (Durchmesser 14,5 cm) wurde die Zellsuspension über 
Nacht bei 26 °C und 20 rpm in Dunkelheit inkubiert.  Nach spätestens 20 Stunden wurden 
die Protoplasten für 30 min bei 26 °C und 50 rpm ge schüttelt und anschließend in 50 mL 
Reaktionsgefäße überführt und zentrifugiert (1300 rpm, 6 min, RT). Die Pellets wurden in 
25 mL 240 mM CaCl2 gewaschen, erneut wie vorher zentrifugiert und anschließend in 
5,5 mL B5-Medium aufgenommen. Es wurden immer zwei Ansätze vereinigt und die 
lebenden Protoplasten durch Zentrifugation (800 rpm, 6 min, RT) flotiert. Die lebenden 
Protoplasten wurden mit einer weitlumigen Pipette abgenommen und in 14,5 mL B5-
Medium erneut wie vorher flotiert. Die überlebenden Protoplasten wurden abgenommen 
und in ein neues Reaktionsgefäß überführt. Diese Protoplasten konnten direkt für die 
Transfektion eingesetzt werden.  
 
2.2.5.1.3 Transfektion von At7-Protoplasten 
 (modifiziert nach Krens et al., 1982; Hain et al., 1985 und Lipphardt et al., 1988) 
Die DNA-Aufnahme in die At7-Protoplasten wurde durch PEG vermittelt. Dazu wurden in 
10 mL Zentrifugenröhrchen (Sarstedt) je 200 µL Protoplastensuspension vorgelegt, in die 
die vorbereitete Transfektions-DNA gegeben wurde. Nach der Zugabe von 200 µL PEG-
Lösung wurde der Ansatz vorsichtig gemischt und für 15 min bei RT inkubiert. Die DNA-
Aufnahme wurde anschließend durch Zugabe von 5 mL 275 mM Ca(NO3)2-Lösung 
abgestoppt. Nach Zentrifugation (Heraeus Multifuge 1s, 800 rpm, 8 min, RT) wurden die 
Zellen in je 7 mL B5-Medium aufgenommen und bei 26 °C für 20 Stunden in Dunkelheit 
inkubiert.  





2.2.5.1.4 Ernte transfizierter Protoplasten 
Für die Ernte wurde die Zellsuspension nach der Inkubation in je 25 mL vorgekühlte 
240 mM CaCl2-Lösung gegeben und zentrifugiert (Heraeus Multifuge 3S-R, 1200 rpm, 
10 min, 4 °C). Der Überstand wurde bis auf 1 mL Res tvolumen abgenommen und die 
Protoplasten im verbliebenen Überstand resuspendiert. Unter Verwendung von „Cell 
saver“-Pipettenspitzen (Biozym Diagnostik) wurde die Protoplastensuspension in ein 
1,5 mL Reaktionsgefäß überführt und für 30 sec abzentrifugiert (Eppendorf Centrifuge 
5415D, 13.200 rpm, 4 °C). Die Pellets wurden in flü ssigem Stickstoff schockgefroren und 
bis zur weiteren Verwendung bei -80 °C gelagert.  
 
2.2.5.1.5 Gewinnung von Proteinextrakten aus Protoplasten 
Zur Extraktion der Proteine, die in den transfizierten Protoplasten enthalten sind, wurden 
die Protplasten-Pellets zunächst auf Eis aufgetaut und in 750 µL Luziferase-
Extraktionspuffer resuspendiert. Nachdem die Zellen für 30 sec auf dem Vortex-Mischer 
bei maximaler Drehzahl geschüttelt wurden, um die Zellmembranen zu zerstören, wurden 
die Zelltrümmer durch Zentrifugation pelletiert (Eppendorf Centrifuge 5417R, 13.200 rpm, 
10 min, 4 °C). Der Überstand wurde für die Proteinb estimmung, die Bestimmung der 
Luziferase-Aktivität und die Bestimmung der Glukuronidase-Aktivität verwendet.  
 
2.2.5.1.6 Proteinbestimmung nach Bradford 
 (modifiziert nach Bradford, 1976) 
Zur Bestimmung der Proteinkonzentration wurden 10 µL des Extraktes mit 200 µL einer 
1:5 mit Wasser verdünnten Färbereagenz („Proteinassay-Reagenz“, BioRad) gemischt 
und 20 min bei RT inkubiert. Die Proteinkonzentration wurde durch Messung der 
Absorption des Protein-Coomassie-Brilliant-Blau-Konjugats bei 595 nm in einem 
Fluorimeter (Fluostar Optima) ermittelt. Als Standard diente eine BSA-Eichreihe mit 
bekannten Proteinkonzentrationen.  
 
2.2.5.1.7 Bestimmung der Luziferase-Aktivität 
 (modifiziert nach Wood, 1991) 
Zur Bestimmung der Luziferase-Aktivität wurden 10 µL des Extraktes mit 100 µL 
Luziferase-Substratlösung gemischt und unmittelbar in einem Luminometer (Bioscan, 
MiniLum) gemessen. Dabei wurde die Summe der während eines Zeitintervalls von 
10 sec emittierten Photonen (RLU = relative light units) ermittelt.  
 





2.2.5.1.8 Bestimmung der β-Glucuronidase-Aktivität 
 (modifiziert nach Jefferson et al., 1986) 
Zur Bestimmung der β-Glucuronidase-Aktivität wurde die Umsetzung von 4-Methyl-
Umbelliferyl-Glukuronid (4-MUG) in das fluoreszierende Produkt 4-Methyl-Umbelliferon 
(4-MU) gemessen. Zu 100 µL Protoplastenextrakt wurden 100 µL 4-MUG-Substratlösung 
gegeben und für eine Stunde bei 37 °C inkubiert. In  20 min Intervallen wurde die 
Fluoreszenz des 4-MU bei einer Wellenlänge von 455 nm nach Anregung bei 366 nm 
gemessen (BMG Labtech, Fluostar Optima). Als Standard diente eine 4-MU Eichreihe in 
GUS-Puffer.  
 
2.2.5.1.9 Berechnung von Reportergenaktivitäten 
Jedes Transfektionsexperiment wurde achtmal wiederholt, wobei der höchste und 
niedrigste Wert jeweils vernachlässigt wurde. Für jede Transfektion wurde der Quotient 
aus GUSi- und LUCi-Aktivität sowie der Mittelwert dieser Quotienten (QMW) für die sechs 
Transfektionsexperimente berechnet. Zur Standardisierung wurde der Mittelwert aller 
Luziferaseaktivitäten eines experimentellen Blocks bestimmt.  





Zur Korrektur variierender Transfektionseffizienzen wurde aus dem Quotienten der 
mittleren Luziferaseaktivität eines experimentellen Blocks und der Luziferaseaktivität 
eines einzelnen Transfektionsansatzes LUCi ein spezifischer Korrekturfaktor (Fi) für jede 
einzelne Transfektion berechnet:    







                               n = Anzahl der Transfektionen 
Der standardisierte, korrigierte GUS-Wert (GUSki) einer Transfektion wurde durch 
Multiplikation der spezifischen GUS-Aktivität mit dem Korrekturfaktor errechnet:  
   GUS(ki) = Fi · GUSi 
Bei den standardisierten GUS’-Aktivitäten, die in dieser Arbeit angegeben sind, handelt es 
sich um Mittelwerte der korrigierten, spezifischen GUSki-Werte aus 6x wiederholten 
Transfektionen mit den gleichen Konstrukten. Die Fehlerbalken entsprechen dem 
mittleren Fehler des Mittelwertes.  
 
2.2.5.1.10 At7-Transfektion zur Analyse der Fusionsproteine 
Die Protoplasten der Zellkultur wurden ebenfalls dazu verwendet, die intrazelluläre 
Lokalisation und die Bindung von Fusionsproteinen aneinander zu untersuchen. Dazu 





wurden je Expressionsplasmid, das für die entsprechenden Proteine kodiert, 10 µg DNA 
pro 50 µL Ansatz eingesetzt. Die Transfektion erfolgte wie oben beschrieben, jedoch 
erfolgte keine Ernte der Protoplasten. Es wurden die transfizierten Protoplasten nach der 
Inkubation über Nacht abgenommen und zur weiteren Analyse am Fluoreszenzmikroskop 
(2.2.6.1) eingesetzt. 
 
2.2.5.2 Tabak BY-2 Zellkultur 
2.2.5.2.1 Analyse der Lokalisation von Fusionsproteinen 
Um die Lokalisation von Fusionsproteinen sowie die Interaktion der Transkriptionsfaktoren 
in vivo zu ermitteln, wurden transient eingebrachte Fusionsproteine in BY-2 
Tabakprotoplasten überexprimiert. Die PEG (Polyethylenglycol)-vermittelte Transfektion 
wurde nach einem modifizierten Protokoll nach Schäfer et al. (1991) durchgeführt.  
 
2.2.5.2.2 Tabak BY-2 Zellsuspensionskultur 
Die Kultivierung der heterotrophen Tabak BY-2 Zellsuspensionskultur erfolgte nach 
Merkle et al. (1996) in BY-2 Zellkulturmedium bei 26 °C im Dunke ln.  
 
2.2.5.2.3 Protoplastierung der Tabakzellen 
Für die Protoplastierung wurden 20 mL einer 4 Tage alten, subkultivierten Kultur in ein 
steriles 50 mL Reaktionsgefäß überführt und pelletiert (Hereaus Multifuge 1s, 400 g, 
5 min, RT). Das Zellpellet wurde in 25 mL Waschlösung resuspendiert und nach erneuter 
Zentrifugation (400 g, 5 min, RT) in 13 mL Verdaulösung aufgenommen. In einer 
Petrischale wurde die Zellsuspension über Nacht im Dunkeln bei 26 °C inkubiert.  
 
2.2.5.2.4 Transfektion der BY-2 Protoplasten 
Nach der Inkubation wurden die Protoplasten in ein 50 mL Reaktionsgefäß überführt und 
pelletiert (Hereaus Multifuge 1s, 100 g, 5 min, RT). Der Überstand wurde bis auf 2 mL 
entfernt und die Zellen in der restlichen Flüssigkeit resuspendiert. Die Zellen wurden in 
25 mL Waschlösung aufgenommen und erneut pelletiert (100 g, 5 min, RT) und in 2 mL 
Restüberstand resuspendiert. Nach der Zugabe von 10 mL W5-Lösung und Pelletierung 
der Zellen (100 g, 5 min, RT) erfolgte eine Resuspendierung der Suspension in 5 mL W5-
Lösung mit anschließender Inkubation für 20-30 min im Dunkeln bei 4 °C. Nach der 
Zentrifugation unter gleichen Bedingungen wurde das Pellet durch schrittweises 





Hinzufügen von 10 mL MMM-Lösung resuspendiert und wie oben angegeben wieder 
zentrifugiert. Etwa 6 mL des Überstandes wurden abgenommen und das Zellpellet in dem 
restlichen Überstand resuspendiert wodurch eine Protoplastendichte von etwa 2 x 106/mL 
erreicht wurde. Als Vorbereitung für die Transfektion wurde 30 µg DNA in 
Plastikzentrifugenröhrchen vorgelegt und mit 300 µL Protoplastensuspension gemischt. 
Nachdem tropfenweise 300 µL PEG zugegeben wurde, wurde der Ansatz durch 
Invertieren des Röhrchens gemischt und für 10 min bei RT inkubiert.  Anschließend 
wurden schrittweise 10 mL W5-Lösung zugegeben und dann zentrifugiert (400 g, 5 min, 
RT). Das Protoplastenpellet wurde durch schrittweise Zugabe von 700 µL MS + 
Saccharose resuspendiert und über Nacht in waagerechter Position bei 26 °C in 
Dunkelheit inkubiert.  
 
2.2.5.2.5 Lokalisation der Fusionsproteine 
Die Analyse der Konstrukte erfolgte mit dem konfokalen Laserscanning Mikroskop (TCS 
SP2 AOTF DM-RE 7, Leica, Bensheim). Die Anregung erfolgte mit einem Argonlaser 
(514 nm) und die Detektion mit einem Photomultiplier (530 nm–560 nm). Verwendet 
wurden dabei ein 20x und ein 63x Ölimmersionsobjektiv. Die Bilderfassung und die 
Bearbeitung erfolgte mit der zugehörigen Leica Software. Zusätzlich erfolgte eine weitere 
Analyse mit Hilfe der Weitfeldmikroskopie (vgl. 2.2.6.1).  
 
2.2.5.3 BiFC (bimolecular fluorescence complementation) 
BiFC ist eine einfache und relativ schnelle Methode, um Proteininteraktionen und gleich-
zeitig deren subzelluläre Lokalisation in lebenden (Pflanzen)-Zellen sichtbar zu machen 
(Hu et al., 2002, Bracha-Drori et al., 2004). Dabei kommt es durch das Zusammenbringen 
zweier nicht-fluoreszierender YFP-Teilfragmente zu einer Rekonstitution der Fluoreszenz, 
wenn zwei Proteine, die mit den jeweiligen YFP-Teilfragmenten fusioniert sind, 
miteinander interagieren. BiFC besitzt eine hohe Spezifität und die rekonstituierten 
Chromophorkomplexe haben eine hohe Stabilität (Bracha-Drori et al., 2004).    
 
2.2.5.3.1 Konstruktion der Split-YFP Vektoren und Klonierung der cDNAs 
Die Proteine, die auf ihre Interaktion getestet werden sollten, wurden jeweils mit einem 
YFP-Teilfragment fusioniert. Dafür wurden die cDNAs über die Restriktionsschnittstellen 
EcoRI / SacI in die p5’YC2 und p5’YN2 Vektoren kloniert. Der p5’YN2 Vektor enthielt den 
530 bp lange N-terminalen bereich des YFP während der p5’YC2 Vektor den 310 bp 
langen C-terminalen Bereich des YFP enthielt. Die YFP-Teilfragmente wurden N-terminal 





an die cDNAs der zu untersuchenden Proteine fusioniert. Unter dem 35S-Promotor fand 
in den Zellen eine Überexpression statt. Alle Proteindimere wurden gegenseitig sowohl 
als YN- als auch als YC-Fusionen getestet.  Die Herstellung der BY-2 Protoplasten mit der 
anschließenden Kotransfektion erfolgte wie in dem Kapitel 2.2.5.2 beschrieben. Pro 
Konstrukt wurde 20 µg DNA eingesetzt, so dass die Transfektion mit 40 µg DNA 
stattfinden konnte.  
 
2.2.5.3.2 Analyse der BiFC-Interaktionen 
Die Detektion erfolgte wie in Kapitel 2.2.5.2.5 beschrieben mit dem konfokalen 
Laserscanning Mikroskop und wie in Kapitel 2.2.6.1 beschrieben mit der 
Weitfeldmikroskopie. Die Anregung durch den Argon-Laser erfolgte bei 514 nm, die 
Detektion mit dem Photomultiplier im Bereich von 530 nm bis 560 nm. 
 
2.2.6 Fluoreszenz-Spektroskopische Methoden 
2.2.6.1 Konfokale Laser-Scaning-Mikroskopie  
Insbesondere die Entwicklung der Fluoreszenzmikroskopie macht die Untersuchung der 
Lokalisation, der Dynamik und der Interaktion von Molekülen in lebenden Zellen (live cell 
imaging) möglich. Neuartige Laser-Scanning-Mikroskope verfügen anstelle eines 
dichroitischen Spiegels über einen so genannten AOTF (acousto-optical-beam-filter) mit 
dem Vorteil eines größeren Durchgangs von Laserlicht zur Probe und einer größeren 
Flexibilität bei der Detektion. Dadurch wird eine zeitlich und räumlich hohe Auflösung von 
morphologischen Details von Zellverbänden in Geweben sowie auf subzellulärer Ebene 
ermöglicht. Der experimentelle Aufbau spielt eine wichtige Rolle in der 
Fluoreszenzmikroskopie. Er muss höchsten Anforderungen genügen, um ein gutes 
Signal-zu-Rausch Verhältnis zu gewährleisten. Dabei ist sowohl die Qualität der optischen 
Komponenten (Mikroskopobjektiv, dichroitische Strahlteiler und Filter) von entscheidender 
Bedeutung als auch eine absolut lichtdichte Abschirmung des Detektionsarms und eine 
spezielle Präparation der Proben.  
 
2.2.6.1.1 Der Versuchsaufbau 
Der Versuchsaufbau besteht aus verschiedenen Einzelkomponenten (siehe Abb. 2-3), 
durch deren Kombination eine Spektroskopieapparatur mit mehreren Anregungslasern 
entsteht. Der komplette Aufbau befindet sich auf schwingungsisolierten Lasertischen.  






Abbildung 2-3: Versuchsaufbau der konfokalen Spektroskopie (Kasper, 2004). 
 
 
Die verwendeten Laser werden nach der Aufweitung auf die Größe der numerischen 
Apertur des Objektivs, über dichroitische Strahlteiler zusammengeführt. Die Aufweitung 
gewährleistet eine homogene Ausleuchtung des Objektivs und eine beugungsbegrenzte 
Abbildung der angeregten Farbstoffmoleküle. Über den hinteren Eingang erfolgt die 
Einkopplung in das Mikroskop. Über den unteren Mikroskopausgang erfolgt die 
Auskopplung des Fluoreszenzsignals. Die Auswertung des Signals erfolgt PC-gesteuert 
über ein in LabVIEW (LabVIEW 6.1; National Instruments, USA) geschriebenes 
Programm. Als Anregungslichtquelle dient ein herkömmlicher HeNe-Laser bei einer 
Wellenlänge von 638 nm und einer maximalen Ausgangsleistung von 2 mW.  
Benutzt wurde ein Ölimmersionsobjektiv (Zeiss, Jena) mit einer 100-fachen Vergrößerung 
und einer numerischen Apertur von 1,45. Die numerische Apertur gibt das Auflösungs-
vermögen des Objektivs an. Im Brennpunkt des Objektivs befindet sich ein Raumfilter, ein 
Pinhole mit einem Durchmesser von 100 µm, durch das das Streulicht vom Fluoreszenz-
signal getrennt werden kann. Dadurch wird das Signal-zu-Rausch Verhältnis signifikant 
verbessert. Über eine Tubuslinse wird eine 1:1-Abbildung des Anregungsvolumens 
erreicht. Im Detektionsarm wird das Signal von Störeinflüssen befreit und auf den 
Detektoren abgebildet. Über einen weiteren dichroitischen Strahlteiler wird das Signal 
spektral aufgeteilt. Je nach verwendetem Farbstoff erfolgt die Trennung bei 650 oder 
680 nm. Dadurch werden die Fluoreszenzsignale etwa in der Mitte der Emisionsspektren 
spektral getrennt, um so eine hohe spektrale Auflösung zu gewährleisten. Bandpassfilter 
vor den Detektoren gewährleisten, dass nur das Fluoreszenzlicht des jeweiligen 
Fluorophors detektiert wird. Für die Detektion der Fluoreszenzsignale werden Avalanche 
Photodioden (Perkin Elmer Optoelectronics, USA) verwendet.  





2.2.6.2 Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS) 
Die Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie ist eine sehr schnelle und dynamische 
Methode, um Protein-DNA-Wechselwirkungen in Lösung zu analysieren. Bei der FCS-
Methode wird Lasertechnologie mit konfokaler Mikroskopie verknüpft. Durch Einführung 
moderner Mikroskope wurde diese Methode revolutioniert. Es werden Zufallsbewegungen 
von fluoreszenzmarkierten Molekülen in einem sehr kleinen Volumen (1 Femtoliter), dem 
Laserfokus, gemessen. Dabei diffundieren einzelne Moleküle aufgrund der Brown’schen 
Molekularbewegung in der untersuchten Lösung umher. Aus diesen Fluktuationsdaten 
werden die Diffusionszeiten der Moleküle bestimmt, die mit der Masse der Teilchen 
korrelieren. Durch Komplexbildung mit einem anderen Molekül verändert sich die 
Molekülmasse und damit die Diffusionszeit und kann so zur Analyse thermodynamischer 
oder kinetischer Parameter der Wechselwirkungspartner herangezogen werden. Die 
zeitliche Auflösung der Methode liegt zwischen einigen Nanosekunden (6,5 ns) bis zu 
mehreren Sekunden. Für die Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie war ein 
fluoreszierender Marker (AlexaFluor®488, ATTO655) notwendig, der via PCR an die zu 
untersuchende DNA gebunden wurde. Die Proteine, die für die Bindungsstudien 
eingesetzt wurden, wurden nativ in einem E. coli Expressionssystem exprimiert und über 
His-Tag Affinitätschromatographie-Säulen aufgereinigt und später renaturiert (siehe 
2.2.4.4).  
Die FCS-Experimente wurden an einem von der Abteilung für Laserspektroskopie 
(Universität Bielefeld) realisierten konfokalen Fluoreszenz-Mikroskop-Aufbau 
durchgeführt. Für die Analyse der Promotor-Bindestellen wurden die mit dem 
fluoreszierenden Marker (ATTO655) markierten DNA-Fragmente auf eine Konzentration 
von etwa 0,5 nM in PBS-Puffer (pH 7,4) verdünnt, der 0,3 mg/mL BSA und 0,05% 
Tween20 enthält, um Wechselwirkungen der DNA mit der Oberfläche des Objektträgers 
zu verhindern. Die Stärke der Anregung wurde an der hinteren Aperturblende auf 250 µW 
angepasst, um mögliche Artefakte wie zum Beispiel Photobleichen oder die Fluoreszenz-
Sättigung des Farbstoffes zu vermeiden. Die Messungen fanden in einem Standard-
Muldendeckglas mit 100 µL Lösung statt, welches mit einem Deckglas abgedeckt wurde. 
Alle Messungen wurden bei Raumtemperatur durchgeführt. Die Korrelationskurve der 
Fluoreszenzbewegungen von N frei diffundierenden Molekülen, die mit einer 
charakteristischen Diffusionszeit Dτ  durch das Anregungs- und Detektionsvolumen 
diffundieren, wurde mit einem geeigneten 2-dimensionalen Diffusions-Modell analysiert:  
















τ .                                                     










τ =  wobei  ω 2xy den lateralen 
Radius des Anregungs- und Detektionsvolumens darstellt. D ist dabei der 
Diffusionskoeffizient, der durch die Stokes-Einstein Gleichung berechnet wird: 
RkTD piη6/= , während η  die Viskosität des Mediums und R der hydrodynamische 
Radius ist. Als eine Annäherung an R kann ein Molekül mit einem Molekulargewicht Mr 





Ar NMR = . R ist dafür proportional zu der Kubikwurzel des molekularen Gewichtes.  
 
2.2.6.2.1 Verwendete Farbstoffe 
In dieser Arbeit wurde der Farbstoff ATTO655 (ATTO-Tec GmbH, Siegen) der Klasse der 
Oxazine verwendet. Die Fluoreszenzlebensdauer liegt laut Herstellerangaben bei 1,9 ns. 
Das Maximum der Anregungswellenlänge liegt bei 653 nm, während das Maximum der 
Emissionswellenlänge bei 684 nm liegt. Die Anregung des Farbstoffs erfolgt mit einer 
Wellenlänge von 633 nm beim HeNe-Laser und mit 635 nm bei der Laserdiode.  
 
2.2.6.2.2 Vorbereitung der Proben 
Die DNA, die für die Bindungsstudien eingesetzt wurde, musste zuvor mittels PCR 
amplifiziert und mit dem Farbstoff ATTO655 (ATTO-Tec GmbH, Siegen) verbunden 
werden. Dazu wurden entsprechend markierte Oligonukleotide von der Firma IBA (GmbH, 
Göttingen) bezogen. Die modifizierten DNA-Fragmente wurden nach der Amplifikation 
mittels PCR (2.2.1) mit Hilfe des Amersham GFX PCR DNA and Gel Band Purification 
Kits aufgereinigt (2.2.2.7) mit anschließender Konzentrationsbestimmung (2.2.2.13). Die 
fluoreszenzmarkierten DNA-Fragmente wurden auf eine Konzentration von 10-8 M 
verdünnt. Die Expression der Proteine erfolgte heterolog in E. coli BL21(DE3) pLysS 
(2.2.4.4.1). Die Aufreinigung und Renaturierung erfolgte wie in 2.2.4.4.2 und 2.2.4.4.3 
beschrieben. Nach der Renaturierung erfolgte die Konzentrationsbestimmung nach 
BRADFORD (2.2.4.1). Die Proteine konnten anschließend für die Bindungsstudien 
eingesetzt werden. Für Einzelmessungen wurden 100 µL Probenlösung, bestehend aus 
10 µL 10-8 M DNA, 1 µL etwa 10-5 M Proteinen und 89 µL PBST-BSA Lösung, auf einen 
Objektträger pipettiert und mit einem Deckglas abgedeckt. Für Titrationsmessungen wird 
die Konzentration der DNA konstant gehalten, während die Konzentration der Proteine 
kontinuierlich verändert wird. Die Experimente wurden am zuvor beschriebenen 
konfokalen FCS-Aufbau bei Raumtemperatur durchgeführt.  





2.2.6.2.3 Auswertung der Messdaten 
Bei der Auswertung der Messdaten in Form einer Korrelationsanalyse wird die 
logarithmische Darstellung der Fluktuationen in Abhängigkeit von der Korrelationszeit 
dargestellt (Abb. 2-4). Befindet sich nur freier Farbstoff in der Lösung, diffundiert dieser 
mit einer mittleren Diffusionszeit durch das Detektionsvolumen. Ist dieser Farbstoff an 
eine DNA gebunden, nimmt die Masse und damit auch der hydrodynamische Radius zu, 
was zu einer Diffusionszeitverlängerung führt. Werden zu dem Probenvolumen ein oder 
mehrere Proteine gegeben, können diese an die markierte DNA binden. Dieser wesentlich 
größere Komplex hat eine signifikant längere Diffusionszeit und eine veränderte 
Konformationsdynamik. Diese Verlängerung der Diffusionszeit kann gemessen werden 






Abbildung 2-4: Beispielkurve einer Korrelationsanalyse.  
Beispielkurve der Diffusionszeitverlängerung nach Bindung von DNA an den Farbstoff (rote Kurve) 
bzw. Bindung der Proteine an die markierte DNA (grüne Kurve) (modifiziert nach Peters, 2006).  
 
 
2.2.6.3 Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (FRET) 
Diese von Förster 1948 erstmals beschriebene Methode dient dem Nachweis von 
Bindungen und Interaktionen zwischen Molekülen (Proteinen, Lipiden, Enzymen, DNA, 
RNA) in lebenden Zellen. Dabei werden fluoreszierende Proteine an die zu 
untersuchenden Proteine gekoppelt und gemeinsam exprimiert. Es kann so gleichzeitig 
die Verteilung verschiedener Proteine in der lebenden Zelle beobachtet werden.  
Für die Untersuchung von Protein-Protein-DNA-Wechselwirkungen in Protoplasten wurde 
mit dem At7 und dem BY-2 Zellkulturprotoplastensystem gearbeitet (2.2.5). Die 
Protoplasten wurden dabei aber nicht geerntet, sondern für weiterführende Mikroskopie-
Studien verwendet (2.2.6.1). Für die Analyse der Protein-Protein-DNA-Wechselwirkungen 
in transgenen Pflanzen wurden die Keimlinge auf Filterpapier mit Norflurazon und 4% 





Saccharose unter Langtagbedingungen im Lichtraum angezogen und nach 5-7 Tagen 
analysiert. Dabei wurden dünne Gewebeschnitte des Hypokotyls, der Wurzel und der 
Keimblätter mit dem konfokalen Lasermikroskop und mit Hilfe der Weitfeldmikroskopie 
untersucht.     
 
2.2.6.3.1 Fluoreszierende Proteine 
Fluoreszenzfarbstoffe liefern ein höchst wirksames Instrument zur Untersuchung von 
Proteinen in ihrem biologischen Zusammenhang. Bei diesen Protein-Protein-DNA-
Interaktionsstudien wurde hauptsächlich mit dem eGFP aus der Curtis und Grossniklaus 
Gruppe und mit dem mCherry aus dem TsienLab gearbeitet (vgl. 2.1.4). Andere 
eingesetzte Fluoreszenzproteine waren auch eYFP, mOrange und mRFP.  
 
2.2.6.3.2 In vivo-Markierung mit fluoreszierenden Proteinen 
Um die intrazelluläre Lokalisation und Dynamik eines zu untersuchenden Proteins in 
lebenden Zellen zu registrieren, wurden die zu untersuchenden Gene durch Fusion und 
anschließende Expression des GFP-Gens fluoreszenzmikroskopisch analysiert. Der 
Vorteil bei chimären Fusionsproteinen ist, dass die Expression in Zellen durch 
Gentransfer möglich ist und dadurch keine heterologe Produktion, Aufreinigung, in vitro-
Markierung und Mikroinjektion von rekombinanten Proteinen notwendig ist. Neben GFP 
wurden in dieser Arbeit ebenfalls Fluoreszenzproteine aus anderen spektralen Bereichen 
eingesetzt, wie YFP, mCherry, mOrange und mRFP. Für diese Interaktionsstudien 
wurden die fluoreszierenden Proteine in die binären Vektoren kloniert (vgl. 2.1.4), 
wodurch Fusionen mit den zu untersuchenden Transkriptionsfaktoren entstanden. 
Anschließend wurde der 35S-Promotor der binären Vektoren durch den jeweiligen nativen 
Promotor des Transkriptionsfaktors ausgetauscht. In den Protoplasten und den 
transgenen Pflanzen wurden so die Fusionsproteine unter dem nativen Promotor der zu 
untersuchenden Proteine exprimiert und mittels konfokaler Lasermikroskopie bzw. mit 

















Die Flavonoidbiosynthese in A. thaliana ist sowohl räumlich als auch zeitlich während der 
gesamten pflanzlichen Entwicklung reguliert und wird durch eine Vielzahl von 
umweltbedingten und endogenen Einflüssen induziert. Ohne das reibungslose und 
funktionelle Zusammenspiel vieler Proteine ist ein geregelter Ablauf des Stoffwechsels 
nicht möglich. Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Regulation einer wichtigen Zweigstelle 
des Anthocyanstoffwechsels näher untersucht. Als Regulatoren des Schlüsselenzyms 
Dihydroflavonol-Reduktase (DFR) wurden besonders drei Transkriptionsfaktoren in 
Augenschein genommen, MYB75 sowie BHLH2 und BHLH42 aus der Subgruppe IIIf. Für 
die Regulation treten diese Transkriptionsfaktoren sowohl miteinander als auch mit dem 
DFR-Promotor in Kontakt. Um diesen Regulationsmechanismus zu verstehen, wurde in 
dieser Arbeit die Bindung der Transkriptionsfaktoren untereinander sowie an ihre Ziel-
DNA mit Hilfe neuer Methoden aus der Physik untersucht und mit Standardmethoden aus 
der Biologie abgesichert und verglichen. Mittels Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie 
(FCS) wurden Bindesequenzen am Ziel-Promotor analysiert. Mit verschiedenen 
Mikroskopie-Methoden wurde die Lokalisation der Transkriptionsfaktoren in lebenden 
Zellen dargestellt. Die Interaktion der Transkriptionsfaktoren untereinander sowie mit der 
Ziel-DNA wurde sowohl in vitro als auch in pflanzlichen Zellen untersucht. Des Weiteren 
wurde der Fragestellung nachgegangen, inwiefern die Regulation des DFR-Promotors 
und damit der Anthocyanbiosynthese durch äußere Einflüsse beeinflusst wird.  
 
3.1 Regulation des DFR-Promotors durch kombinatorische 
Interaktion von R2R3-MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren  
Es ist bereits aus At7-Kotransfektionsstudien bekannt, dass der DFR-Promotor durch die 
Kombination verschiedener MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren aktiviert werden kann 
(Zimmermann et al., 2004). Dabei sind in A. thaliana Keimlingen wahrscheinlich zwei 
Transkriptionsfaktor-Komplexe von Bedeutung, MYB75/BHLH42 und MYB75/BHLH2. Mit 
Hilfe einer neuen Messmethode, der Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS), sollte 
die Bindung dieser Transkriptionsfaktoren an dem DFR-Promotor nachgewiesen werden. 
Unterstützt von gängigen molekularbiologischen und biochemischen Methoden wurde der 
Frage nachgegangen, ob die Proteine einzeln an die Promotor-DNA binden und dann 
gemeinsam aktivierend wirken, oder ob die Transkriptionsfaktoren zunächst einen 
Komplex bilden, der dann die Ziel-DNA bindet. Ebenso sollten mit der FCS-Methode die 







3.1.1 Die Struktur des DFR-Promotors 
Ein wichtiges Zielgen für die drei Proteine MYB75, BHLH42 und BHLH2 im 
Anthocyanbiosyntheseweg ist die Dihydroflavonol-Reduktase (DFR). Die Struktur von 
anderen Promotoren der Anthocyanbiosynthese wie dem Chalkonsynthase- (CHS)  oder 
dem Banyuls- (BAN) Gen wurde bereits in der Literatur beschrieben und die darin 
enthaltenden cis-wirkenden Elemente, die die Regulation durch MYB und bHLH 
Transkriptionsfaktoren ermöglichen können, sind bekannt (vgl. Einleitung). Anhand von 
Ergebnissen der PLACE Software (PLACE; http://www.dna.affrc.go.jp/PLACE/) und Daten 
aus der Dissertation von M. Heim (2003) wurde die DFR-Promotorsequenz auf 
entsprechende Bindesequenzen untersucht.  
Ein verwendetes 520 bp langes DFR-Promotorfragment (-473 bis ATG, vgl. Abb. 3-1; im 
Folgenden als ProDFR520 bezeichnet) enthält drei putative Bindemotive für bHLH-
Faktoren (später als R Recognition Sequence/RRS bezeichnet). Zwei dieser putativen 
Motive werden als G-Box (CACGTG) bezeichnet, wobei es sich um einen speziellen 
Typus des so genannten E-Box-Motives (CANNTG) handelt. Bei der dritten putativen 
Bindestelle handelt es sich um ein ACGT-Element (ACGT-Containing Element/ACE), 
welches ebenfalls ein E-Box-Motiv darstellt. An Motive mit dem CACGTG-Konsensus 
können bHLH-Proteine der Subgruppe IIIf binden (Toledo-Ortiz et al., 2003). Neben den 
möglichen bHLH-Bindemotiven finden sich ebenso zwei putative MYB-Bindemotive 
(später als MYB Recognition Sequence/MRS bezeichnet) in diesem DFR-
Promotorfragment. Diese sind weniger einheitlich organisiert. Sie enthalten die 
Konsensussequenz T/C ACC T/G G, sind in „vorwärts“-Richtung angelegt und liegen in 
direkter Nähe zu den putativen bHLH-Bindestellen (Abb. 3-1). Eine Häufung der putativen 
cis-wirkenden Elemente findet sich in den 200 Nukleotiden vor dem Startkodon. 
Insgesamt wurden weitere putative cis-wirkende Elemente gefunden, neben weiteren 
MYB- und bHLH-Bindestellen auch bZIP-Bindestellen oder Motive für WRKY-
Transkriptionsfaktoren, die jedoch im Rahmen dieser Analyse nicht weiter betrachtet 
wurden.  
Experimentelle Studien im At7-Kotransfektionssystem haben die Aktivierbarkeit des 
ProDFR520 durch die Kombination verschiedener MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren 
nachgewiesen (Heim, 2003). Dabei konnte auch gezeigt werden, dass dieses 520 bp 
DFR-Promotorfragment durch die Kombination von MYB75 und BHLH42 bzw. von MYB75 
und BHLH2 aktiviert werden kann. Es konnte keine Reportergenaktivität nachgewiesen 
werden, wenn kein Effektor oder nur ein MYB bzw. ein bHLH Transkriptionsfaktor als 



























Abbildung 3-1: Sequenz des verwendeten ProDFR520 (-473 bp bis ATG). 
Mittels PLACE-Analyse wurden die putativen cis-wirkenden Elemente ermittelt. Grün sind dabei die 
putativen MYB-Bindestellen und violett sind die putativen bHLH-Bindestellen (E-Box-Elemente). 
Das blaue „G“ markiert den Transkriptionsstart und das rote „ATG“ den Translationsstart. Die 
TATA-Box ist hellbraun dargestellt. Die Pfeile zeigen die Leserichtung des Motivs an. Dargestellt ist 
hier nur der „vorwärts“-Strang. Gelb unterlegt ist der 123 bp Minimalpromotor.  
 
 
Für die Bindungsstudien an dem DFR-Promotor wurde in dieser Arbeit ein 
doppelsträngiges, 123 bp langes Promotorfragment kloniert, welches die putativen 
Bindemotive für die Transkriptionsfaktoren enthielt, und als Minimalpromotor definiert (im 
Folgenden als ProDFR123 bezeichnet). Dieses 123 bp lange Promotorfragment (-184 bis 
-62; Abb. 3-1 gelb unterlegt), welches noch durch die Kombination von MYB75 und 
BHLH42 im Kotransfektionssystem aktivierbar ist (vgl. Abb. 3-9), wurde sowohl für EMSA 
als auch für FCS-Analysen eingesetzt, um die Bindung der Transkriptionsfaktoren zu 
analysieren. Für die Bindungsstudien mit EMSA wurde das Promotorfragment mittels 
PCR mit modifizierten Biotin-markierten Primern amplifiziert, während das Fragment für 
die FCS-Analysen mittels PCR mit ATTO655-markierten Primern hergestellt wurde.    
 
3.1.2 Expression und Aufreinigung rekombinanter 
Transkriptionsfaktoren 
Für weiterführende Bindungsstudien der MYB75 und BHLH42 Transkriptionsfaktoren 
wurden Expressionskonstrukte entworfen, die Derivate des pDEST17-
Proteinexpressionsvektors darstellen. Die Konstrukte pDEST17-6xHis:MYB75 und 






einen N-terminalen Histidinanhang, mit dessen Hilfe sowohl eine 
affinitätschromatographische Aufreinigung des Fusionsproteins über Ni-NTA-Säulen, als 
auch eine Detektion der exprimierten Proteine durch Penta-His HRP (Anti-His-Tag) 
Antikörper möglich war. Durch den in pDEST17 enthaltenden T7-Promotor konnte die 
Expression der Proteine durch Zugabe von IPTG induziert werden. Durch die 
Transformation der Konstrukte in den E. coli BL21 pLysS Expressionsstamm wurden die 
Proteine heterolog exprimiert. Die Analyse erfolgte über eine SDS-PAGE (Abb. 3-2). Die 
Expression der Fusionsproteine wurde durch Zugabe von IPTG induziert. Dabei stieg die 
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Abbildung 3-2: Analyse der Expression und Aufreinigung von His6-BHLH42 (A, B) und His6-
MYB75 (C, D) mittels SDS-PAGE. 
(A) und (C): Die Proteine wurden als 6xHis-Tag Fusionsproteine exprimiert. Die Expression wurde 
mittels IPTG induziert. Die Proteinextrakte wurden vor und nach der Induktion in regelmäßigen 
Abständen entnommen und mittels SDS-PAGE und Coomassie Blue-Färbung analysiert. Das His6-
BHLH42-Protein hat etwa eine Größe von 62 kDa (A, Pfeil), während das His6-MYB75-Protein 
etwa 34 kDa groß ist (C, Pfeil). (A) und (C) v.I. = vor Induktion; 2h-8h = Stunden nach der 
Induktion; p = Pellet-Fraktion; u = Überstand-Fraktion. (B) und (D): Die induzierten Proteine wurden 
nach 6-8h Expression mittels His-Tag-Affinitätschromatographie unter denaturierenden 
Bedingungen aus Einschlusskörpern aufgereinigt. B = Proteinbindung; W = Waschschritt; E1-E3 = 







Das Molekulargewicht der Proteine konnte aus der Proteinsequenz abgeleitet werden. Für 
His6-MYB75 konnte eine Proteinbande von etwa 34 kDa nachgewiesen werden, während 
für His6-BHLH42 eine Bande in der Größe von etwa 62 kDa gezeigt werden konnte 
(Abb. 3-2, Pfeile). Die Proteine wurden nach der Expression aus dem Gesamtzellextrakt 
aufgereinigt. Mittels Polyhistidinanhang konnten die Fusionsproteine über Affinitäts-
chromatographie unter denaturierenden Bedingungen aus Einschlusskörpern (inclusion 
bodies) aufgereinigt werden. Nach dem Waschschritt und den Elutionsschritten konnte 
eine klare Proteinbande in der jeweils richtigen Größe des Proteins nachgewiesen werden 
(Abb. 3-2, B und D). 
 
Zur Unterstützung der Ergebnisse, dass es sich bei den exprimierten Proteinen 
tatsächlich um MYB75 und BHLH42 handelte, wurde nach der Analyse mittels SDS-
PAGE eine Westernblot-Analyse durchgeführt. Dabei wurde die SDS-PAGE nicht mit 
Coomassie-Blue gefärbt, sondern auf eine Nitrozellulosemembran geblottet. Mittels 
Penta-His HRP Antikörper, die eine sehr spezifische und sensible Reaktion mit den 
Polyhistidinen der Fusionsproteine eingehen, konnten die Fusionsproteine His6-MYB75 
und His6-BHLH42 eindeutig nachgewiesen werden (Abb. 3-3, A und B). Da die 
Fusionsproteine unter denaturierenden Bedingungen aus Einschlusskörpern aufgereinigt 
wurden, musste anschließend die Funktionalität der Proteine wieder hergestellt werden. 
Mittels Dialyse wurde die native Konformation der Proteine wieder hergestellt und mit Hilfe 






























Abbildung 3-3: Analyse der Expression von His6-BHLH42 (A) und His6-MYB75 (B) mittels 
Westernblot und der Renaturierung mittels SDS-PAGE (C).  
(A) und (B): Nach der Proteinexpression wurden die 6xHis-Tag-Proteine BHLH42 (A) und MYB75 
(B) mittels Westernblot-Analyse detektiert. Dabei wurden die Fusionsproteine mittels Penta-His 
HRP Antikörper auf ihre Expression untersucht; v.I. = vor der Induktion mit IPTG; 2h-8h = Stunden 
nach der Induktion. (C): Mittels SDS-PAGE erfolgte die Analyse der Proteine nach der 







Abbildung 3-3 C zeigt für His6-MYB75 und His6-BHLH42, dass sich noch ausreichend 
Protein nach der Renaturierung in der Lösung befand und die ursprüngliche Größe noch 
vorhanden war. Diese heterolog in E. coli exprimierten und aufgereinigten Proteine 
konnten für Bindungsstudien am DFR-Promotorfragment eingesetzt werden.  
 
3.1.3 Vergleichende Promotoranalyse mit FCS und EMSA 
Dass die Proteine MYB75 und BHLH42 das 520 bp lange DFR-Promotorfragment 
gemeinsam aktivieren können, wurde bereits in At7-Kotransfektionsanalysen gezeigt 
(Zimmermann et al., 2004). Mit dieser sehr aufwendigen Methode, die zudem sehr anfällig 
für äußere Einflüsse und Tagesbedingungen ist, kann die Aktivierbarkeit bestimmter 
Promotoren durch verschiedene Effektoren in lebenden Zellen untersucht werden. Eine 
weitere biologische Methode, die ebenfalls sehr aufwendig ist und zudem noch unter 
bestimmten Sicherheitsbedingungen stattfinden muss, wenn sie radioaktiv durchgeführt 
wird, ist electrophoretic mobility shift assay (EMSA). Beide biologischen Methoden sind 
effektiv und genau, aber sie haben ebenfalls einige Nachteile, da sie entweder nicht in 
einer homogenen Phase ablaufen oder nicht schnell in Echtzeit die Bindung detektieren 
können.  
Zunächst sollte mit EMSA die direkte Bindung der MYB75 und BHLH42 
Transkriptionsfaktoren an ProDFR123 untersucht werden, welches die putativen 
Bindemotive enthält (Abb. 3-1; 3-4). Zudem sollte überprüft werden, ob die isolierten 
rekombinanten Proteine ihre Funktionsfähigkeit in Bezug auf die DNA-Bindung nach der 
Aufreinigung und Renaturierung beibehalten haben. Dazu wurde der ProDFR123 mit 
Biotin-markierten Primern in einer PCR amplifiziert. Die in E. coli exprimierten und 
aufgereinigten Proteine wurden mit dem Biotin-markierten ProDFR123 inkubiert und auf 
einem Agarose/Polyacrylamid-Gel aufgetrennt. Anschließend wurde das Gel geblottet, um 
das Laufverhalten der markierten DNA zu analysieren. 
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Abbildung 3-4: DFR-Minimalpromotor (ProDFR123). 
Für die Bindestudien wurde ein 123 bp langer DFR-Minimalpromotor kloniert, der die putativen 
Bindesequenzen der Transkriptionsfaktoren enthält. Die grünen Boxen markieren dabei die 
putativen MYB-Bindemotive (MRS) und die violetten Boxen markieren die putativen bHLH-








Abbildung 3-5 zeigt, dass die Proteine His6-MYB75 und His6-BHLH42 einzeln keinen 
Komplex mit dem Promotorfragment eingingen. Wurden beide Proteine gemeinsam mit 
dem DNA-Fragment inkubiert und auf das Gel aufgetragen, entstand ein Komplex 
zwischen den Proteinen und dem markierten Promotor-Fragment, wodurch die DNA 
langsamer durch das Gel diffundierte. Dieser so genannte shift zeigte eindeutig die 
Bindung der beiden Proteine MYB75 und BHLH42 an das markierte ProDFR123. In der 
Kontrolle ohne Proteine war nur das Promotorfragment zu sehen (freie DNA). Die beiden 
6xHis-markierten Proteine MYB75 und BHLH42 konnten folglich nur gemeinsam an 
































Abbildung 3-5: EMSA mit rekombinanten Proteinen und Analyse ihrer Bindung an 
ProDFR123. 
Bindungsreaktion des DFR-Promotors ohne Zugabe von Proteinen (-) bzw. mit einzelnen und mit 
beiden Proteinen gemeinsam. Das markierte ProDFR123 ohne Komplexbildung (= freie DNA). 
Protein-DNA-Komplex zwischen dem ProDFR123 und den rekombinanten His6-MYB75 und His6-
BHLH42 Proteinen (= shift).   
 
 
Im Rahmen dieser Arbeit sollte die Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS) als 
innovative und schnelle Methode für Protein-DNA-Bindungsstudien etabliert werden. Die 
FCS-Messung ist von Vorteil, da sie in einem „offenen System“ stattfindet, das 
Detektionsvolumen also einen Teil des Gesamtvolumens darstellt. Die Messungen 
erfolgten zudem in Echtzeit und dauerten daher nur wenige Sekunden bis einige Minuten. 
Da die Messungen in einer homogenen Phase stattfinden, wurden die physiologischen 
Gegebenheiten der pflanzlichen Zelle nachgestellt. Mit einer geringen Probenmenge 
konnten so vielfältige Informationen gesammelt werden, die direkt verfolgt und bewertet 
werden konnten. Daher wurde diese schnelle und robuste Technik aus der Physik auf ihre 
Zuverlässigkeit und experimentelle Handhabung im Umgang mit pflanzlichen Proteinen 






Mit dem Vergleich zu biologischen Standardmethoden sollte die Effektivität dieser neuen 
Methode untersucht werden.  
Mit FCS wurde ebenfalls die Bindung der Transkriptionsfaktoren, die aus dem E. coli 
Expressionssystem aufgereinigt wurden, an das ProDFR123 untersucht (Abb. 3-6). Das 
Promotorfragment wurde mittels PCR amplifiziert und dabei mit dem Farbstoff ATTO655 
markiert. In je drei unabhängigen Experimenten wurden 15 Messreihen für jedes 
Konstrukt durchgeführt. Vorab wurde die Diffusion des markierten DNA-Fragments ohne 
Zugabe von Proteinen gemessen. Im Vergleich dazu wurden die verschiedenen 
Inkubationsansätze mit je einem und beiden Proteinen vermessen. Nachdem die Proteine 
zusammen mit der markierten DNA einige Minuten inkubiert wurden, konnte die Diffusion 
der markierten DNA analysiert werden. Die untersuchte Lösung war dabei so gering 
konzentriert, dass annähernd Einzelmoleküle gemessen werden konnten, die durch den 












------ ProDFR123 (1*10-9 M)
------ ProDFR123+BHLH42 (1*10-6 M)
------ ProDFR123+MYB75 (1*10-6 M)
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Abbildung 3-6: FCS mit rekombinanten Proteinen und die Analyse ihrer Bindung an 
ProDFR123.  
Die Diffusionszeit des markierten DNA-Fragments ändert sich, wenn beide Proteine gemeinsam an 
das Fragment binden. (A, C): Die Autokorrelationskurve zeigt eine Verschiebung der Diffusionszeit 
gegenüber dem ungebundenen DNA-Fragment, wenn beide Transkriptionsfaktoren gemeinsam 
zugegeben werden. (B, D): Die Verschiebung der Diffusionszeit ist dann mit 0,343 ms signifikant 






Der Ansatz mit der markierten DNA und jeweils einem der beiden Proteine zeigte keine 
Verschiebung der Diffusion im Vergleich zu der Diffusion des markierten DNA-Fragments 
allein (Abb. 3-6, A und B). Wurden beide Proteine gemeinsam mit der markierten DNA 
zusammen inkubiert und anschließend gemessen, konnte eine Verschiebung der 
Diffusion um 0,343 ms gemessen werden (Abbildung 3-6, C und D). Dies kann als klarer 
Hinweis auf eine Komplexbildung gewertet werden. 
Diese, im Vergleich zum EMSA, wesentlich schnellere und effektive Methode, zeigte 
ebenfalls die Bindung beider Proteine an das kurze Promotorfragment. Das gleiche 
Ergebnis wurde für die Kombination MYB75 und BHLH2 gefunden. Nur beide Proteine 
gemeinsam konnten eine Bindung mit dem DFR-Promotorfragment eingehen (Daten 
siehe Anhang, 7.3). 
 
Ein wichtiger Bestandteil für die FCS-Messungen ist die Bestimmung der 
Bindungskonstanten des MYB75-BHLH42 Komplexes mit der DFR-Promotor DNA. Beide 
Proteine zusammen beeinflussen die Diffusion des Promotorfragments, was durch die 
Änderung der Diffusionszeit verfolgt wurde. Da diese Änderung von der 
Proteinkonzentration abhängig ist, konnte aus der Titrationskurve der Diffusionszeit gegen 
die Proteinkonzentration die Assoziationskonstante KA bestimmt werden (Abb. 3-7). 
Zunächst wurde das Alexa488-markierte ProDFR123 allein vermessen. Danach wurden 
verschiedene Proteinkonzentrationen zu der DNA gegeben und ebenfalls vermessen. 
Beide Proteine wurden jeweils in gleichen Konzentrationen eingesetzt.  
 































Abbildung 3-7: Titrationskurve zur Bestimmung der Bindung von MYB75 und BHLH42 an 
ProDFR123.  
Die rekombinanten Proteine (dargestellt in violett und grün) wurden zur Bestimmung der 
Bindungskonstanten an ProDFR123 (dargestellt in grau, mit Alexa488 markiert) in jeweils gleichen 
Konzentrationen eingesetzt. Dabei wird die Diffusionszeit der DNA (ms) gegen die Protein-
konzentration (M) gestellt. Aus der Titrationskurve kann im Wendepunkt die Assoziationskonstante 






Zu jeder Proteinkonzentration konnte eine spezifische Diffusionszeit gemessen werden. 
Die Assoziationskonstante konnte mit KA = 4,1 · 107 M-1 bestimmt werden. Dabei ist zu 
beachten, dass die Proteine aus E. coli Einschlusskörpern aufgereinigt und anschließend 
renaturiert wurden, so dass die gemessene KA einen unteren Grenzwert darstellt, da der 
Prozentsatz an funktionalem Protein unbekannt ist. 
Da mit der schnellen FCS-Methode eindeutig Diffusionszeitverschiebungen gemessen 
werden konnten, wenn beide Proteine zu der markierten DNA gegeben wurden, konnte 
diese Methode für weiterführende Bindungsstudien des MYB75-BHLH42 Komplexes mit 
der DFR-Promotor DNA eingesetzt werden. Hierbei wurde die Bindefähigkeit von 
verschiedenen verkürzten, als auch durch Mutationen veränderten Promotorfragmenten 
untersucht.   
 
3.1.3.1 Identifizierung der Promotorbindestellen anhand einer Deletionsreihe 
Aufgrund der Ergebnisse, dass beide Transkriptionsfaktoren gemeinsam an das 
Promotorfragment binden, sollte die Bindesequenz der Proteine am Promotor näher 
eingegrenzt werden. In dem ProDFR123 sind drei putative Bindemotive für BHLH42 und 
zwei putative Bindemotive für MYB75 enthalten (siehe Abb. 3-4). Um die Bindestellen der 
Transkriptionsfaktoren zu identifizieren, wurden verkürzte Promotorfragmente hergestellt. 
Dabei wurden mittels PCR mit ATTO655-markierte verkürzte DFR-Promotorfragmente 
amplifiziert, denen jeweils eine putative Bindesequenz fehlt (Abb. 3-8). Die Proteine 
wurden für die FCS-Analysen, wie oben beschrieben, exprimiert und aus 
Einschlusskörpern aufgereinigt. Ein verkürztes Promotorfragment wurde jeweils mit einem 
und mit beiden Proteinen gemeinsam inkubiert. Für die FCS-Untersuchungen wurde 
zunächst jedes verkürzte und markierte Promotorfragment einzeln auf dessen eigene 
Diffusionszeit vermessen. Danach wurde die Diffusionszeit von jedem verkürzten 
Promotorfragment mit jeweils einem der beiden Proteine gemessen. Aus diesen 
Untersuchungen ergab sich, dass keines der verkürzten DFR-Fragmente, die nur mit 
einem der beiden Transkriptionsfaktoren inkubiert wurden, eine verlängerte Diffusionszeit 
aufwies (Abb. 3-8). Wurden die verkürzten Promotorfragmente mit beiden 
Transkriptionsfaktoren gemeinsam inkubiert und anschließend untersucht, konnte bei 
einem Teil der DNA-Fragmente eine Diffusionszeitverschiebung festgestellt werden 
(Abb. 3-8, grüne Schrift). Als Positivkontrolle diente dabei ProDFR123. Als Negativkontrolle 
diente ein DNA-Fragment aus einer Nicht-kodierenden Region des Vektors. Hier wurde 
keine Bindung der Proteine festgestellt. Ist das erste putative Bindemotiv für den BHLH42 
Transkriptionsfaktor (RRS1) deletiert, konnte keine Verschiebung der Diffusionszeit 






erste putative Bindemotiv für MYB75 fehlte (MRS1). Fehlte hingegen das RRS2, das 
RRS3 oder das MRS2, so konnte trotzdem eine Bindung der Proteine an das verkürzte 
Promotorfragment detektiert werden (Abb. 3-8). 
 
DFR-Promotor-Elemente
3,452 ±0,0773,140 ±0,0083,142 ±0,0123,136 ±0,025
3,822 ±0,0593,734 ±0,0073,730 ±0,0113,733 ±0,027
4,647 ±0,1814,214 ±0,0324,192 ±0,0064,195 ±0,021
3,206 ±0,0583,170 ±0,0143,171 ±0,0063,152 ±0,034
3,335 ±0,1383,325 ±0,0063,352 ±0,0083,349 ±0,034

















Abbildung 3-8: Analyse der Deletionsserie des ProDFR123 mittels FCS-Studien. 
Jedes verkürzte Promotorfragment wurde mittels PCR amplifiziert, mit dem Farbstoff ATTO655 
markiert und für die Bindestudien mit FCS eingesetzt. Die grünen Boxen markieren dabei die MRS 
und die violetten Boxen markieren die RRS auf den Promotor-Elementen. In der Tabelle sind die 
jeweiligen Diffusionszeiten der Fragmente angegeben, wenn sie ohne Proteine (-), mit einem der 
beiden Proteine (MYB75 bzw. BHLH42) oder mit beiden Proteinen gemeinsam (MYB75+BHLH42) 
inkubiert und anschließend vermessen wurden. Die grüne Schrift markiert Diffusionszeit-
verschiebung. Als Positivkontrolle diente der ProDFR123.  
 
 
Die Ergebnisse zeigen, dass es eine Verschiebung der Diffusionszeit gab, wenn in dem 
Promotorfragment das MRS1 und das RRS1 noch enthalten waren. War eines der beiden 
Elemente durch Deletion des Promotorfragments nicht mehr enthalten, konnte keine 
Verschiebung der Diffusionszeit festgestellt werden. Die gleichen Ergebnisse konnten für 
die Kombination MYB75 und BHLH2 gezeigt werden (Daten siehe Anhang, 7.3). 
 
Unterstützende Ergebnisse zu dieser Analyse lieferten transiente Expressionsstudien in 
At7-Protoplasten. Dabei wurden die gleichen verkürzten Promotorfragmente wie in den 
FCS-Studien eingesetzt und auf ihre Aktivierbarkeit durch MYB75 und BHLH42 getestet. 
Durch das Erstellen von Promotor/Reporter-Konstrukten können hier in einem 
vereinfachten System die in vivo Funktionen von möglichen koregulatorischen 
Transkriptionsfaktorkomplexen mittels transienter Expressionsanalysen effektiv getestet 
werden. Dazu wurden die verkürzten DNA-Fragmente jeweils mit dem uidA-Gen fusioniert 
(Reporterkonstrukte). Als Effektorkonstrukte wurde die CDS von MYB75 und BHLH42 






ein 35S::GUS Konstrukt (35S-GUS), während die Negativkontrolle eine TATA-Box 
(delta::GUS) darstellte. In sechs unabhängigen Transfektionsexperimenten war eine 
signifikante Aktivierung von ProDFR123 durch beide Proteine MYB75 und BHLH42 
gemeinsam zu beobachten (Abb. 3-9). Wurde als Effektor nur jeweils eines der beiden 
Proteine eingesetzt, erfolgte keine Aktivierung des Minimalpromotors. Bei den 
eingesetzten verkürzten Promotorfragmenten war zu beobachten, dass es eine leicht 
verminderte Aktivierbarkeit gab, sobald eines der putativen Bindemotive fehlte. Eine 
signifikante Verminderung der Aktivität der DFR-Promotorfragmente konnte beobachtet 
werden, wenn die erste putative MRS (MRS1d (=deletiert)) bzw. die erste putative RRS 
(RRS1d) im Promotorfragment fehlte. Diese verkürzten Promotorfragmente zeigten keine 



























































































Abbildung 3-9: Analyse der Bindung von MYB75 und BHLH42 an Deletionsfragmente des 
DFR-Promotors mittels Protoplasten-Kotransfektionsexperimenten.  
Kotransfektionsanalyse des Aktivierungspotentials der Proteine in At7-Protoplasten. Schematische 
Darstellung der Effektor- und der Reportergen-Konstrukte. Verschiedene Deletionsfragmente des 
ProDFR123 (siehe Abbildung 3-8) wurden auf ihre Aktivierbarkeit durch MYB75 und BHLH42 als 
Effektoren getestet. Die Negativkontrolle stellte ein delta::GUS-Konstrukt dar und als 
Positivkontrolle diente ein 35S::GUS-Konstrukt. Die zur Standardisierung verwendeten Werte der 
Luziferaseaktivität sind jeweils aus den Datentabellen im Anhang ersichtlich.  
 
 
Die Kotransfektionsergebnisse bestätigten die Ergebnisse aus den FCS-Untersuchungen. 
Auch in At7-Protoplasten konnte die Aktivierbarkeit des ProDFR123 durch die beiden 
Transkriptionsfaktoren gezeigt werden. Fehlte allerdings das MRS1 bzw. das RRS1, so 






3.1.3.2 Identifizierung der Bindeelemente anhand einer Mutationsreihe 
Aufgrund der Ergebnisse, dass das Promotorfragment nicht mehr aktivierbar war, bzw. die 
Diffusionszeit sich nicht mehr verschob, wenn die putativen Bindemotive MRS1 oder 
RRS1 fehlten, wurde eine Mutationsreihe des ProDFR123 untersucht. Mittels modifizierter 
Oligodesoxynukleotide wurden mit PCR jeweils durch site directed mutagenesis 
Blockmutationen in die putativen Bindesequenzen eingefügt. Nach erneuter PCR mit 
ATTO655-markierten Primern wurden die Fragmente amplifiziert und in FCS-Analysen 
untersucht (Abb. 3-10). Diese Promotorfragmente, in denen jeweils ein putatives 
Bindemotiv mutiert war, wurden mit einem bzw. mit beiden Proteinen gleichzeitig 
inkubiert. Als Referenz wurden die Diffusionszeiten dieser Promotorfragmente jeweils 
ohne Proteinzugabe gemessen. Keines der Fragmente zeigte eine 
Diffusionszeitverschiebung, wenn nur eines der beiden Proteine zugegeben wurde. Keine 
Verschiebung der Diffusionszeit war gegeben, wenn eine Blockmutation im MRS1 oder im 
RRS1 eingefügt war (Abb. 3-10). Die Fragmente, die eine Blockmutation in einem der 
anderen putativen Bindemotive hatten, zeigten eine deutliche Verschiebung der 


































Abbildung 3-10: Analyse der Mutationserie des ProDFR123 mittels FCS-Studien. 
Jedes mutierte Promotorfragment wurde mittels PCR und modifizierter Primer amplifiziert, mit dem 
Farbstoff ATTO655 markiert und für die Bindestudien mit FCS eingesetzt. Die grünen Boxen 
markieren dabei die MRS und die violetten Boxen markieren die RRS. Zu jeder putativen 
Bindedomäne ist die ursprüngliche Sequenz (grün bzw. violett) angegeben sowie die Sequenz 
nach der Blockmutation (rot). Die Werte geben die jeweiligen Diffusionszeiten der Fragmente ohne 








Um diese Ergebnisse in transienten Kotransfektionsstudien bestätigen zu können, wurden 
diese mutierten Fragmente im At7-Zellkultursystem auf ihre Aktivierbarkeit untersucht. Die 
Promotorfragmente waren in pBT10-GUS mit dem uidA-Gen fusioniert. Als 
Effektorkonstrukte wurden die Proteine MYB75 und BHLH42 verwendet (vgl. Abb. 3-9). 
Die Kontrollen waren wie in 3.1.3.1 beschrieben. In sechs unabhängigen 
Transfektionsexperimenten war bei den modifizierten ProDFR123 zu beobachten, dass es 
eine verminderte Aktivierbarkeit gab, sobald eine Mutation in einem der putativen 
Bindemotive vorlag. Eine signifikante Verminderung der Aktivität des DFR-Promotors 
konnte beobachtet werden, wenn das MRS1 (MRS1m (=mutiert)) bzw. das RRS1 
(RRS1m) durch eine Blockmutation verändert worden war. Diese mutierten 
Minimalpromotoren zeigten keine Aktivierung mehr durch die beiden 












































































Abbildung 3-11: Analyse der Bindung von MYB75 und BHLH42 an modifizierte ProDFR123 
mittels Protoplasten-Kotransfektionsexperimenten. 
Kotransfektionsanalyse des Aktivierungspotentials der Proteine in At7-Protoplasten. Verschiedene 
modifizierte ProDFR123 (siehe Abbildung 3-10) wurden auf ihre Aktivierbarkeit durch MYB75 und 
BHLH42 als Effektoren getestet. Die Negativkontrolle stellt ein delta::GUS-Konstrukt dar und als 
Positivkontrolle diente ein 35S::GUS-Konstrukt. Die zur Standardisierung verwendeten Werte der 
Luziferaseaktivität sind jeweils aus den Datentabellen im Anhang ersichtlich. 
 
 
Sowohl die FCS-Analysen als auch die At7-Kotransfektionsexperimente der 
Deletionsreihe und der Mutationsreihe des DFR-Promotors wurden ebenfalls mit der 
Kombination MYB75 und BHLH2 durchgeführt. Diese Untersuchungen zeigten, dass 
BHLH2 zusammen mit MYB75 den Promotor binden und aktivieren kann und an die 






3.2 R2R3-MYB und bHLH Fusionsproteine komplementieren 
homozygote Transkriptionsfaktor knock-out Pflanzen  
Der Transkriptionsfaktor BHLH42 wird während der Samenentwicklung und in jungen 
Keimlingen exprimiert. Dies legt eine gewebs- und entwicklungsspezifische Regulation 
der beiden Flavonoidbiosynthesegene DFR und BAN nahe, deren Expression in der 
bhlh42 Mutante deutlich reduziert ist (Nesi et al., 2000). Bhlh42 knock-out Pflanzen zeigen 
mit gelben Samen einen leicht detektierbaren Phänotyp. Die Proteine BHLH2 und MYB75 
haben eine wichtige Funktion in der Regulation der Biosynthese von Anthocyanen. Durch 
Überexpression von MYB75 kommt es in A. thaliana Pflanzen zu einer Erhöhung der 
Transkriptmenge mehrerer Strukturgene des Phenylpropanoidbiosyntheseweges wie 
PAL, CHS und DFR. Das führt zu einer erhöhten Akkumulation von Anthocyanen. Die 
Pflanzen zeigen dabei eine deutlich rötlich-violette Färbung (Borevitz et al., 2000). Als 
Reaktion auf Saccharose zeigen bhlh2 und myb75 knock-out Pflanzen eine stark 
reduzierte Anthocyanakkumulation.  
Hier wurden Fusionsproteine von den Transkriptionsfaktoren mit verschiedenen 
fluoreszierenden Proteinen generiert, um die knock-out Linien von MYB75, BHLH2 und 
BHLH42 zu komplementieren und damit den charakteristischen Mutanten-Phänotyp 
aufzuheben. In diesen komplementierten knock-out Mutanten sollte die Lokalisation der 
Fusionsproteine und deren Interaktion mit Hilfe verschiedener Mikroskopie-Techniken 
untersucht werden.  
 
3.2.1 R2R3-MYB und bHLH Fusionsproteine mit fluoreszierenden 
Proteinen sind in Protoplasten funktionsfähig  
Da die Lokalisation der Transkriptionsfaktoren sowohl in Protoplasten als auch in Pflanzen 
untersucht werden sollte, mussten sie genetisch mit fluoreszierenden Proteinen fusioniert 
werden. Es war aber nicht klar, ob diese Fluoreszenzproteine, die etwa die gleiche Größe 
aufweisen wie die Transkriptionsfaktoren, als Fusion die Aktivität der 
Transkriptionsfaktoren negativ beeinflussen würden. Daher wurden diese generierten 
Fusionsproteine zunächst in At7-Kotransfektionsexperimenten auf ihre Funktionalität 
getestet. Dazu wurde die CDS der Transkriptionsfaktoren mittels Gateway-Rekombination 
(vgl. 2.2.2.9) in die Vektoren pMDC43 und pMDC83 (Curtis et al., 2003) kloniert. Dadurch 
ergab sich entweder eine N-terminale (pMDC43) oder eine C-terminale (pMDC83) Fusion 
mit dem in dem Vektor vorhandenen GFP-ORF (Abb. 3-12). Die Konstrukte wurden unter 
der Kontrolle des cauliflower mosaic virus (CaMV) 35S-Promotors exprimiert. Um später 






wurden verschiedene Fluoreszenzproteine benötigt, die mit unterschiedlichen 
Wellenlängen angeregt werden können. Neben eGFP gibt es eine Reihe neuartiger 
Fluoreszenzproteine, die für Untersuchungen in Pflanzen geeignet sind. Proteine, die im 
roten Bereich fluoreszieren, sind etwa mCherry, mOrange oder mRFP. Das 
Fluoreszenzprotein eYFP dagegen fluoresziert im gelben Spektralbereich. Um den 
ganzen Spektralbereich nutzen zu können, wurde das GFP-ORF in den Vektoren durch 
jede kodierende Sequenz der anderen Fluoreszenzproteine ausgetauscht. So entstanden 
sowohl N-terminale als auch C-terminale Fusionskonstrukte der Transkriptionsfaktoren mit 
den verschiedenen Fluoreszenzproteinen, die unter der Kontrolle des 35S-Promotors 
exprimiert werden (Abb. 3-12). 
 
35S GFP-MYB75 nosT
35S BHLH42-GFP nosT35S GFP-BHLH42 nosT
35S MYB75-GFP nosT
Fluoreszenzprotein Fusion
eGFP 35S::TF:GFP / 35S::GFP:TF
mCherry 35S::TF:Cherry / 35S::Cherry:TF
mOrange 35S::TF:Orange / 35S::Orange:TF
mRFP 35S::TF:RFP / 35S::RFP:TF                
eYFP 35S::TF:YFP / 35S::YFP:TF                
 
 
Abbildung 3-12: Generierung der Fusionsproteine.  
Die CDS der Transkriptionsfaktoren wurde in die Vektoren pMDC43 und pMDC83 mittels Gateway-
Rekombination an ein GFP-ORF fusioniert. Zusätzlich wurde das GFP-ORF durch andere 
kodierende Sequenzen von fluoreszierenden Proteinen wie mCherry, mOrange, mRFP und eYFP 
ersetzt. Es entstanden sowohl N-terminale als auch C-terminale Fusionskonstrukte, die unter der 
Kontrolle des CaMV 35S-Promotors exprimiert werden. TF=Transkriptionsfaktor.  
 
 
Diese verschiedenen Fusionsproteine wurden im At7-Zellsuspensionskultursystem auf 
ihre Funktionalität getestet. Als Reporter wurde ProDFR520 eingesetzt, das sich vor der 
kodierenden Region des Reportergens uidA befindet. Als Effektoren wurden jeweils die 
unterschiedlichen Fusionsproteine einzeln und in Kombination eingesetzt (Abb. 3-13). Die 
Ergebnisse zeigen, dass die Fusionsproteine in der Lage waren, den ProDFR520 zu 
aktivieren. Der Transkriptionsfaktor BHLH42 konnte sowohl als N-terminale als auch als 
C-terminale Fusion mit einem Fluoreszenzprotein den Promotor zusammen mit dem 
MYB75-Protein aktivieren (Abb. 3-13). Dabei war die Aktivierung höher, wenn das 
fluoreszierende Protein als N-terminale Fusion vorlag. Bei MYB75 war zu erkennen, dass 
es, in Kombination mit BHLH42, nur als N-terminale Fusion mit einem Fluoreszenzprotein 
den Promotor aktivieren konnte. Keine der C-terminalen Fusionen von MYB75 mit einem 





































































































































































































































































Abbildung 3-13: Analyse der Aktivierung des ProDFR520 durch Fusionsproteine mittels 
Protoplasten-Kotransfektionsexperimente. 
Kotransfektionsanalyse des Aktivierungspotentials der Proteine in At7-Protoplasten. Schematische 
Darstellung der Effektoren und des Reportergens. Verschiedene Kombinationen der N- und C-
terminalen Fusionen von MYB75 und BHLH42 an GFP wurden auf ihre Funktionalität getestet. Als 
Reporter wurde ProDFR520 eingesetzt. Die Negativkontrolle stellt ein delta::GUS-Konstrukt dar und 
als Positivkontrolle diente ein 35S::GUS-Konstrukt. Die zur Standardisierung verwendeten Werte 
der Luziferaseaktivität sind jeweils aus den Datentabellen im Anhang ersichtlich.  
 
 
Beide Transkriptionsfaktoren MYB75 und BHLH42 können also auch gemeinsam als 
Fusion mit einem Fluoreszenzprotein den DFR-Promotor aktivieren. In der Abbildung 
wurde exemplarisch nur die Fusion mit GFP gezeigt. Die Analyse der anderen 
Fluoreszenzproteine als Fusionsproteine zeigte gleiche Ergebnisse und wird daher nicht 
extra gezeigt. 
 
Um zu überprüfen, ob weitere Faktoren aus den jeweiligen Subgruppen von MYB75 und 
BHLH42 an der Regulation der Flavonoidbiosynthese beteiligt sind, wurden diese 
Transkriptionsfaktoren ebenfalls mit fluoreszierenden Proteinen fusioniert und in der At7-
Zellkultur auf ihre Funktionalität getestet. Abbildung 3-14 stellt die Ergebnisse dieser 
Analyse zusammen. Als Reporter wurde ebenfalls wieder ProDFR520 verwendet. Als 
Effektoren wurden die verschiedenen Transkriptionsfaktoren als Fusion mit einem 
Fluoreszenzprotein unter der Kontrolle des 35S-Promotors eingesetzt (Abb. 3-14). Keiner 



































































































































































































































































































































































































































Abbildung 3-14: Analyse der Aktivierung von ProDFR520 durch Fusionsproteine mit GFP 
mittels Protoplasten-Kotransfektionsexperimente. 
Kotransfektionsanalyse des Aktivierungspotentials der Proteine in At7-Protoplasten. Schematische 
Darstellung der Effektoren und des Reportergens. (A) und (B) Verschiedene Kombinationen der N- 
und C-terminalen Fusionen von MYB75 mit BHLH1, BHLH2 und BHLH42 an GFP wurden auf ihre 
Funktionalität getestet. Als Reporter wurde ProDFR520 eingesetzt. Die Negativkontrolle stellt ein 
delta::GUS-Konstrukt dar und als Positivkontrolle diente ein 35S::GUS-Konstrukt. Die zur 









In der Kombination mit MYB75 zeigte sich, dass BHLH1 funktional war, wenn ein 
Fluoreszenzprotein C-terminal fusioniert war. Das gleiche Ergebnis fand sich für BHLH2, 
dass als N-terminale Fusion mit einem Fluoreszenzprotein in Kombination mit MYB75 den 
DFR-Promotor aktivieren konnte (Abb. 3-14). Dabei zeigte sich, dass MYB75 sowohl mit 
BHLH1 als auch mit BHLH2 oder mit BHLH42 in der Lage war, den DFR-Promotor zu 
aktivieren. Die Kombination von MYB75 mit BHLH2 zeigte insgesamt das stärkste 
Aktivierungspotential, während MYB75 in Kombination mit BHLH42 oder mit BHLH1 den 
DFR-Promotor weniger stark aktivierte (Abb. 3-14). MYB123 und MYB90, die große 
Ähnlichkeit zu MYB75 besitzen, wurden ebenfalls mit bHLH-Faktoren der Subgruppe IIIf 
im Zellkultursystem getestet. Diese Transkriptionsfaktoren verhielten sich in den 
Kotransfektionsstudien wie MYB75 als Fusionsprotein. Die Proteine behielten nur dann 
ihre Funktionalität, wenn sie N-terminal mit einem Fluoreszenzprotein fusioniert waren 
(Daten nicht gezeigt). Die Ergebnisse für die weiteren Fluoreszenzproteine als 
Fusionsproteine sind entsprechend und daher nicht extra angegeben.  
 
Obwohl die Funktionalität der Fusionsproteine in vivo bestätigt ist, bedeutet dies nicht, 
dass diese Fusionskonstrukte auch in Pflanzen richtig exprimiert werden und dass die 
Proteine die Aufgaben des nativen Transkriptionsfaktors übernehmen können. Um sicher 
zu gehen, dass die Fusionsproteine in A. thaliana Pflanzen funktional sind, wurde 
zunächst eine transiente Transformation in Transkriptionsfaktor knock-out Pflanzen 
durchgeführt. Dazu wurden die T-DNA Insertionslinien von MYB75, BHLH42 und BHLH2 
herangezogen, die bereits charakterisiert worden waren (vgl. 3.2.2).   
Die Plasmide, die die kodierenden Sequenzen für die Fusionsproteine enthielten, wurden 
in den hypervirulenten Agrobakterienstamm EHA105 transformiert. Das jeweilige Plasmid 
enthielt die Expressionskassette 35S::GFP:MYB75 für die Transformation der myb75 
Pflanzen, 35S::GFP:BHLH2 für die Transformation von bhlh2 Keimlingen und 
35S::BHLH42:GFP für die Infiltration von bhlh42 Mutanten. Eine Kultur der transformierten 
Agrobakterienstämme wurde genutzt, um A. thaliana knock-out Pflanzen von MYB75, 
BHLH2 und BHLH42, die vier Tage auf MS-Platten mit 4% Saccharose angezogen 
wurden, zu infiltrieren. Zwei bis drei Tage nach der Infiltration wurden die Keimlinge 
phänotypisch analysiert. Wuchsen die knock-out Pflanzen oder die Wildtyp-Pflanzen nicht 
auf Saccharose-haltigem Medium an, zeigten sie keinerlei Anthocyanakkumulation 
(beispielhaft für alle Pflanzen ist hier nur der jeweilige Wildtyp von BHLH42 und MYB75 
gezeigt; Abb. 3-15, B und C). Auf Saccharose-haltigem Medium dagegen ist bei Wildtyp-
Pflanzen Anthocyanakkumulation erkennbar (Abb. 3-15, A, D, G). Die myb75 und bhlh2 
Mutanten weisen auf Hochzuckerplatten den charakteristischen anthocyanreduzierten 

















Abbildung 3-15: Transiente Transformation von myb75, bhlh2 und bhlh42 Keimlingen zur 
Analyse der Funktionalität der Fusionsproteine in Pflanzen. 
A. thaliana knock-out Keimlinge wurden mit den entsprechenden Plasmiden transformiert, die die 
kodierenden Sequenzen für die Transkriptionsfaktor-Fusionsproteine enthalten und der Phänotyp 
vor und nach der Infiltration verglichen. (A) zeigt Col-0, als Hintergrund der bhlh-Linien, auf 4% 
Saccharose, (B) Col-0 auf 0% Saccharose, (C) Nö-0, als Hintergrund von myb75, auf 0% 
Saccharose. (D, G, K) zeigen die Transkriptionsfaktor knock-out Mutanten auf 4% Saccharose und 
(E, H, L) die komplementierten Mutanten nach der Infiltration auf 4% Saccharose. (F, J, M) zeigen 









Die bhlh42 Mutanten dagegen zeigen auf Hochzucker den anthocyanreichen Wildtyp-
Phänotyp (Abb. 3-15, K). Nach der Infiltration wiesen die myb75 und bhlh2 Keimlinge 
einen veränderten Phänotyp auf. Die transgenen Mutanten zeigten eine deutlich erhöhte 
Anthocyanakkumulation im Hypokotyl und in den Keimblättern (Abb. 3-15, E, H). Die 
bhlh42 Mutanten zeigten nach der Infiltration einen unveränderten Phänotyp (Abb. 3-15, K 
und L).  Die erfolgreiche Transformation konnte in der komplementierten bhlh42 Mutante 
nur über den Nachweis des Transkripts erfolgen (Abb. 3-16).  
In fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen konnte ebenso nach der Infiltration an 
verschiedenen Stellen im Hypokotyl und in den Keimblättern der transgenen Keimlinge 
eine GFP-Fluoreszenz gezeigt werden (Abb. 3-15, F, J, M). RT-PCR Analysen zeigten 
ebenfalls die Expression der Transkripte in den transgenen Keimlingen nach der 
transienten Transformation (GFP-MYB75 in der komplementierten myb75 Linie [myb75K]; 
BHLH42-GFP in der komplementierten bhlh42 Linie [bhlh42K]; GFP-BHLH2 in der 
komplementierten bhlh2 Linie [bhlh2K]). In den Transkriptionsfaktor knock-out Mutanten 
konnte dabei keine Transkriptexpression nachgewiesen werden (Abb. 3-16).  
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Abbildung 3-16: Nachweis der Expression der Transkripte in transformierten 
Transkriptionsfaktor knock-out Keimlingen. 
RT-PCR Analysen zeigen, dass die Fusionstranskripte nach der Infiltration der 
Transkriptionsfaktor-Mutanten myb75, bhlh2 und bhlh42 in der Pflanze exprimiert werden. In den 
jeweiligen Wildtyp-Pflanzen kann eine Transkriptexpression gezeigt werden. In den Mutanten wird 
dagegen kein entsprechendes Transkript exprimiert. Aktin2 dient als Kontrolle der erfolgreichen 
RT-PCR. K= komplementierte knock-out Mutanten.  
 
 
Die transiente Transformation zeigt durch die Phänotypanalyse und die GFP-Expression 
die Funktionalität der Fusionsproteine in jungen Keimlingen. Um die transgenen Pflanzen 
für weitere Analysen vermehren und kreuzen zu können, mussten die Transgene stabil in 
die knock-out Mutanten eingeführt werden. Durch die Kreuzung mehrerer stabil 
transformierter Pflanzen konnten die Transkriptionsfaktoren gleichzeitig in der Pflanze 






3.2.2 Durch stabile Transformation mit Fusionsproteinen können die 
knock-out Pflanzen komplementiert werden 
Die stabile Transformation der knock-out Mutanten sollte den Wildtyp-Phänotyp der 
Pflanzen wieder herstellen. Durch die Analyse der Fusionsproteine in den 
komplementierten Mutanten sollte sowohl die Lokalisation als auch die Interaktion der 
Transkriptionsfaktoren in pflanzlichen Zellen untersucht werden. Für die Untersuchung der 
Interaktion von MYB75 mit einem bHLH Kofaktor wurden zunächst T-DNA 
Insertionsmutanten charakterisiert.  
Die verfügbare T-DNA Insertionslinie bhlh42/tt8 hat die Akzession Columbia und weist 
eine Insertion im zweiten Intron auf (Rosso et al., 2003). Aufgrund fehlender kondensierter 
Tannine in der Samenschale hat die T-DNA Insertionslinie gelbfarbige Samen im 
Vergleich zu den braunen Wildtyp-Samen. Die verfügbare T-DNA Insertionslinie 
myb75/pap1 hat die Akzession Nössen und weist eine Insertion im dritten Exon auf (Teng 
et al., 2005). Diese T-DNA Insertionslinie zeigt eine stark reduzierte Anthocyan-
akkumulation beim Wachstum auf zuckerhaltigem Medium. In Abbildung 3-17 ist die 
genomische Struktur der Insertionslinien schematisch dargestellt. Bei beiden T-DNA 














Abbildung 3-17: T-DNA Insertionslinien der MYB75 und BHLH42 Gene. 
Schematische Darstellung der genomischen Struktur. Die schwarzen Boxen stehen für die 
kodierenden Regionen während die dünnen Linien die nicht-kodierenden Regionen symbolisieren. 
Die Positionen der T-DNA Insertionen sind durch gestreifte Boxen angedeutet. Die roten Pfeile 
symbolisieren die jeweilige T-DNA Insertion.   
 
 
In vorangegangenen Untersuchungen wurde getestet, ob die Transkriptionsfaktoren 
MYB75 und BHLH42 als Fusionsproteine ihre Funktionalität in Pflanzen behalten (vgl. 
3.2.1). Dabei wurden die Fusionsproteine unter der Kontrolle des konstitutiven 35S-






in Keimlingen zu untersuchen, sollten möglichst native Bedingungen geschaffen werden. 
Dazu war es notwendig, den konstitutiven Promotor durch den nativen Promotor der 
Proteine zu ersetzen. Da durch die Überexpression der Transkriptionsfaktoren unter der 
Kontrolle des 35S-Promotors Artefakte in den Pflanzen entstehen können, die nicht die 
natürliche Lokalisation oder Interaktion der Transkriptionsfaktoren wiedergeben könnten, 
wurde in den vorhandenen Konstrukten der 35S-Promotor durch den jeweiligen nativen 
Promotor des Transkriptionsfaktors ausgetauscht (Abb. 3-18). Für weiterführende 
Untersuchungen wurden zwei Fluoreszenzproteine ausgewählt, die bei unterschiedlichen 
Wellenlängen fluoreszieren. Dadurch war es möglich, beide Fluoreszenzproteine in einer 
Pflanze gleichzeitig zu untersuchen. Da das eGFP im grünen, das mCherry aber im roten 
Spektralbereich fluoresziert, konnten die Fluoreszenzproteine gut voneinander 
unterschieden werden. Aufgrund der überlappenden Absorptionsspektren waren ebenfalls 
weiterführende Interaktionsstudien mit FRET möglich.  
 
ProMYB75 GFP-MYB75 nosT ProBHLH42 BHLH42-Cherry nosT
 
 
Abbildung 3-18: Generierung der Fusionsproteine unter Kontrolle des nativen Promotors.  
In den pMDC43 und pMDC83 Vektoren stehen die kodierenden Sequenzen für die 
Transkriptionsfaktor-Fusionsproteine GFP-MYB75 und BHLH42-Cherry unter der Kontrolle des 
35S-Promotors. Dieser konstitutive Promotor wurde durch den jeweiligen nativen Promotor des 
Transkriptionsfaktors (1,7 kb MYB75-Promotor und 2,5 kb BHLH42-Promotor) ersetzt. 
 
 
In der Pflanze werden die Transkriptionsfaktoren unter der Kontrolle des nativen 
Promotors nicht in so starker Weise exprimiert wie unter der Kontrolle eines konstitutiven 
Promotors. Die neuen Konstrukte wurden daher vor der stabilen Transformation in 
Pflanzen auf ihre Funktionalität getestet. Als nativer Promotor wurde dabei für MYB75 
eine 1700 bp und für BHLH42 eine 2500 bp große Region kloniert, die in der 
genomischen DNA vor der kodierenden Sequenz der Transkriptionsfaktoren liegt. Dabei 
ist nicht eindeutig, welche Region genau ausreicht oder verantwortlich ist für die 
Expression der Proteine. In At7-Kotransfektionsexperimenten konnte gezeigt werden, 
dass die Fusionsproteine auch unter der Kontrolle des endogenen Promotors in der Lage 
sind, den DFR-Promotor zu aktivieren (Abb. 3-19, B). Insgesamt ist die Aktivierbarkeit des 
DFR-Promotors durch die Fusionsproteine unter der Kontrolle des endogenen Promotors 
etwas geringer als jene unter der Kontrolle des 35S-Promotors. Um ebenfalls die 
Interaktion der Transkriptionsfaktoren MYB75 und BHLH2 in Pflanzen untersuchen zu 
können, wurde der 35S-Promotor vor der kodierenden Sequenz von GFP:BHLH2 durch 
den 2,5 kb großen, nativen Promotor von BHLH2 ausgetauscht. Die 








































































































































































































































































































































Abbildung 3-19: Analyse der Aktivierung von ProDFR520 durch die Fusionsproteine von 
MYB75 mit BHLH2 bzw. BHLH42 unter der Kontrolle des nativen Promotors mittels 
Protoplasten-Kotransfektionsexperimenten. 
Kotransfektionsanalyse des Aktivierungspotentials der Proteine in At7-Protoplasten. Schematische 
Darstellung der Effektoren und des Reportergens. Die Fusionsproteine wurden unter der Kontrolle 
ihres nativen Promotors auf deren Funktionalität bezogen auf die Aktivierung des DFR-Promotors 
getestet. Die Negativkontrolle stellte ein delta::GUS-Konstrukt dar und als Positivkontrolle diente 
ein 35S::GUS-Konstrukt. Die zur Standardisierung verwendeten Werte der Luziferaseaktivität sind 
jeweils aus den Datentabellen im Anhang ersichtlich.  
 
 
Für die stabile Transformation der knock-out Mutanten wurden die neu generierten 
Konstrukte zunächst in Agrobakterien transformiert. Die Transformation erfolgte dann 
über die „floral dip“-Methode, indem adulte Pflanzen mit den offenen Blüten in die 
hochgewachsene selektive Agrobakteriensuspension getaucht wurden. Dabei wurden 
myb75 Mutanten mit dem Konstrukt ProMYB75::GFP:MYB75 transformiert während bhlh42 
Mutanten entweder mit dem Konstrukt ProBHLH42::BHLH42:Cherry  oder mit dem Konstrukt 
ProBHLH42::BHLH42:GFP transformiert wurden. Die Samen der transformierten Pflanzen 
wurden auf Selektionsplatten ausgelegt. Von den transgenen Pflanzen, die resistent auf 
das Antibiotikum (Kanamycin) waren und bei der Genotypisierung positiv auf das 
Transgen getestet wurden, wurden Samen geerntet.  
Die transgenen Keimlinge der F2-Generation wurden auf ihren Phänotyp hin analysiert. 
Die myb75 Mutante zeigte einen eindeutigen Phänotyp, wenn sie auf Hochzucker (MS-






Anthocyanakkumulation im Hypokotyl und in den Keimblättern (Abb. 3-20, B). Die Wildtyp-
Pflanzen dagegen zeigten eine starke Anthocyanakkumulation als Reaktion auf 
Saccharose (Abb. 3-20, A). Die phänotypische Identifikation der komplementierten myb75 
Pflanzen ergab eine starke Reaktion der Keimlinge auf Saccharose. Die Keimlinge 
zeigten eine eindeutige Anthocyanakkumulation im Hypokotyl und in den Keimblättern die 
der Anthocyanakkumulation der Wildtyp-Pflanzen als Reaktion auf Saccharose entsprach 
(Abb. 3-20, C). Die phänotypische Identifikation der komplementierten bhlh42 Mutante 
erfolgte über die Samenfarbe. Die knock-out Mutante zeigte eine deutliche Gelbfärbung 
der Samen aufgrund fehlender Proanthocyanidine in der Samenschale (Abb. 3-20, E). Die 
Farbe der Samen von Wildtyp-Pflanzen dagegen zeigte eine deutlich dunkelbraune 
Färbung (Abb. 3-20, D). Die phänotypische Identifikation der komplementierten bhlh42 
Pflanzen ergab eine klare dunkelbraune Färbung der Samen, die der Farbe der Wildtyp-











Abbildung 3-20: Phänotypische Identifikation der komplementierten Transkriptionsfaktor 
knock-out Linien. 
Die phänotypische Identifikation der komplementierten myb75 Mutante wurde über den 
Saccharose-vermittelten Phänotyp geprüft. Auf Hochzucker zeigten myb75 Keimlinge eine stark 
verminderte Anthocyanakkumulation im Hypokotyl (B). Die komplementierten myb75 Pflanzen (C) 
zeigten auf Hochzucker den anthocyanreichen Wildtyp-Phänotyp (A). Die phänotypische Analyse 
der komplementierten bhlh42 Mutante verlief über die Samenfarbe. Die bhlh42 Linie zeigte die 
typische Gelbfärbung der Samen (E), während die komplementierten bhlh42 Pflanzen braune 
Samen hervorbrachten (F), die der Samenfarbe des Wildtyps entspricht (D).  
 
 
Zusätzlich zu der phänotypischen Identifikation der komplementierten knock-out Mutanten 
erfolgte ein Nachweis der Expression der Transkripte in den transformierten Pflanzen. Die 






unter der Kontrolle der nativen Promotoren in der jeweiligen komplementierten knock-out 
Mutante von bhlh42 und myb75 exprimiert wurden (Abb. 3-21, bhlh42K und myb75K). In 
Wildtyp-Pflanzen wurde dagegen nicht die Existenz des Fusionstranskripts 
nachgewiesen, sondern des MYB75 bzw. BHLH42 Transkripts. In den myb75 bzw. bhlh42 
knock-out Mutanten wurde kein natives MYB75 bzw. BHLH42 Transkript nachgewiesen.  
 
BHLH42:Cherry              BHLH42 GFP:MYB75               MYB75
Col-0   bhlh42K bhlh42
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Abbildung 3-21: Nachweis der Funktionalität der Fusionstranskripte in stabil 
transformierten A. thaliana Keimlingen.  
RT-PCR Analysen zeigen, dass die Transkripte unter der Kontrolle der nativen Promotoren nach 
der stabilen Transformation der Transkriptionsfaktor-Mutanten myb75 und bhlh42 in der Pflanze 
ähnlich stark exprimiert wurden wie im Vergleich zum Wildtyp (=myb75K, bhlh42K). In den knock-
out Mutanten wurde dagegen kein Transkript exprimiert. Im Wildtyp (Col-0) wurde kein 
Fusionstranskript exprimiert. Aktin2 dient als Kontrolle der erfolgreichen RT-PCR.  
 
 
Um zu überprüfen, ob die Komplexbildung von MYB75 mit BHLH2 wichtig für die 
Aktivierung des DFR-Promotors und damit für die Anthocyanakkumulation in A. thaliana 
Keimlingen ist, wurde die bhlh2 Mutante ebenfalls komplementiert. Der Phänotyp der 
bhlh2 knock-out Linie ist dem Phänotyp der myb75 Mutante beim Wachstum auf 
Saccharose sehr ähnlich. Das lässt darauf schließen, dass auch dem BHLH2 
Transkriptionsfaktor eine wichtige Rolle in der Regulation des Anthocyanstoffwechsels 
zukommt. Die knock-out Linie von BHLH2 ist eine T-DNA Insertionslinie mit einer Insertion 
im zweiten Intron (Abb. 3-22, A).  
Um ebenfalls die Lokalisation von BHLH2 in Keimlingen nachweisen zu können, wurde 
der 35S-Promotor in dem Plasmidkonstrukt pMDC43-35S::GFP:BHLH2 bzw. pMDC43-
35S::Cherry:BHLH2 durch den nativen Promotor von BHLH2 ersetzt. At7-
Expressionsstudien haben die Funktionsfähigkeit des Fusionsproteins bestätigt 
(Abb. 3-19). Das jeweilige Plasmidkonstrukt (ProBHLH2::GFP:BHLH2 bzw. 
ProBHLH2::Cherry:BHLH2) wurde stabil in die adulte Mutante eingebracht. Nach der 






Genotypisierung identifiziert. Die Identifikation der komplementierten bhlh2 Mutante 
erfolgte über den Anthocyanphänotyp. Auf Hochzucker (4% Saccharose) zeigten bhlh2 
Keimlinge, ähnlich wie myb75 Keimlinge, eine deutlich reduzierte Anthocyanakkumulation 
im Hypokotyl und in den Keimblättern (Abb. 3-22, B). Die komplementierten bhlh2 
Pflanzen zeigten dagegen auf Hochzucker den anthocyanreichen Wildtyp-Phänotyp (Abb. 
3-22, B). Die Expression des Transgens in der komplementierten bhlh2 Mutante wurde 
zusätzlich durch RT-PCR Analysen bestätigt (Abb. 3-22, C). Unter der Kontrolle des 
nativen Promotors wurde das Fusionstranskript GFP:BHLH2 (bzw. Cherry:BHLH2) in der 
transgenen Pflanze (bhlh2K) ähnlich stark exprimiert wie das native BHLH2 Transkript in 
der Wildtyp-Pflanze (Col-0). In der knock-out Linie wurde dagegen kein BHLH2 Transkript 
exprimiert (Abb. 3-22, C).  
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Abbildung 3-22: Phänotypische Identifikation der komplementierten bhlh2 Mutante und 
Nachweis der Expression des Transgens in stabil transformierten Keimlingen.  
(A) Schematische Darstellung der genomischen Struktur der bhlh2 T-DNA Insertionslinie (vgl. Abb. 
3-17). (B) Die phänotypische Identifikation der komplementierten bhlh2 Mutante wurde über den 
Saccharose-vermittelten Phänotyp geprüft. Auf Hochzucker zeigten bhlh2 Keimlinge eine stark 
verminderte Anthocyanakkumulation im Hypokotyl. Die komplementierten bhlh2 Pflanzen zeigten 
dagegen den anthocyanreichen Wildtyp-Phänotyp. (C) RT-PCR Analysen zeigten, dass das 
Fusionstranskript unter der Kontrolle des nativen Promotors nach der stabilen Transformation der 
bhlh2 Mutante ähnlich stark exprimiert wird wie das BHLH2 Transkript im Wildtyp. In der knock-out 
Mutante wird dagegen kein Transkript exprimiert. Im Wildtyp (Col-0) wird kein Fusionstranskript 
exprimiert. Aktin2 dient als Positivkontrolle.  
 
 
Im Anschluss an die Identifizierung der komplementierten Transkriptionsfaktor-Mutanten 
wurden diese untereinander gekreuzt, um so doppelt komplementierte Doppelmutanten 








Durch genotypische Analysen der F2-Generation wurde gezeigt, dass diese transgenen 
Pflanzen sowohl GFP:MYB75 als auch BHLH42:Cherry (bzw. Cherry:BHLH2) 
exprimierten (myb75 bhlh42 + ProMYB75::GFP:MYB75 / ProBHLH42::BHLH42:Cherry bzw. 
myb75 bhlh2 + ProMYB75::GFP:MYB75 / ProBHLH2::Cherry:BHLH2). Diese komplementierten 
Doppelmutanten wurden nach der Selektion und Identifizierung sowohl phänotypisch als 
auch in Bezug auf die Expression der Fusionsproteine hin untersucht. Dabei hat sich 
gezeigt, dass die transgenen Keimlinge den Wildtyp-Phänotyp zeigen, wenn sie auf 
Saccharose-haltigem Medium wachsen und die Samenfarbe der Wildtyp-Samenfarbe 
entspricht (Daten nicht gezeigt). RT-PCR Analysen bestätigten die Expression der 
Transgene. Damit konnten die Merkmale der myb75 und bhlh42 bzw. bhlh2 Mutanten 
aufgehoben werden. Diese Pflanzen wurden für weitere Untersuchungen in Bezug auf die 
Interaktion der Transkriptionsfaktoren genutzt (vgl. 3.3).  
 
3.3 Analyse der Lokalisation und Interaktion der Fusionsproteine 
in Protoplasten und in A. thaliana Keimlingen 
Es war bisher nicht bekannt, in welchem Zellkompartiment die Transkriptionsfaktoren 
nach der Synthese akkumulieren, ob sie also im Cytoplasma verbleiben oder in den 
Zellkern transportiert werden. Ein nukleäres Import-Signal (NLS) oder Export-Signal 
(NES) in den Proteinen ist bisher nicht untersucht worden. Es konnte lediglich die 
Kernlokalisation von BHLH42 in Protoplasten gezeigt werden (Heim, 2003). Es wird 
allerdings vermutet, dass MYB75 ein Kernexport-Signal (NES) aufweist, welches dazu 
beiträgt, dass das Protein ebenfalls in das Cytoplasma transportiert werden kann. Hier 
sollte mit fluoreszenzspektroskopischen Methoden die Lokalisation und die Interaktion der 
Transkriptionsfaktoren in Protoplasten, aber auch in jungen A. thaliana Keimlingen 
nachgewiesen werden.  
Für Studien an lebenden Proben (Protoplasten oder ganzen Keimlingen) ist es besonders 
wichtig, möglichst schnell viele Mikroskopie-Bilder machen zu können, ohne die Zellen 
dabei zu zerstören. Die Untersuchung dynamischer Prozesse in lebenden Zellen, wie der 
Transport von Proteinen, erfordert ein zeitliches Auflösungsvermögen von wenigen 
Millisekunden bis Sekunden. Daher wurden in dieser Arbeit zwei verschiedene 
Mikroskopie-Methoden angewandt, um die Lokalisation und die Interaktion von Proteinen 
in lebenden Zellen zu untersuchen. Die Weitfeldfluoreszenzmikroskopie ermöglichte die 
Untersuchung dynamischer Prozesse in lebenden Zellen. Durch eine hochsensitive 
Detektion auch sehr schwacher Fluoreszenz-Signale konnten die Fluoreszenzproteine 
detektiert werden, auch wenn sie unter der Kontrolle des nativen Promotors exprimiert 






mikroskopische Strukturen aus ausgewählten Schichten einer dreidimensionalen Probe 
darzustellen, ohne dass das Bild durch Streulicht aus den benachbarten Ebenen des 
Objekts beeinträchtigt wurde. Mittels Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (FRET) 
konnte die Interaktion zwischen zwei (Fluoreszenz-) Molekülen gemessen werden, wenn 
diese in eine räumliche Nähe zueinander kamen. Der Energietransfer konnte über die 
Abnahme der Donor-Fluoreszenz bzw. über die Zunahme der Akzeptor-Fluoreszenz 
detektiert werden. 
 
3.3.1 Analyse der subzellulären Lokalisation der Fusionsproteine  
Um die mögliche Interaktion der Fusionsproteine zu analysieren, musste zunächst die 
Lokalisation der Transkriptionsfaktoren als Fusion in der pflanzlichen Zelle sichtbar 
gemacht werden. Für Lokalisationsstudien wurden die Fusionsproteine verwendet, die 
bereits positiv in At7-Kotransfektionsstudien getestet wurden (vgl. 3.2.1). Dazu wurden 
Tabakprotoplasten, wie in Kapitel 2.2.5.2 beschrieben, mit den binären Konstrukten, die 
die kodierenden Sequenzen für die Fusionsproteine enthielten, transformiert und mit Hilfe 
eines konfokalen Laserscanning-Mikroskops analysiert. Die Fusionskonstrukte wurden 
unter der Kontrolle des 35S-Promotors exprimiert. Zusätzlich wurden die Konstrukte, die 
die kodierenden Sequenzen für die Fusionsproteine enthielten, in At7-Protoplasten 
transformiert, um mit Weitfeldmikroskopie die Lokalisation im homologen System 
untersuchen zu können. Die Fusionsproteine wurden unter der Kontrolle der endogenen 
Promotoren exprimiert. Es wurde sowohl die Lokalisation der GFP-MYB75 und GFP-
MYB90 Proteine analysiert, als auch der (Cherry-) GFP-BHLH2 und BHLH42-GFP 
(-Cherry) Proteine.  
Mit Hilfe des konfokalen Laserscanning-Mikroskops wurde zunächst die Lokalisation der 
Fusionsproteine in Tabakprotoplasten analysiert. In Abbildung 3-23 sind die Konstrukte 
dargestellt, mit denen die Tabakprotoplasten transformiert wurden. Das an GFP 
fusionierte MYB75 befand sich nach der Expression gleichermaßen verteilt im 
Cytoplasma und im Kern der Protoplasten (Abb. 3-23, A). MYB90, das ebenfalls an GFP 
fusioniert war, zeigte die gleiche subzelluläre Verteilung wie GFP-MYB75 im Cytoplasma 
und im Kern der Tabakprotoplasten (Abb. 3-23, B). Das an GFP fusionierte BHLH2 
befand sich dagegen ausschließlich im Kern des Tabakprotoplasten (Abb. 3-23, C). Das 
BHLH42-GFP Fusionsprotein befand sich ebenfalls nur im Kern der Protoplasten 
(Abb. 3-23, D). Um die eindeutige Kernlokalisation zu bestätigen ist eine zusätzliche 
Aufnahme mit Falschfarben und stark erhöhter Laserleistung gezeigt (E). Dabei zeigte 
sich die Autofluoreszenz des Protoplasten im Cytoplasma neben der starken GFP-






von GFP unter die Kontrolle des 35S-Promotors gestellt. In BY-2 Protoplasten zeigt das 


















Abbildung 3-23: Subzelluläre Lokalisation von GFP-Fusionsproteinen in Tabakprotoplasten.  
BY-2 Protoplasten wurden transient mit den Konstrukten für GFP-Fusionsproteine transfiziert und 
die Lokalisation der grünen Fluoreszenz von GFP mit Hilfe eines konfokalen Laserscanning-
Mikroskops analysiert. Es werden repräsentative Aufnahmen von (A) GFP-MYB75; (B) GFP-
MYB90; (C) GFP-BHLH2; (D, E) BHLH42-GFP; (F) GFP (als Positivkontrolle) gezeigt.  
 
 
Um zu überprüfen, wo die Fusionsproteine in At7-Protoplasten lokalisiert sind, wenn sie 
unter der Kontrolle des jeweiligen endogenen Promotors exprimiert werden, wurden 
Aufnahmen mit der Weitfeldmikroskopie gemacht. Im Gegensatz zur konfokalen 
Laserscanning-Mikroskopie ist dies eine Einzelmolekülmikroskopie, die eine weite Fläche 
der Probe anregt. Der Vorteil der Weitfeldmikroskopie besteht darin, dass ein bestimmter 
Bereich des Protoplasten räumlich und auch dynamisch durch die hochsensitive Kamera 
aufgelöst werden kann und somit Aussagen über die Verteilung der fluoreszierenden 









































Abbildung 3-24: Die subzelluläre Lokalisation von GFP-MYB75, BHLH42-GFP und BHLH42-
Cherry unter der Kontrolle des nativen Promotors in At7-Protoplasten. 
At7-Protoplasten wurden transient mit den Konstrukten ProMYB75::GFP:MYB75, 
ProBHLH42::BHLH42:GFP bzw. ProBHLH42::BHLH42:Cherry transfiziert, um die Lokalisation der 
grünen Fluoreszenz von GFP bzw. der roten Fluoreszenz von Cherry mit Hilfe der 
Weitfeldmikroskopie zu analysieren. Es werden repräsentative Aufnahmen von (A, B) GFP-MYB75; 
(D, E) Hellfeld-Aufnahmen des transfizierten Protoplasten; (C, F) GFP (als Positivkontrolle) und (G) 








In Abbildung 3-24 ist die subzelluläre Lokalisation von GFP-MYB75 und BHLH42-GFP 
(-Cherry) in At7-Protoplasten dargestellt. Die Konstrukte, die die kodierenden Sequenzen 
für die Fusionsproteine enthalten, wurden in vorhergehenden Untersuchungen auf ihre 
Funktionalität getestet und transient in At7-Protoplasten transfiziert (Abb. 3-19). 
Durch die Expression der Fusionskonstrukte unter der Kontrolle des nativen Promotors 
akkumulieren diese in sehr geringer Konzentration. Die Lokalisation der Einzelmoleküle 
konnte in den lebenden Zellen gezeigt werden. Dabei wurde das Fusionsprotein GFP-
MYB75 hauptsächlich in der Nähe des Zellkerns detektiert. Die fluoreszierenden Moleküle 
akkumulierten dabei in direkter Nähe zum Kern und im Kern, waren jedoch in geringer 
Menge auch im Cytoplasma zu finden (Abb. 3-24, A, B). Als Orientierungshilfe dienen 
dabei entsprechende Hellfeldaufnahmen der transfizierten Protolasten (D, E). Die 
Abbildungen C und F zeigen die Positivkontrolle mit GFP unter der Kontrolle des 35S-
Promotors. In At7-Protoplasten zeigt GFP eine gleichmäßige Verteilung im Cytoplasma 
und im Kern. Die subzelluläre Lokalisation von BHLH42-GFP bzw. von BHLH42-Cherry in 
At7-Protoplasten zeigt die Fusionsproteine direkt an bzw. auch in dem Zellkern (Abb. 
3-24, G, H). Auch hier scheint die Verteilung des Transkriptionsfaktors an der 
Zellkernwand ähnlich zu sein wie bei dem MYB75-Fusionsprotein. Die 
Transkriptionsfaktor-Fusionsproteine akkumulieren um den Zellkern bzw. an der Wand 
des Zellkerns. Zur besseren Orientierung sind die Hellfeld-Aufnahmen gezeigt (Abb. 3-24, 
J und K). Die Abbildungen 3-24, I und L zeigen die Positivkontrolle. In At7-Protoplasten 
zeigt Cherry eine gleichmäßige Verteilung im Cytoplasma und im Kern. Die 
Lokalisationsergebnisse für das Fusionsprotein GFP-BHLH2 entsprechen der 
Akkumulation des BHLH42-Fusionsproteins (Daten siehe Anhang, 7.3). 
 
3.3.2 Analyse der in planta Lokalisation der Fusionsproteine 
In den Protoplasten zeigen die Transkriptionsfaktoren eine deutliche Verteilung im und um 
den Zellkern herum. Die Detektion der Lokalisation der Fusionsproteine in Pflanzen ist 
jedoch sehr viel schwieriger als die Detektion in Protoplasten. Für die in planta 
Lokalisation der Fusionsproteine wurden die T1-Linien der komplementierten myb75, 
bhlh2 bzw. bhlh42 Mutanten herangezogen, die stabil mit den Konstrukten 
ProMYB75::GFP:MYB75 bzw. ProBHLH2::GFP:BHLH2 (::Cherry:BHLH2) oder 
ProBHLH42::BHLH42:Cherry (::BHLH42:GFP) transformiert wurden (vgl. 3.2.2). Wichtig 
dabei war, dass die homozygoten knock-out Linien komplementiert wurden und damit den 
Wildtyp-Phänotyp zeigten (vgl. 3.2.2), und dass die Fusionsproteine in Pflanzen unter der 
Kontrolle des nativen Promotors exprimiert wurden. Die Keimlinge wurden auf, mit 






Langtagbedingungen angezogen. Durch das Herbizid wurde in den Pflanzen kein 
Chlorophyll gebildet, was eine Detektion von GFP ohne Autofluoreszenz durch 
Chlorophyll erlaubt hat. Um einen eventuellen Effekt von Saccharose messen zu können, 
wurden die Keimlinge sowohl mit als auch ohne Zugabe des Zuckers angezogen.  
In den transgenen Keimlingen zeigten die Fusionsproteine eine deutliche Verteilung. 
Dabei lag der Schwerpunkt der Akkumulation im Hypokotyl und in den Keimblättern der 
transgenen Keimlinge, aber auch in Wurzelzellen konnte Fluoreszenz detektiert werden. 
Um analysieren zu können, wo die Fusionsproteine in den Zellen akkumulierten, wurden 
Schnitte angefertigt, um möglichst dünne Zellschichten zu erhalten. Diese wurden mit 
Hilfe der Weitfeldfluoreszenzmikroskopie analysiert. Abbildung 3-25 zeigt die in planta 
Lokalisation der GFP-MYB75 Fusionsproteine in den Zellen verschiedener Organe, wenn 
die transgenen Keimlinge auf Norflurazon ohne Zucker gewachsen sind. Wuchsen die 
Pflanzen ohne Zucker an, war kaum eine Akkumulation von GFP-MYB75 in den Zellen zu 
erkennen (Abb. 3-25, A-C). Nur in den Stomata der Keimblätter konnte eine schwache 

















Abbildung 3-25: In planta Lokalisation von GFP-MYB75 in transgenen A. thaliana 
Keimlingen ohne Saccharose-Zugabe. 
In den komplementierten myb75 Keimlingen (ProMYB75::GFP:MYB75) wurde die Lokalisation der 
grünen Fluoreszenz von GFP mit Hilfe der Weitfeldmikroskopie analysiert. Repräsentative 
Aufnahmen von GFP-MYB75 in (A) Hypokotylzellen; (B) Keimblattzellen; (C) Wurzelzellen; (D-F) 








Sind die transgenen Keimlinge mit Saccharose angewachsen, konnte eine deutliche 
Fluoreszenz in den Zellen detektiert werden (Abb. 3-26). Sowohl in Keimblattzellen, aber 
auch in Hypokotyl- und Wurzelzellen akkumulierten die Fusionsproteine hauptsächlich im 
Zellkern. Die Konstrukte wurden dabei unter der Kontrolle des nativen Promotors 
exprimiert wurden. Eine schwache Akkumulation konnte ebenfalls im Cytoplasma 
detektiert werden. Insgesamt zeigte sich eine sehr differenzierte Expression des GFP-
MYB75 Proteins im Keimling. Die stärkste Akkumulation des Fusionsproteins fand sich in 
den Zellen des Hypokotyls, wobei das Fusionsprotein fast ausschließlich im Zellkern 
akkumulierte. In den Keimblatt- und Wurzelzellen war nicht in allen Zellen eine GFP-
Fluoreszenz zu detektieren. Nur die Zellen, die jeweils an das Hypokotyl angegliedert 
waren und den Übergang zu diesen Blattorganen darstellten, zeigten eine deutliche GFP-
Fluoreszenz in den Zellkernen (Abb. 3-26). In den restlichen Zellen des Keimblattes und 
der Wurzel konnte keine Fluoreszenz detektiert werden. Die Hellfeldaufnahmen dienen 













Abbildung 3-26: In planta Lokalisation von GFP-MYB75 in transgenen A. thaliana 
Keimlingen mit 4% Saccharose-Zugabe. 
In den komplementierten myb75 Keimlingen (ProMYB75::GFP:MYB75) wurde die Lokalisation der 
grünen Fluoreszenz von GFP mit Hilfe der Weitfeldmikroskopie analysiert. Es werden 
repräsentative Aufnahmen von MYB75-GFP in (A-D) Keimblattzellen; (E-H) Hypokotylzellen; (J-M) 






Es wurde ebenfalls die Lokalisation der bHLH Transkriptionsfaktoren in transgenen 
A. thaliana Keimlingen untersucht. Dazu wurden die Keimlinge auf Norflurazon mit und 
ohne Saccharose für fünf Tage wachsen lassen. Abbildung 3-27 zeigt die in planta 
Lokalisation der BHLH42-GFP Fusionsproteine in den Zellen der verschiedenen 
Pflanzenorgane. Dabei war eine deutliche Verteilung der Fluoreszenz in den Keimlingen 
zu erkennen, wenn die Fusionskonstrukte unter der Kontrolle des nativen Promotors 
exprimiert wurden. Sowohl in Hypokotyl-, als auch in Keimblatt- und Wurzelzellen 
akkumulierten die Fusionsproteine eindeutig in den Zellkernen (Abb. 3-27). Dabei war 
kein Unterschied zu erkennen, wenn die Keimlinge mit oder ohne Zucker anwuchsen. Es 
war eine eindeutige, klare und sehr starke Fluoreszenz nur in den Kernen der Zellen zu 
erkennen. Die Hellfeldaufnahmen dienen der besseren Orientierung innerhalb der Zellen. 
Die Lokalisation des Fusionsproteins BHLH42-Cherry lieferte entsprechende Ergebnisse, 
die nicht gezeigt sind.  
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Abbildung 3-27: In planta Lokalisation von BHLH42-GFP in transgenen A. thaliana 
Keimlingen. 
In komplementierten bhlh42 Keimlingen (ProBHLH42::BHLH42:GFP) wurde die Lokalisation der 
grünen Fluoreszenz von GFP mit Hilfe der Weitfeldmikroskopie analysiert. Es werden 
repräsentative Aufnahmen von BHLH42-GFP in (A-D) Blattzellen; (E-H) Hypokotylzellen; (J-M) 







Die mit ProBHLH2::GFP:BHLH2 komplementierten bhlh2 Keimlinge wurden ebenfalls auf die 
Verteilung der GFP-Fluoreszenz untersucht. Dabei zeigte sich, dass GFP-BHLH2 in der 
Pflanze die gleiche Lokalisation aufwies wie BHLH42-GFP in den komplementierten 
bhlh42 Keimlingen. Das Fusionsprotein wurde unabhängig von Saccharose im Medium in 
allen Teilen der Pflanze exprimiert und akkumulierte dabei ausschließlich im Zellkern 
(Daten siehe Anhang, 7.3).  
 
3.3.3 Analyse der Protein-Protein-Interaktion in BY-2 und At7- 
Protoplasten mittels BiFC 
Mit Hilfe der FCS-Untersuchungen und der Kotransfektionsergebnisse konnte gezeigt 
werden, dass die Transkriptionsfaktoren MYB75 und BHLH42 bzw. MYB75 und BHLH2 
nur gemeinsam an den DFR-Promotor binden bzw. nur in Kombination den DFR-
Promotor aktivieren (Abb. 3-6 und 3-9). Diese Methoden zeigen aber nicht, ob die 
Transkriptionsfaktoren schon vor der Anlagerung an die DNA eine Interaktion im 
Cytoplasma eingehen oder ob sie erst im Kern interagieren und dann an den Promotor 
binden. Erste Hinweise hierauf konnten lediglich die FCS-Messungen geben, da keine 
Verschiebung der Diffusionszeit detektiert werden konnte, wenn nur eines der Proteine 
zusammen mit der DNA gemessen wurde. Nur mit beiden Proteinen gemeinsam konnte 
eine Verschiebung der Diffusionszeit detektiert werden. Mit Hilfe der BiFC-Methode sollte 
geklärt werden, ob und wann die Transkriptionsfaktoren in pflanzlichen Zellen eine 
Interaktion eingehen. Dabei wurde an jedes der beiden Transkriptionsfaktoren ein nicht-
fluoreszierendes Fragment von YFP fusioniert, welches nach Dimerisierung der beiden 
Interaktionspartner ein fluoreszierendes Chromophor bilden konnte. 
Werden die Split-YFP-Fusionsproteine YN-BHLH42 und YC-MYB75 in Protoplasten 
koexprimiert, ist es möglich, die Dimerisierung der pflanzlichen Proteine durch 
Zusammenführung beider YFP-Teilproteine (YN und YC) in pflanzlichen Zellen, d.h. im 
homologen System, sichtbar zu machen (vgl. 2.2.5.3). Durch die Rekonstitution der YFP-
Fluoreszenz wird das Dimerisierungsvermögen der an YC bzw. an YN fusionierten 
Proteine sichtbar (Hu et al., 2002). Die YFP-Teilfragmente wurden N-terminal an die 
Transkriptionsfaktoren fusioniert und in einen Expressionsvektor kloniert. Jeder 
Transkriptionsfaktor wurde jeweils mit dem N- und dem C-terminalen YFP-Fragment 
fusioniert, um alle Kombinationen testen zu können. In den folgenden Abbildungen 
werden entsprechend repräsentative Aufnahmen gezeigt. Abbildung 3-28, A zeigt, dass 
die Koexpression von YN-BHLH42 und YC-MYB75 in Tabakprotoplasten zur 






Im Gegensatz zum GFP-MYB75 Fusionsprotein, welches in der Zelle gleich verteilt 
zwischen Cytoplasma und Kern vorlag (Abb. 3-23), befand sich die Lokalisation des 
Dimers ausschließlich im Kern (Abb. 3-28, A). Abbildung 3-28, B zeigt, dass die 
Koexpression von YN-BHLH2 und YC-MYB75 in Tabakprotoplasten ebenfalls zur 
Rekonstitution der YFP-Fluoreszenz führte. Die Lokalisation des Dimers war 
ausschließlich im Kern zu finden.  
Um zu überprüfen, ob die Proteine in dem Regulationskomplex als Homodimere 
vorliegen, wurde zusätzlich die Komplexbildung der bHLH und MYB Proteine 
untereinander analysiert. Die Koexpression von YN-BHLH42 und YC-BHLH42 führte zu 
einer Rekonstitution der Fluoreszenz mit einer subzellulären Lokalisation des 

























Abbildung 3-28: Subzelluläre Lokalisation von koexprimierten Split-YFP-Fusionsproteinen 
in Tabakprotoplasten. 
BY-2 Protoplasten wurden transient mit Split-YFP-Fusionsproteinen kotransfiziert und die 
Lokalisation der YFP-Fluoreszenz mit Hilfe eines konfokalen Laserscanning-Mikroskops analysiert. 
Alle Proteine wurden gegenseitig als YN- und als YC-Fusionen getestet. Es sind nur die Bilder 
transfizierter Protoplasten gezeigt, wenn eine Rekonstitution der Fluoreszenz stattgefunden hat. 
Für jede Dimerisierung werden repräsentative Aufnahmen gezeigt: (A) YN-BHLH42 + YC-MYB75; 
(B) YN-BHLH2 + YC-MYB75; (C) Positivkontrolle; (D) YN-BHLH42 + YC-BHLH42; (E) YN-BHLH2 







Die Koexpression von YN-BHLH2 und YC-BHLH2 führte ebenfalls zu einer Rekonstitution 
der Fluoreszenz. Die Lokalisation des Homodimers konnte mit einer sehr starken 
Akkumulation im Kern gezeigt werden (Abb. 3-28, E). Neben der Möglichkeit der 
Homodimerisierung der bHLH-Proteine wurde zusätzlich getestet, ob die bHLH-Proteine 
der Subgruppe IIIf ebenfalls untereinander Heterodimere bilden. Abbildung 3-28, F zeigt, 
dass BHLH2 und BHLH42 gemeinsam interagieren konnten. Eine Rekonstitution der 
beiden YFP-Teilfragmente war ausschließlich im Kern der Tabakprotoplasten zu finden. 
Die BiFC-Methode lieferte somit zusätzliche Informationen über den subzellulären Ort der 
Transkriptionsfaktor-Interaktion. Wurde dagegen YN-MYB75 mit YC-MYB75 koexprimiert, 
führte dies nicht zu einer Rekonstitution der Fluoreszenz. Es konnte in keiner Zelle eine 
Fluoreszenz nachgewiesen werden.   
Analog zu der Analyse in Tabakprotoplasten wurden mit den gleichen Konstrukten 
Analysen in At7-Protoplasten durchgeführt. Mit der Weitfeldmikroskopie ergab sich ein 
detaillierteres Bild der Dimerisierung. Abbildung 3-29, A zeigt, dass die Koexpression von 












Abbildung 3-29: Subzelluläre Lokalisation von koexprimierten Split-YFP-Fusionsproteinen 
in At7-Protoplasten. 
At7-Protoplasten wurden transient mit Split-YFP-Fusionsproteinen kotransfiziert und die 
Lokalisation der YFP-Fluoreszenz mittels Weitfeldmikroskopie analysiert. Es sind nur die Bilder 
transfizierter Protoplasten gezeigt, wenn eine Rekonstitition der Fluoreszenz stattgefunden hat. Für 
jede Dimerisierung wurden repräsentative Aufnahmen gezeigt: (A) YN-BHLH42 + YC-MYB75; (B) 







Wie schon bei der Analyse in BY-2 Protoplasten konnte auch in At7-Protoplasten gezeigt 
werden, dass eine klare Lokalisation des Dimers ausschließlich im bzw. um den Kern 
vorlag. Dabei lagerten sich die Dimere ringförmig um den Kern an, was durch die 
Hellfeldaufnahme bestätigt werden kann (Abb. 3-29, B). Die Koexpression von YN-
BHLH42 und YC-BHLH42 führte, wie in Abbildung 3-28 für Tabakprotoplasten gezeigt, 
auch in At7-Protoplasten, zu einer Rekonstitution der Fluoreszenz (Abb. 3-29, C). Das 
Homodimer akkumulierte dabei ringförmig am bzw. um den Zellkern. Die Lokalisation des 
BHLH42-MYB75 Komplexes konnte also in den lebenden At7-Protplasten detektiert 
werden, ebenso wie die Lokalisation des BHLH42-Homodimers. Die Komplexbildung 
scheint dabei direkt am Kern stattzufinden (Abb. 3-29, C). 
Abbildung 3-30 A zeigt, dass die Koexpression von YN-BHLH2 und YC-MYB75 in At7-
Protoplasten ebenfalls zur Rekonstitution der YFP-Fluoreszenz führte. Wie schon bei der 
Analyse in BY-2 Protoplasten konnte auch in At7-Protoplasten gezeigt werden, dass eine 
eindeutige Lokalisation des Dimers im bzw. um den Kern vorlag. Die Dimere lagerten sich 
dabei ringförmig um den Kern an, was durch die Hellfeldaufnahme bestätigt werden kann 










Abbildung 3-30: Subzelluläre Lokalisation von koexprimierten Split-YFP-Fusionsproteinen 
in At7-Protoplasten. 
At7-Protoplasten wurden transient mit Split-YFP-Fusionsproteinen kotransfiziert und die 
Lokalisation der YFP-Fluoreszenz mittels Weitfeldmikroskopie analysiert. Es sind nur die Bilder 
transfizierter Protoplasten gezeigt, wenn eine Rekonstitition der Fluoreszenz stattgefunden hat. Für 
jede Dimerisierung wurden repräsentative Aufnahmen gezeigt: (A) YN-BHLH2 + YC-MYB75; (B) 







Die Koexpression von YN-BHLH2 und YC-BHLH2 führte auch in At7-Protoplasten, zu 
einer Rekonstitution der Fluoreszenz (Abb. 3-30, C). Das Homodimer akkumulierte dabei 
ringförmig am bzw. um den Zellkern. Die Lokalisation des BHLH2-MYB75 Komplexes 
konnte also ebenfalls in den lebenden At7-Zellen detektiert werden, ebenso wie die 
Lokalisation des BHLH2-Homodimers. Die Koexpression von YN-MYB75 und YC-MYB75 
führte auch in At7-Protoplasten zu keiner Rekonstitution der Fluoreszenz. In keinem 
transfizierten Protoplasten konnte eine YFP-Fluoreszenz detektiert werden, weshalb 
davon auszugehen ist, dass MYB75 nicht in der Lage ist, Homodimere zu bilden. 
 
3.3.4 Analyse der Protein-Protein-Interaktion mittels FRET in 
Protoplasten und in A. thaliana Keimlingen 
Die bimolekulare Fluoreszenzkomplementation (BiFC) von YFP ist eine effektive 
Methode, um Protein-Interaktionen wie Dimerisierungen in vivo nachzuweisen. Dennoch 
ist diese Methode nicht authentisch, da die Komplementation der beiden YFP-
Teilfragmente irreversibel ist. Die Proteine werden dabei ihrem normalen Gleichgewicht 
entzogen. Um die dynamische Interaktion der Fluoreszenzproteine im lebenden System 
zu analysieren, wurde die Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (FRET)- Methode 
(Förster, 1948) angewandt. Mit dieser fluoreszenzspektroskopischen Methode können 
Protein-Protein-Wechselwirkungen im Gleichgewicht der lebenden Zelle untersucht 
werden. Abbildung 3-31 zeigt exemplarische Abbildungen der Akkumulation von BHLH42-
Cherry (A) und GFP-MYB75 (B) um den Zellkern von At7-Protoplasten, wenn die Zellen 
mit konfokaler Imaging-Mikroskopie gescannt werden. Dabei wurde ähnlich der 
konfokalen Laserscanning-Mikroskopie auf einen kleinen Bereich der Probe fokussiert 
und die Zellen mit einem Laser gescannt. Mit dieser Methode war es möglich, die 
Fluoreszenz einzelner Moleküle zu messen, die nach Anregung von GFP auf Cherry 
übertragen werden konnte, wenn sich beide Fluoreszenzmoleküle in geringem Abstand 
zueinander befanden. 
Besonders wichtig bei der FRET-Methode war, dass das zu untersuchende Protein nach 
der Markierung mit fluoreszierenden Proteinen noch seine biologische Aktivität behielt. 
Daher wurden für die Messung der Interaktion mittels FRET die Fusionsproteine 
eingesetzt, die bereits in den At7-Kotransfektionen positiv getestet wurden (vgl. 3.2.1) und 
















Abbildung 3-31: Die subzelluläre Lokalisation der Fusionsproteine BHLH42-Cherry und 
GFP-MYB75 in At7-Protoplasten. 
At7-Protoplasten wurden transient mit den Konstrukten ProMYB75::GFP:MYB75 bzw. 
ProBHLH42::BHLH42:Cherry transfiziert, um die Lokalisation der grünen Fluoreszenz von GFP bzw. 
der roten Fluoreszenz von Cherry mit Hilfe der konfokalen Imaging-Mikroskopie zu analysieren. 




Zunächst wurden die Fusionsproteine GFP-MYB75 und BHLH42-Cherry auf ihre 
Interaktion in At7-Protoplasten getestet, wenn sie unter der Kontrolle des konstitutiven 
35S-Promotors exprimiert wurden. Dabei zeigte sich, dass eine starke Akkumulation der 
Fluoreszenzproteine im Kern der transfizierten Protoplasten auftrat. In Abbildung 3-32 ist 
ein Ausschnitt des Zellkerns des Protoplasten gezeigt. Wurde GFP mit einer Wellenlänge 
von 488 nm angeregt, konnte die GFP-Fluoreszenz mit 500-550 nm detektiert werden 
(Abb. 3-32, B). Fand eine Anregung mit 488 nm statt, konnte Cherry-Fluoreszenz bei 
600-650 nm (durch Separation der Detektionskanäle) detektiert werden (Abb. 3-32, C). 
Dort, wo sich die beiden Fluorophore in einem Bereich zwischen 2-10 nm befanden, 
konnte das GFP-Fluorophor (Donor) seine Anregungsenergie durch den Energietransfer 
strahlungslos über Dipol-Dipol Kopplung im Nahfeld auf das Akzeptormolekül (Cherry) 
übertragen (FÖRSTER-Transfer). Hier musste also ein Energieübertrag von GFP auf 
Cherry stattgefunden haben, da ansonsten bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm 
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Abbildung 3-32: Die subzelluläre Interaktion der Fusionsproteine BHLH42-Cherry und GFP-
MYB75 in At7-Protoplasten.   
At7-Protoplasten wurden transient mit 35S::BHLH42:Cherry und 35S::GFP:MYB75 transfiziert, um 
die Lokalisation der Interaktion mittels FRET zu analysieren. (A) Akkumulation von BHLH42-Cherry 
und GFP-MYB75 im Zellkern des Protoplasten; (B) GFP-Fluoreszenz detektiert durch Anregung 
mit 488 nm und Detektion mit 500-550 nm; (C) Cherry-Fluoreszenz detektiert durch Anregung mit 
488 nm und Detektion mit 600-650 nm (Energieübertrag hat stattgefunden). 
 
 
Da die Interaktion unter möglichst natürlichen Bedingungen untersucht werden sollte, 
wurden Fusionsproteine eingesetzt, die unter der Kontrolle ihrer jeweiligen nativen 
Promotoren exprimiert wurden. Die Fusionsproteine GFP-MYB75 und BHLH42-Cherry 
wurden auf ihre Interaktion in At7-Protoplasten getestet, wenn sie unter der Kontrolle des 
nativen Promotors exprimiert wurden. Dabei zeigte sich, dass eine starke Akkumulation 
der Fluoreszenzproteine im bzw. um den Kern der transfizierten Protoplasten auftrat 
(Abb. 3-33, A). Zur besseren Orientierung ist der transfizierte Protoplast in einer 
Hellfeldaufnahme gezeigt (Abb. 3-33, D). Wurde der Protoplast mit einer Wellenlänge von 
488 nm angeregt, konnte eine GFP-Fluoreszenz bei 500-550 nm detektiert werden 
(Abb. 3-33, B). Durch die Möglichkeit der Separation der Detektionskanäle konnte bei 
einer Anregung von 488 nm ebenfalls eine Detektion bei einer Wellenlänge von 
600-650 nm (Cherry) stattfinden (Abb. 3-33, C). Auch unter nativen 
Expressionsbedingungen konnte ein Energieübertrag von GFP auf Cherry gemessen 
werden. Dies konnte nur ermöglicht werden, da sich die beiden Fluoreszenzproteine, 
auch wenn sie unter der Kontrolle des jeweiligen endogenen Promotors exprimiert 
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Abbildung 3-33: Subzelluläre Lokalisation der Interaktion der Fusionsproteine BHLH42-
Cherry und GFP-MYB75 in At7-Protoplasten.   
At7-Protoplasten wurden transient mit den Konstrukten ProBHLH42::BHLH42:Cherry und 
ProMYB75::GFP:MYB75 transfiziert um die Lokalisation der Interaktion mittels FRET zu analysieren. 
(A) Akkumulation von BHLH42-Cherry und GFP-MYB75 im Zellkern des Protoplasten; (B) GFP-
Fluoreszenz detektiert durch Anregung mit 488 nm und Detektion mit 500-550 nm; (C) Cherry-
Fluoreszenz detektiert durch Anregung mit 488 nm und Detektion mit 600-650 nm (Energieübertrag 
hat stattgefunden). (D) Hellfeld-Aufnahme des Protoplasten.  
 
 
Die Fusionsproteine GFP-MYB75 und BHLH2-Cherry wurden ebenfalls auf ihre 
Interaktion in At7-Protoplasten getestet, wenn sie unter der Kontrolle der nativen 
Promotoren exprimiert wurden. Dabei zeigte sich, dass eine Akkumulation der 
Fluoreszenzproteine in vesikelähnlichen Strukturen um den Kern und im Cytoplasma der 
transfizierten Protoplasten auftrat (Abb. 3-34, A). Zur besseren Orientierung ist der 
transfizierte Protoplast in einer Hellfeldaufnahme gezeigt (Abb. 3-34, D). Wurde der 
Protoplast mit einer Wellenlänge von 488 nm angeregt, konnte eine GFP-Fluoreszenz bei 
500-550 nm an den gleichen Stellen detektiert werden (Abb. 3-34, B).Erfolgte bei einer 
Anregung von 488 nm eine Detektion der Cherry-Fluoreszenz konnte von einem 
Energieübertrag ausgegangen werden (Abb. 3-34, C). Die Interaktion der beiden 
Fusionsproteine fand verstärkt in der Nähe des Zellkerns statt, war aber ebenfalls in 
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Abbildung 3-34: Subzelluläre Lokalisation der Interaktion der Fusionsproteine BHLH2-
Cherry und GFP-MYB75 in At7-Protoplasten.   
At7-Protoplasten wurden transient mit den Konstrukten ProBHLH2::BHLH2:Cherry und 
ProMYB75::GFP:MYB75 transfiziert, um die Lokalisation der Interaktion mittels FRET zu analysieren. 
(A) Akkumulation von BHLH2-Cherry und GFP-MYB75 um den Zellkern und im Cytoplasma des 
Protoplasten; (B) GFP-Fluoreszenz detektiert durch Anregung mit 488 nm und Detektion mit 500-
550 nm; (C) Cherry-Fluoreszenz detektiert durch Anregung mit 488 nm und Detektion mit 600-650 
nm (Energieübertrag hat stattgefunden). (D) Hellfeld-Aufnahme des Protoplasten.  
 
 
Um zu überprüfen, ob diese Fusionsproteine ebenfalls in Pflanzen miteinander 
interagieren, wurden die doppelt komplementierten myb75 bhlh42 Doppelmutanten 
(vgl. 3.2.2) zur Analyse herangezogen. Analog zu den Lokalisationsstudien wurden die 
Keimlinge auf Filterpapier mit Norfluorazon und Saccharose angezogen, um die 
Expression der Fusionsproteine GFP-MYB75 und BHLH42-Cherry unter der Kontrolle des 
nativen Promotors zu stimulieren. Wie in Protoplasten-Analysen wurde der 
Energietransfer in pflanzlichen Hypokotyl- und Keimblattzellen gemessen (Abb. 3-35). 
Sowohl in den Zellkernen der pflanzlichen Keimblatt- als auch Hypokotylzellen konnte 
eine klare Cherry-Fluoreszenz nach Anregung mit einer Wellenlänge von 488 nm 
gemessen werden (Abb. 3-35, D-F). In den pflanzlichen Zellen akkumulieren die 
Fluoreszenzproteine so dicht beieinander, dass demnach ein Energietransfer von GFP 
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Abbildung 3-35: In planta Lokalisation der Interaktion der Fusionsproteine BHLH42-Cherry 
und GFP-MYB75 in transgenen A. thaliana Keimlingen.  
Die A. thaliana Keimlinge wurden stabil mit den Konstrukten ProBHLH42::BHLH42:Cherry und 
ProMYB75::GFP:MYB75 transformiert, um die Lokalisation der Interaktion mittels FRET zu 
analysieren. (A-C) Detektion der GFP-Fluoreszenz durch die Anregung mit 488 nm; (D-F) 
Detektion der Cherry-Fluoreszenz durch Anregung mit 488 nm und Detektion mit 600-650 nm 
(Energieübertrag hat stattgefunden). 
 
 
Um kontrollieren zu können, dass der Energieübertag von dem Donormolekül (GFP) auf 
das Akzeptormolekül (Cherry) tatsächlich stattgefunden hat, wurde ein Bleichversuch 
durchgeführt. Der Energieübertrag kann nur ermöglicht werden, wenn das Cherry-
Fluorophor funktional ist. Durch den Übertrag von Energie wird die Fluoreszenz des 
Donormoleküls schwächer. Ist das Cherry-Fluorophor nach dem Bleichen nicht mehr 
funktional, kann kein Energieübertrag mehr stattfinden und das Donor-Molekül müsste 
stärker fluoreszieren. Abbildung 3-36 zeigt eine Zelle des Hypokotylgewebes in 
transgenen A. thaliana myb75 bhlh42 Doppelmutanten, die mit den Konstrukten 
ProMYB75::GFP:MYB75 und ProBHLH42::BHLH42:Cherry transformiert wurden.  
In der pflanzlichen Zelle konnte vor dem Bleichen des Cherry-Fluorophors GFP und 
Cherry detektiert werden (Abb. 3-36, A und C). Wurden die Cherry-Fluorophore für 
wenige Minuten mit dem Laser stark gebleicht, war anschließend keine Cherry-
Fluoreszenz mehr detektierbar (Abb. 3-36, B). Das Fluoreszenzprotein war demnach nicht 
mehr funktional. Im Vergleich dazu wurde die Fluoreszenz von GFP nach dem Bleichen 
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Abbildung 3-36: Kontrolle der Energieübertragung (FRET) von GFP auf Cherry in 
transgenen A. thaliana Keimlingen. 
Die A. thaliana Keimlinge wurden stabil mit den Konstrukten ProMYB75::GFP:MYB75 und 
ProBHLH42::BHLH42:Cherry transformiert, um die Energieübertragung mittels FRET zu analysieren. 
(A-B) Detektion der Cherry-Fluoreszenz (Akzeptor) vor und nach dem Bleichen; (C-D) Detektion 
der GFP-Fluoreszenz (Donor) vor und nach dem Bleichen. Die Skala zeigt farblich die Stärke der 
Fluoreszenz an (0,2-1,1 x 104 Hz).  
 
 
Es war zu erkennen, dass die Fluoreszenz der GFP-Moleküle (Donor) nach dem Bleichen 
der Akzeptormoleküle (Cherry) signifikant stärker detektiert werden konnte als vor dem 
Bleichen des Akzeptors. Diese Kontrolle zeigt, dass ein Energieübertrag stattgefunden 
haben muss, der nach dem Verlust der Funktionalität der Cherry-Moleküle nicht mehr 
möglich war. Dadurch, dass GFP nach dem Bleichen von Cherry keinen Energieübertrag 
mehr vollziehen konnte, wurde eine stärkere GFP-Fluoreszenz gemessen. 
Durch diese Kontrollen konnte gezeigt werden, dass sowohl in Protoplasten als auch in 
Pflanzen Energietransfer zwischen den fluoreszierenden Proteinen stattgefunden hat. Das 
bedeutet, dass sich die Fusionsproteine GFP-MYB75 und BHLH42-Cherry in den Zellen 







3.4 Regulation der Saccharose-induzierten Anthocyan-
akkumulation in jungen A. thaliana Keimlingen 
Viele Strukturgene, die für die Anthocyanakkumulation verantwortlich sind, sind sowohl 
entwicklungsspezifisch als auch als Antwort auf verschiedene Stressfaktoren durch die 
Kombination von MYB und bHLH mit TTG1 Proteinen reguliert (Quattrocchino et al., 1999; 
Zhang et al., 2003; Carey et al., 2004; Morita et al., 2006). Wo und zu welchem 
Entwicklungszeitpunkt die Anthocyane gebildet werden, hängt von den Proteinen ab, die 
sich zu einem regulierenden Komplex zusammenfügen (Winkel-Shirley et al., 2001; 
Solfanelli et al., 2006). Ebenso ist die Kombination der Interaktion dafür verantwortlich, ob 
die Anthocyane als Antwort auf äußere Stressfaktoren gebildet werden und ob es sich um 
eine positive oder negative Regulation der Strukturgene handelt (Gonzales et al., 2008). 
Die Zunahme der Pigmentproduktion beruht auf einer Hochregulation des gesamten 
Anthocyanbiosyntheseweges. Dabei werden hauptsächlich die „späten“ Gene durch die 
Kombination von R2R3-MYB und bHLH Proteinen zusammen mit TTG1 reguliert (Borevitz 
et al., 2000; Tohge et al., 2005). In diesem Teil der Arbeit sollte untersucht werden, 
welche Kombination von Transkriptionsfaktoren für die UV- bzw. Saccharose-spezifische 
Anthocyanakkumulation in jungen A. thaliana Keimlingen verantwortlich ist. 
 
3.4.1 Akkumulation von Anthocyanen als Reaktion auf UV- und 
Saccharose-Stress 
Werden Wildtyp Keimlinge von A. thaliana auf zuckerhaltigem Medium angezogen, 
reagieren diese mit erhöhter Akkumulation von Anthocyanen im Hypokotyl und in den 
Keimblättern (Abb. 3-37, A). Um zu untersuchen, welche Transkriptionsfaktoren für diese 
erhöhte Anthocyanakkumulation unter Zuckerstress verantwortlich sind und welche 
Strukturgene vermehrt exprimiert werden, wurden verschiedene Transkriptionsfaktor 
knock-out Mutanten auf Medium mit Saccharose ausgelegt, für sechs Tage unter 
Langtagbedingungen angezogen und anschließend phänotypisch und photometrisch die 
Anthocyanmenge bestimmt. Wachsen diese Keimlinge auf Medium ohne Zucker, zeigt 
keine Pflanze eine Anthocyanakkumulation. Auf Saccharose-haltigem Medium zeigen die 
myb90 und bhlh42 Mutanten den anthocyanreichen Wildtyp-Phänotyp (Abb. 3-37, C, E), 
während die myb75 und bhlh2 Mutanten eine deutlich reduzierte Anthocyanakkumulation 






















Abbildung 3-37: Anthocyanakkumulation in jungen A. thaliana Keimlingen. 
Beim Wachstum auf Saccharose-haltigem Medium zeigen A. thaliana Keimlinge Unterschiede in 
der Anthocyanakkumulation. Wildtyp Pflanzen zeigen eine starke Anthocyanakkumulation als 
Reaktion auf den Zucker (A). Einige knock-out Linien dagegen reagieren mit einer stark reduzierten 
Akkumulation von Anthocyanen. Repräsentative Aufnahmen von (B) myb75; (C) myb90; (D) bhlh2; 
(E) bhlh42; (F) ttg1; (G) myb75 myb90; (H) bhlh2 bhlh42. Bei Wachstum auf Medium ohne 




Die neu generierten Doppelmutanten myb75 myb90, bhlh2 bhlh42 und myb75 bhlh2 
zeigen beim Wachstum auf saccharosehaltigem Medium gar keine Anthocyane mehr 
(Abb. 3-37, G, H und J), wie es ebenfalls bei der anthocyanlosen Referenzlinie ttg1 zu 
beobachten ist (Abb. 3-37, F). 
 
Abbildung 3-38 zeigt die relative Anthocyanakkumulation als Antwort auf Saccharose und 
UV-Licht. Dabei wurden aus den verschiedenen Keimlingen nach dem Wachstum auf 
Saccharose bzw. unter UV-Licht durch eine saure methanolische Extraktion die 
Anthocyane extrahiert und anschließend die relative Menge durch Messung der optischen 






ttg1 Mutante. Wachsen die verschiedenen Keimlinge auf Medium ohne Saccharose, so ist 
bei keiner Pflanze eine Anthocyanakkumulation zu erkennen (Abb. 3-38, grün). Werden 
die verschiedenen Linien auf saccharosehaltigem Medium angezogen, zeigen vor allem 
die Wildtyp-Pflanzen, aber auch myb90 und bhlh42 eine vermehrte 
Anthocyanakkumulation als Reaktion auf den abiotischen Stress (Abb. 3-38, violett). Bei 
bhlh2 ist eine sehr geringe Menge an Anthocyanen detektiert worden, während bei 
myb75, ttg1 und den drei generierten Doppelmutanten (fast) keine Anthocyan-
akkumualtion mehr gemessen werden konnte (Abb. 3-38, violett). Um zu überprüfen, ob 
die verschiedenen Mutanten ebenfalls auf UV-Stress reagieren, wurde die relative 
Anthocyanmenge gemessen, nachdem die sechs Tage alten Keimlinge für acht Stunden 
unter UV-Bestrahlung gewachsen sind. Dabei lässt sich zeigen, dass neben den Wildtyp-
Pflanzen nur die bhlh42 Linie auf die UV-Bestrahlung mit vermehrter 














































Abbildung 3-38: Quantifikation der Anthocyanmenge in Keimlingen bei Saccharose- und 
UV-Stress. 
Relative Anthocyanmenge von sechs Tage alten A. thaliana Keimlingen, die auf 0% Saccharose 
(grün) bzw. auf 4% Saccharose (violett) oder unter UV-Licht (gelb) gewachsen sind.  
 
 
Die Analyse der mRNA Akkumulation der vier Transkriptionsfaktoren in Wildtyp-Pflanzen 
zeigt, dass diese in Bezug auf abiotische Stressfaktoren unterschiedlich reguliert sind. 
Wachsen die Wildtyp-Pflanzen auf Medium ohne Zucker, können keine Transkripte von 
MYB75 und von MYB90 detektiert werden (Abb. 3-39). Wachsen die Keimlinge auf 
Hochzucker (4% Saccharose), kann eine erhöhte Transkriptmenge von MYB75 
nachgewiesen werden. MYB90 dagegen wird in geringen Mengen nachgewiesen. Bei den 
bHLH-Proteinen sieht die Akkumulation der Transkripte in Bezug auf äußere 






den Pflanzen unabhängig vom Zuckerstress. Dabei kann eine starke Expression von 
BHLH42 mit und ohne Saccharose im Medium nachgewiesen werden, während BHLH2 in 
geringer Menge, aber stetig, exprimiert wird. Auch in Bezug auf UV-Stress zeigen die 
bHLH-Proteine keine veränderte Akkumulation. Die MYB Transkripte dagegen zeigen 
eine deutliche Veränderung in Bezug auf UV-Bestrahlung. Die mRNA Akkumulation von 
MYB75 kann unter UV-Stress nicht nachgewiesen werden, während MYB90 eine erhöhte 
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Abbildung 3-39: Expression der Transkriptionsfaktoren als Reaktion auf Saccharose- und 
UV-Stress.  
RT-PCR Analysen zeigen die Akkumulation der MYB und bHLH Transkripte in Wildtyp-Pflanzen als 
Reaktion auf Saccharose- (4%) und UV-Stress (UV) im Vergleich zum Wachstum ohne Stress 
(0%). Aktin2 dient als Positivkontrolle der RT-PCR.  
 
 
3.4.2 Die Regulation des DFR-Promotors durch UV- und Saccharose-
Stress 
Ein wichtiger Zweig in der Anthocyanbiosynthese ist die Regulation des DFR-Promotors. 
Wenn in Transkriptionsfaktor knock-out Keimlingen die Anthocyanbiosynthese gestört ist, 
resultiert das in einer Reduktion der Anthocyanakkumulation. In Abbildung 3-40 ist die 
Analyse der Expression des DFR-Promotors dargestellt. In den verschiedenen Mutanten 
ist die DFR-mRNA Akkumulation in Bezug auf Saccharose- und UV-Stress gezeigt. Eine 
stark erhöhte Akkumulation des DFR Transkripts zeigt sich in den Überexpressions-
pflanzen von MYB75OX (overexpression) und MYB90OX, wenn diese auf Saccharose-
haltigem Medium wachsen (Abb. 3-40, Saccharose-Stress). In den myb75, myb90 und 
bhlh42 Mutanten ist die Akkumulation des DFR Transkripts, im Vergleich zu Wildtyp-
Pflanzen, in Bezug auf Saccharose-Stress dagegen vermindert (Abb. 3-40). Die DFR-






Doppelmutanten, unter Saccharose-Stress ebenfalls so stark vermindert, dass sie kaum 
detektiert werden kann bzw. nicht mehr vorhanden ist (Abb. 3-40).  
Unter UV-Stress zeigt sich ein anderes Muster in der Akkumulation des DFR Transkripts. 
Nur in der bhlh42 Mutante und in Wildtyp-Pflanzen ist eine Akkumulation des Transkripts 
zu detektieren (Abb. 3-40, UV-Stress). In keiner der anderen getesteten Pflanzen ist eine 
































































































Abbildung 3-40: Expression der DFR in den Keimlingen als Reaktion auf Saccharose- und 
UV-Stress. 
RT-PCR Ergebnisse zeigen die Akkumulation der DFR Transkripte in den verschiedenen knock-out 
Mutanten im Vergleich zu Wildtyp-Pflanzen als Reaktion auf Saccharose- (4%) und UV-Stress. 
Aktin2 dient als Positivkontrolle der RT-PCR.  
 
 
Wurden transgene Keimlinge (35S::MYB75 (MYB75OX) bzw. 35S::MYB90 (MYB90OX)), 
für sechs Tage auf Saccharose-haltigem Medium wachsen gelassen, zeigten beide 
Überexpressionspflanzen eine deutlich erhöhte Anthocyanakkumulation im Vergleich zu 
Wildtyp Pflanzen (Abb. 3-41). Die entsprechenden knock-out Mutanten zeigten dagegen 
eine deutlich unterschiedliche Anthocyanakkumulation beim Wachstum auf Saccharose-
haltigem Medium. Die myb75 Mutante akkumulierte fast keine Anthocyane mehr, während 











Abbildung 3-41: Anthocyanakkumulation in jungen A. thaliana Keimlingen. 
Beim Wachstum auf Saccharose-haltigem Medium zeigen A. thaliana Überexpressionspflanzen 
von MYB75 und MYB90 eine stark erhöhte Anthocyanakkumulation im Vergleich zu Wildtyp 
Pflanzen. (A) Col-0; (B) MYB75OX; (C) MYB90OX.  
 
 
Aus At7-Kotransfektionsexperimenten ist bereits bekannt, dass der CHS-Promotor 
lichtaktivierbar ist (Hartmann, 1997). Dieses „frühe“ Gen der Anthocyanbiosynthese 
enthält eine sogenannte lichtregulatorische Einheit, die aus cis-wirkenden Elementen 
besteht (Hartmann, 1997). Diese cis-wirkenden Sequenzen finden sich ebenfalls in dem 
DFR-Promotor. Dieses „späte“ Gen der Anthocyanbiosynthese kann dagegen nur durch 
die Kombination zweier Transkriptionsfaktoren in Kotransfektionsstudien aktiviert werden.  
In Abbildung 3-42 ist die Analyse der Lichtaktivierbarkeit des DFR- und des CHS-
Promotors in At7-Kotransfektionsstudien gezeigt. Als Reporter wurde ein 520 bp langes 
DFR-Promotorfragment (ProDFR520) bzw. ein 1972 bp langes CHS-Promotorfragment 
(ProCHS1972) genutzt, das jeweils die cis-wirkenden Sequenzen enthält, die notwendig für 
die Aktivierung des Promotors sind. Als Positivkontrolle für die Aktivierbarkeit des DFR-
Promotors wurden die Effektoren MYB75 und BHLH42 eingesetzt. Für den CHS-Promotor 
wurde als Positivkontrolle MYB12 eingesetzt. Es konnte gezeigt werden, dass der CHS-
Promotor sowohl durch UV-Licht als auch durch Weißlicht aktiviert werden kann, ohne 
dass ein weiterer Effektor zugesetzt werden musste. Dabei ist die Aktivierung durch UV-
Licht wesentlich stärker als durch Weißlicht. In Dunkelheit zeigt der CHS-Promotor ohne 
Effektor keine Aktivierung (Abb. 3-42). Der DFR-Promotor ist dagegen weder durch UV-
Licht noch durch Weißlicht aktivierbar, wenn keine zusätzlichen Effektoren zugegeben 
werden. Nur durch Zugabe beider Effektoren kann eine Aktivierbarkeit des DFR-
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Abbildung 3-42: Analyse der Lichtaktivierbarkeit des ProDFR520 im Vergleich zum 
ProCHS1972 durch Protoplasten-Kotransfektionsexperimente. 
Kotransfektionsanalyse des Aktivierungspotentials des DFR- und CHS-Promotors durch Licht in 
At7-Protoplasten. Als Reporter wurde ProDFR520 bzw. ProCHS1972 eingesetzt. Die Negativkontrolle 
stellt ein delta::GUS-Konstrukt dar und als Positivkontrolle diente ein 35S::GUS-Konstrukt. Die zur 




3.4.3 Gewebsspezifische Expressionsanalyse der Transkriptionsfaktor-
Gene in Abhängigkeit von Saccharose 
Vorhergehende Analysen haben gezeigt, dass die Transkriptionsfaktoren MYB75, MYB90 
bzw. BHLH42 und BHLH2 unterschiedlich an der Saccharose-induzierten Regulation 
beteiligt sind. Um die gewebsspezifische Expression dieser Transkriptionsfaktoren zu 
untersuchen, wurden Promotor-GUS Fusionen (ProMYB75::GUS; ProMYB90::GUS; 
ProBHLH2::GUS; ProBHLH42::GUS) in A. thaliana Pflanzen der Akzession Columbia 
transformiert. Auf Selektionsmedium wurden transgene Pflanzen ermittelt und durch 
Genotypisierung auf das entsprechende Transgen analysiert. Positive T2-Samen wurden 
ausgelegt und nach sechs Tagen einer Analyse der GUS-Aktivität unterworfen. Für jedes 
Konstrukt wurden zehn Linien ausgewählt von denen jeweils 20 Pflanzen analysiert 
wurden. Abbildung 3-43 zeigt die unterschiedlichen Expressionsmuster der untersuchten 
Transkriptionsfaktoren in Abhängigkeit von der Saccharose-Konzentration. Als 
Positivkontrolle diente ein uidA-Gen, welches unter der Kontrolle des konstitutiven 35S-
Promotors exprimiert wurde. Dieses Konstrukt zeigte keinen Unterschied in der GUS-
Expression in Bezug auf Saccharose im Medium (Abb. 3-43, E und K). Für BHLH42 






transgenen Pflanzen zeigten sowohl mit als auch ohne Zuckerzugabe eine starke GUS-
Expression im ganzen Keimling, außer in der Wurzel (Abb. 3-43, B und G). Für BHLH2 
zeigte sich dagegen ein differenzierteres Expressionsmuster. Wuchsen diese transgenen 
Pflanzen ohne Saccharose im Medium an, zeigten sie eine schwache GUS-Expression 
nur im Hypokotyl und in der Wurzelspitze (Abb. 3-43, A). Wuchsen die transgenen 
Pflanzen dagegen auf Hochzucker an, war die GUS-Expression erhöht (Abb. 3-43, F). 
Neben einer verstärkten Expression im Hypokotyl und in der Wurzelspitze konnte ebenso 
eine Expression in der Vaskulatur der Keimblätter detektiert werden. In sechs Tage alten 
transgenen Pflanzen von MYB75 und MYB90 konnte keine GUS-Aktivität beobachtet 
werden. Dabei war kein Unterschied erkennbar, wenn die Pflanzen mit oder ohne Zucker 
anwuchsen (Abb. 3-43, C, D und H, J).  
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Abbildung 3-43: Gewebsspezifische Expressionsanalyse der Transkriptionsfaktor-Gene als 
Reaktion auf Saccharose mit Promotor-GUS-Linien. 
GUS-Expression in transgenen Linien als Reaktion auf Saccharose. Die Keimlinge wurden sechs 
Tage nach der Keimung geerntet und einem GUS-Assay unterzogen. Der MYB-Promotor ist je 
1,5 kb und der bHLH-Promotor ist je 2,5 kb lang. 35S::GUS diente als Positivkontrolle. 
0%=Wachstum ohne Saccharose, 4%=Wachstum mit Saccharose. Weitere Erläuterung siehe Text.  
 
 
Um zu überprüfen, ob die Expression von MYB75 und MYB90 zu einem früheren 
Entwicklungszeitpunkt stattfindet, wurden die Pflanzen, die transgen sind für 
ProMYB75::GUS und ProMYB90::GUS bereits 2-3 Tage nach der Keimung in Bezug auf die 
GUS-Expression analysiert. Ohne Saccharose im Medium konnte keine GUS-Expression 
detektiert werden. Auf Saccharose-haltigem Medium (4% Saccharose) gewachsene 
Keimlinge zeigen eine deutliche GUS-Aktivität (Abb. 3-44). Nach 2-3 Tagen war eine 
GUS-Expression detektierbar, die im Laufe des 4. und 5. Tages schwächer wurde (Daten 













Abbildung 3-44: Gewebsspezifische Expressionsanalyse von MYB75 und MYB90 in 2-3 Tage 
alten Keimlingen als Reaktion auf Saccharose durch Promotor-GUS-Linien. 
GUS-Expression in transgenen Linien als Reaktion auf Saccharose. Die Keimlinge wurden 2-3 
Tage nach der Keimung geerntet und einem GUS-Assay unterzogen.  
 
 
Die Ergebnisse haben gezeigt, dass die Regulation der Saccharose- und der Licht-
induzierten Anthocyanakkumulation in jungen A. thaliana Keimlingen entwicklungs-























Die Regulation des DFR-Promotors ist ein wichtiger Schritt innerhalb der 
Anthocyanbiosynthese. In vorherigen Studien konnte bereits gezeigt werden, dass eine 
Reihe verschiedener R2R3-MYB Proteine in Kombination mit R/B-ähnlichen bHLH 
Proteinen den DFR-Promotor aktivieren (Nesi et al., 2000; Zimmermann et al., 2003). In 
A. thaliana sind unterschiedliche Komplexe an verschiedenen Regulationsmechanismen 
beteiligt. So ist der Komplex MYB123+BHLH42 für die Regulation der Biosynthese von 
kondensierten Tanninen in der Samenschale verantwortlich (Nesi et al., 2000, 2001), 
MYB90+BHLH12 sind Aktivatoren der Anthocyanbiosynthese (Zimmermann et al., 2003) 
und MYB75+BHLH42 aktivieren spezifisch die „späten“ Gene der Anthocyanbiosynthese 
(Borevitz et al., 2000; Thoge et al., 2005), während MYB0+BHLH1 an der Regulation der 
Trichom- und Wurzelhaarbildung beteiligt sind (Payne et al., 2000). Wie diese 
Regulationsmechanismen im Einzelnen funktionieren, konnte bisher noch nicht aufgeklärt 
werden. Es war nicht bekannt, ob die Transkriptionsfaktoren einzeln an den Promotor 
binden, ob sie vor der DNA-Bindung einen Komplex bilden oder ob die MYB und bHLH 
Proteine in diesem Regulationskomplex als Homodimere vorliegen. Dass die 
Transkriptionsfaktoren auf äußere Stimuli reagieren und damit die Regulation des DFR-
Promotors beeinflussen war bisher nur vereinzelt dargestellt (Teng et al., 2005). Der 
generelle Faktor TTG1 spielt neben den R2R3-MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren 
ebenfalls eine wichtige Rolle in diesem Regulationsmechanismus (Baudry et al., 2006; 
Gonzalez et al., 2008). Er kann durch die Bindung an den Komplex sowohl als Stabilisator 
als auch als Regulator fungieren (Walker et al., 1999; Payne et al., 2000). Fehlt dieser 
Faktor im Regulationskomplex ist der Mechanismus gestört und die Regulation damit 
nicht mehr funktionell.  
 
4.1 MYB75 reguliert zusammen mit bHLH-Proteinen der 
Subgruppe IIIf den DFR-Promotor 
In dieser Arbeit wurde der Regulationsmechanismus an dem DFR-Promotor durch die 
Transkriptionsfaktoren MYB75 und BHLH42 in großen Teilen aufgeklärt. MYB75 ist ein 
Hauptregulator der Anthocyanbiosynthese in jungen A. thaliana Keimlingen. Der 
Transkriptionsfaktor besitzt die Fähigkeit, mit den bHLH Regulatoren der 
Anthocyanbiosynthese (BHLH1, BHLH2, BHLH12, BHLH42) zu interagieren 
(Zimmermann et al., 2004; Zhang et al., 2003). TTG1 nimmt wahrscheinlich die Funktion 
des Stabilisators in dem Komplex ein. Um diesen Regulationsmechanismus aufzuklären, 






Korrelationsspektroskopie, FCS) etabliert, die mit Standardmethoden aus der Biologie 
(EMSA, Protoplasten-Kotransfektion) ergänzt und verglichen wurde. Der Vergleich der 
ermittelten Daten hat gezeigt, dass mit allen Systemen die gleichen Ergebnisse erzielt 
werden können. Die in den 1970er Jahren von Madge et al. (1972) entwickelte FCS-
Methode ist nach der Einführung der konfokalen Mikroskopie (Riegler et al., 1993) und 
technischen Neuerungen heute also problemlos für routinemäßige Messungen von 
verschiedensten biomolekularen Wechselwirkungen einsetzbar (Rigler und Elson, 2001; 
Hess et al., 2002; Thompson et al., 2002; Schwille und Hausstein, 2005).  
 
4.1.1 Definition des Minimalpromotors 
In den Promotoren der „frühen“ Gene der Flavonoidbiosynthese (CHS, CHI, F3H, FLS) 
sind die cis-wirkenden Elemente bereits charakterisiert, die notwendig sind für die 
Bindung der MYB und bZIP Transkriptionsfaktoren (Hartmann, 1997). Dabei wurde jeweils 
eine so genannte lichtregulatorische Einheit (LRU, „Light Regulatory Unit“) definiert, die 
aus einem ACE-Motiv und einem MRE-Motiv besteht. Trotz dieser Erkenntnisse wurden 
die entsprechenden Bindestellen für MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren am DFR-
Promotor als „spätes“ Gen der Flavonoidbiosynthese bisher noch nicht identifiziert. Daher 
wurde hier der Frage nachgegangen, ob der DFR-Promotor ebenfalls durch Licht 
aktivierbar ist. Diese Hypothese konnte in Kotransfektionsstudien aber nicht bestätigt 
werden (Abb. 3-45). Das putative ACE-Element im DFR-Promotor wird also nicht als Teil 
einer LRU von bZIP-Transkriptionsfaktoren gebunden. Es wäre ebenfalls interessant zu 
untersuchen, ob andere „späte“ Gene des Biosynthesweges wie LDOX oder BAN, die 
bisher nicht näher charakterisiert wurden, trotz putativer ACE-Elemente ebenfalls nicht 
mehr durch Licht aktivierbar sind.  
Als operationaler Minimalpromotor wird das kürzeste Fragment eines Promotors 
verstanden, das noch in der Lage ist, durch die Transkriptionsfaktoren aktiviert zu werden. 
Um einen Minimalpromotor definieren zu können, mussten zunächst die putativen 
Bindeelemente für die R2R3-MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren ermittelt werden. 
Aufgrund der Computeranalyse und der Vorarbeiten von U. Hartmann (Dissertation, 1997) 
und M. Heim (Dissertation, 2003) wurden fünf putative Bindeelemente festgelegt, die sich 
innerhalb der 123 bp vor dem Transkriptionsstart befinden (vgl. 3.1.1). Daher wurde in 
dieser Arbeit das 123 bp langes Fragment des DFR-Promotors (-62 bis -184, ProDFR123) 
als Minimalpromotor definiert. Der ProDFR123 enthält alle Elemente, die für die 
Regulatoren wichtig sind, um an den Promotor zu binden. Bindungsstudien haben 
gezeigt, dass sowohl in den FCS-Messungen als auch im EMSA und in der Kotransfektion 






4.1.2 Aufgereinigte His-Tag Fusionsproteine binden als Komplex an 
den Minimalpromotor 
Die Expression und Aufreinigung von pflanzlichen Proteinen in einem heterologen System 
ist schwierig, da die Bakterienzellen artfremde Proteine meist in Einschlusskörpern 
(inclusion bodies) akkumulieren. Das Aufreinigen der Proteine aus den Einschlusskörpern 
erfolgte dabei unter denaturierenden Bedingungen mit Hilfe von Harnstoff in den Puffern. 
Ein Nachteil ist, dass die Proteine dann in denaturierter Form vorliegen und anschließend 
wieder in die funktionale Konformation überführt werden müssen. Dies ist gerade bei den 
in dieser Arbeit verwendeten Transkriptionsfaktoren aufwendig und schwierig, da über 
einen langen Zeitraum ein stabiler pH-Wert sichergestellt sein musste. Durch eine pH-
Wert Abweichung fallen die Proteine aus und können nicht renaturiert werden. Die 
Assoziationskonstante stellt mit einem Wert von 4,1 · 107 M-1 daher einen unteren 
Grenzwert dar. Nach der Renaturierung konnte nicht bei allen Proteinen durch 
Rückfaltung die funktionale Konformation wiedergewonnen werden, wodurch sich 
ebenfalls nicht-funktionales Protein in der Lösung befand.  
Es konnte dennoch sowohl mit EMSA als auch mit FCS gezeigt werden, dass diese 
aufgereinigten Proteine nach der Renaturierung wieder funktional waren in Bezug auf die 
Bindung an den ProDFR123 (Abb. 3-5 und 3-6). Die Ergebnisse geben erste Hinweise auf 
die Formation des Regulationskomplexes. Da die Transkriptionsfaktoren nicht einzeln an 
das Promotorfragment binden, interagieren sie wahrscheinlich schon vor der DNA-
Bindung miteinander. Sie binden also nicht einzeln nacheinander an die Ziel-DNA 
sondern gehen wahrscheinlich erst untereinander einen Komplex ein und binden dann 
gemeinsam an die DNA. Aus vorherigen Analysen ist bekannt, dass TTG1 in 
Kotransfektionsstudien notwendig ist für die Aktivierung des Promotors. Fehlt TTG1, ist 
keine DFR-/BAN-Promotoraktivierung durch MYB75/MYB123 und BHLH42/BHLH2 
erkennbar (Heim, 2003; Baudry et al., 2004). Da hier in EMSA und FCS-Studien kein 
TTG1 zugegeben wurde, kann demnach in vitro eine Bindung der Transkriptionsfaktoren 
als MYB/bHLH Komplex an die DNA auch ohne TTG1 stattfinden. Diese ist in vivo 
möglicherweise ohne TTG1 als Stabilisator zu instabil, um eine Aktivierung des Promotors 
zu ermöglichen.  
 
4.1.3 Analyse der DFR-Promotorbindestellen für R2R3-MYB und R/B-
ähnliche bHLH Proteine  
Es konnte gezeigt werden, dass ProDFR123 ausreicht für die Bindung der 
Transkriptionsfaktoren. Die Bindestellen für die MYB75 und BHLH2/BHLH42 Proteine 






Promotorfragmenten ermittelt. Dabei wurde darauf geachtet, dass die innen liegenden 
Basen ausgetauscht wurden, die den Kern des Motivs ausmachen und wahrscheinlich für 
die Spezifität der Bindung verantwortlich sind. Das etablierte Kotransfektionssystem 
lieferte dabei zuverlässige Daten, die die Daten aus den FCS-Messungen bestätigten. Ein 
weiterer Vorteil dieser Messdaten war, dass die Messungen der Promotorbindungen 
zusätzlich in einem lebenden System stattfanden.  
Dabei konnte eine Bindedomäne für den R2R3-MYB Faktor und eine Bindedomäne für 
die R/B-ähnlichen bHLH Faktoren gefunden werden. Die erste putative MYB-
Bindedomäne (MRS1) konnte als Bindeelement eines R2R3-MYB (MYB75) 
Transkriptionsfaktors festgelegt werden und wird im Folgenden als MRE bezeichnet. Für 
die bHLH Faktoren konnte die erste putative bHLH-Bindedomäne (RRS1) als 
Bindeelement eines R/B-ähnlichen bHLH Transkriptionsfaktors festgelegt werden. Dabei 
ist besonders interessant, dass sowohl BHLH2 als auch BHLH42 an die gleiche 
Bindestelle im DFR-Promotor binden.  
Aus diesen Ergebnissen stellt sich der DFR-Promotor wie folgt dar. MRS1 wird als MRE 
(„MYB Recognition Element“, -117CGGTTGG-109) bezeichnet und als R2R3-MYB 
Transkriptionsfaktor Bindeelement beschrieben. RRS1 wird als RRE („R Recognition 
Element“, -106CACGTG-99) bezeichnet. Hier binden R/B-ähnliche bHLH 
Transkriptionsfaktoren. In Abbildung 4-1 ist die in dieser Arbeit identifizierte Struktur des 
DFR-Promotors in Bezug auf die Bindeelemente der Transkriptionsfaktoren zum 
Transkriptionsstart. dargestellt. Die putative TATA-Box wird hier als Bezugspunkt 










Abbildung 4-1: Struktur des DFR-Promotors bis zum Startkodon. 
Der DFR-Promotor enthält die Bindeelemente für den R2R3-MYB Transkriptionsfaktor (MYB75) 
(MRE, grün) und den R/B-bHLH Transkriptionsfaktor (BHLH2/BHLH42) der Subgruppe IIIf (RRE, 











4.1.4 Die Regulation der Expression der „frühen“ und „späten“ Gene 
der Flavonoidbiosynthese erfolgt über ähnliche cis-Elemente  
Die Promotorstrukturen der „frühen“ Gene der Flavonoidbiosynthese (CHS, CHI, F3H und 
FLS) sind bereits sehr gut charakterisiert. Die Expression dieser Gene erfolgt koordiniert 
und ihre UV-Induktion ist durch die gleichen Faktoren reguliert (Hartmann, 1997), denn 
die Akkumulation von UV-absorbierenden Flavonoiden stellt einen Schutzmechanismus 
der Pflanze dar (Jenkins et al., 2001). Für die lichtinduzierte Promotoraktivität wurde ein 
Minimalpromotor eingegrenzt, der eine lichtregulatorische Einheit (LRU) beinhaltet 
(Hartmann, 1997). Für die Lichtinduzierbarkeit verantwortlich ist eine Sequenz mit dem 
Kernmotiv ACGT, sowie eine Konsensussequenz für MYB-Bindestellen (T/C ACC T/G G; 
Sablowski et al., 1994). Eine Ausnahme ist die Sequenz des CHI-Promotors. Das ACGT-
Element stellt hier zugleich eine G-Box dar, die sowohl von bZIP-Faktoren als 
möglicherweise auch von bHLH-Faktoren gebunden werden kann (Abb. 4-2).  
Neben den bZIP-Bindestellen befinden sich in diesen Promotoren ebenfalls putative 
bHLH- und MYB- Bindestellen. Alle MYB-Bindesequenzen dieser Promotoren beinhalten 
die Konsensussequenz ACC, die dem P-Box Motiv nach Sablonski et al. (1994; CTAACT) 
entspricht. Diese Kernsequenz von T/C ACC T/G G ist in allen Promotoren der „frühen“ 
Gene vorhanden (Abb. 4-2). Die Abstände zwischen den LRUs sind dabei nicht streng 
konserviert, sie betragen in der Regel zwischen 17 und 29 bp, können aber auch bis zu 
278 Nukleotide umfassen wie im F3H-Promotor (Hartmann, 1997; Sagasser, 2000). Die 
lichtresponsiven cis-Elemente sind dabei so angeordnet, dass das MRE näher am 
Startkodon liegt, während sich das ACE weiter stromaufwärts befindet. Die cis-Elemente 
können sich dabei ebenfalls auf dem Gegenstrang befinden, wie etwa das MRE im FLS-
Promotor. Dort liegt das MRE dann weiter stromaufwärts als das ACE. Beim F3H-
Promotor befinden sich alle cis-Elemente auf dem Gegenstrang. Da die bHLH- und bZIP-
Proteine wahrscheinlich als Dimere an palindromische Sequenzen binden, ist die 
Ausrichtung des Motivs nicht von großer Bedeutung.   
Die Regulation der Expression der „frühen“ Gene des Flavonoidbiosyntheseweges erfolgt 
nicht nur durch Licht. So kann CHS etwa durch einen einzelnen MYB-Faktor (PFG-MYB-
Proteine) aktiviert werden (Mehrtens et al., 2005; Stracke et al., 2007). Auch die 
Kombination von einem MYB und einem bHLH-Transkriptionsfaktor (MYB75 oder MYB90 
zusammen mit BHLH1, BHLH2 oder BHLH42) kann die Expression von CHS induzieren 
(Heim, 2003). Es ist bekannt, dass die Promotoren der „späten“ Gene nur durch die 
Kombination von einem MYB- und einem bHLH-Faktor aktiviert werden können 
(Zimmermann et al., 2004; Heim, 2003). Die Tatsache, dass diese Promotoren sowohl 






jeweils andere Transkriptionsfaktoren (MYB123) aktiviert werden als die Promotoren der 
„frühen“ Gene, lässt darauf schließen, dass diese Promotoren sowohl ähnliche als auch 
unterschiedliche cis-Elemente beinhalten müssten. Vermutlich binden die bHLH 
Transkriptionsfaktoren an RREs, die in allen Promotoren zu finden sind, während MYB 
Transkriptionsfaktoren an MREs binden, die in den unterschiedlichen Promotoren in der 
Konsensussequenz ähnlich sind, sich aber im Detail unterscheiden (Abb. 4-2). Es ist 
erkennbar, dass die Sequenzen der Promotoren der „späten“ Gene statt eines ACGT-
Motivs eine G-Box enthalten (CACGTG), die spezifisch von R/B-ähnlichen bHLH-Faktoren 
der Subgruppe IIIf gebunden wird. Die MYB-Konsensussequenz in den Promotoren der 
späten Gene stellt ebenfalls eine Abwandlung der P-Box dar (T/C ACC T/G G; Sablowski 
et al., 1994). In diesen Promotoren sind mehrere dieser Kernsequenzen in den 200 bp vor 
dem Startkodon enthalten. Im DFR-Promotor konnte eine MRE an der Position -117 
charakterisiert werden (Ergebnisse diese Arbeit). Im BAN-Promotor wurde mittels PLACE-
Analyse und der Eingrenzung durch Promotor-GUS-Analysen eine putative MYB-
Bindedomäne an Position -75 (CTGTTG) eingegrenzt (Debeaujon et al., 2003) (Abb. 4-2). 
Die MYB-Bindedomänen im DFR- und im BAN-Promotor befinden sich auf dem 
Gegenstrang. Im LDOX-Promotor befinden sich drei putative MRS (AACTA), von denen 
eine in direkter Nachbarschaft zur einzigen bHLH-Bindedomäne liegt. Diese putative RRS 
ist zugleich eine putative bZIP-Bindestelle (Abb. 4-2). Die MYB-Domänen aller drei 
Promotoren der „späten“ Gene ähneln sich sehr, sie differieren nur in Bezug auf ein 
Nukleotid (Abb. 4-2). Alle MREs beinhalten die Kernsequenz T/C AAC T/G. Die Spezifität 
der Bindestellen macht möglicherweise ein Nukleotid aus, das in allen Elementen differiert 
(Abb. 4-2, schwarz hervorgehoben).  
 
ProCHS -108 AACTAGACACGTAGATCTTCATCTGCCCGTCCATCTAACCTACCACACTCTCATCT -63
ProCHI -99 GAAAGTACACGTGCTTACACATCCAACACTCGTAATCGTAACTATTGCTACCTACC -36
ProF3H -400 ATTTTTAAGACGTGGCTTTCT -380 266nt          -110 ACCGTGGTAGGTAGCTAGCG -85
ProFLS -93 TATGTGGTAGTTGTCTCTATCCAGCGGCCAAGATTTCGCCACGTCCTCACTTCCTC -36
ProDFR -137 ACGTTCCCCACGTGCTTCTCCGGTTGGTACTCACGTGACCGGCAGCTTCTCGTTC -83
ProLDOX -476 AGTAGAAGAACTAGTAGAGGTGAACACGTGGAGACACGCTTAAAGCACGCGACG -422
ProBAN -116 AAGATCACGTGCTTACCTTCTAAAACAGCCTTATTGATCTACTGTTGTACCTAATGA -60
 
 
Abbildung. 4-2: Sequenzvergleich der bekannten und putativen MYB- und bZIP/bHLH-
Bindestellen in den Promotoren der „frühen“ (CHS, CHI, F3H, FLS) und „späten“ Gene (DFR, 
LDOX, BAN) der Flavonoidbiosynthese.   
Die MYB-Bindesequenzen haben eine grüne Schriftfarbe, die Sequenzen der bZIP/bHLH-
Bindestellen haben eine violette Schriftfarbe. Alle Bindesequenzen sind grau unterlegt. 






Wie im Großteil der Sequenzen der Promotoren der „frühen“ Gene liegen im DFR- und im 
BAN-Promotor die MREs näher am Startkodon, während sich das RRE weiter 
stromaufwärts befindet.  
Es ist allerdings nicht möglich, allein aus der Anwesenheit der konservierten cis-Elemente 
innerhalb eines Promotors auf dessen Funktionalität zu schließen. Neben dem DFR-
Promotor kann auch der BAN-Promotor durch die Kombination von MYB123, BHLH42 
und TTG1 aktiviert werden (Nesi et al., 2002). Aufgrund dessen müsste die BAN und DFR 
Expression für die gesamte Proanthocyanidinbiosynthese koordiniert sein. Die Sequenz 
allein ist aber nicht ausreichend für die ähnliche Regulation der Promotoren, denn auch 
TT12 wird durch die Kombination dieser Transkriptionsfaktoren reguliert und beinhaltet im 
Promotor nicht die gleichen cis-Elemente wie der DFR- und BAN-Promotor (Nesi et al., 
2002; Debeaujon et al., 2003).   
Die MYB und bZIP/bHLH Konsensussequenzen der Promotoren der „frühen“ und „späten“ 
Gene sind sehr ähnlich. Dennoch gibt es ebenfalls spezifische Unterschiede, die für die 
Regulation der Promotoren bedeutsam sind. Es lässt sich aber eine Korrelation in dem 
Aufbau der cis-Elemente spezifisch für die „frühen“ Gene und ebenfalls für die „späten“ 
Gene erkennen (vgl. Abb. 4-2). Die Expression der „frühen“ Gene ist koreguliert, während 
die „späten“ Gene einer differentiellen Regulation unterliegen. Die bHLH/bZIP-Faktoren 
sind kontinuierlich exprimiert und können wahrscheinlich an die in allen Promotoren 
vorhandenen gleichen RREs binden. Daher sind sie möglicherweise nicht spezifisch für 
die Komplexbildung, sondern stellen eher allgemeine Faktoren dar. Daher sind die ACGT- 
und RRE-Bindemotive wahrscheinlich in den Promotoren gleich. Die MYB-Faktoren sind 
dagegen möglicherweise für die spezifische Bildung des Regulationskomplexes an den 
jeweiligen Promotor verantwortlich. Daher differieren die MRE-Bindemotive in den 
Promotoren. Es hängt möglicherweise von dem MYB-Faktor in dem Regulationskomplex 
ab, welcher Komplex an welchen Promotor binden kann. Denn in den Promotoren sind die 
MYB-Bindesequenzen unterschiedlich. Daher bindet der Regulationskomplex 
möglicherweise durch die MYB-Bindestellen spezifisch in dem Promotor. Diese 
unterschiedliche Spezifität der Transkriptionsfaktoren lässt sich auf das Modell des TTG1-
abhängigen regulatorischen Netzwerkes übertragen (Zhang et al., 2003). Demnach sind 
die bHLH Faktoren (BHLH42, BHLH1, BHLH2) die allgemeineren Regulatoren, die mit 
TTG1 interagieren. Für die spezifische Regulation verschiedener Biosynthesewege und 
Entwicklungsprozesse interagiert dieser Komplex mit unterschiedlichen MYB Faktoren 
(MYB75, MYB90, MYB123, MYB61, MYB0, MYB66), die für die Spezifität des 
Regulationskomplexes verantwortlich sind (Zhang et al., 2003). Diese Hypothese wird 






gewisse Redundanz in Bezug auf die Regulation zeigen, während sich die MYB Faktoren 
nicht in diesem Ausmaß gegenseitig ersetzen können. 
 
4.1.5 Vergleichende Promotoranalyse mit FCS, EMSA und 
Protoplasten-Kotransfektion 
Für die Charakterisierung der Promotor-Bindestellen wurde in dieser Arbeit die Methode 
der Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie etabliert. Der Vergleich mit renommierten 
Methoden aus der Biologie zeigt die Zuverlässigkeit der Daten und ermöglicht damit die 
Analyse von Protein-DNA-Wechselwirkungen. Dennoch bietet die FCS-Methode 
wesentliche Vorteile gegenüber dem EMSA. Die mit der FCS-Technologie erzielten 
Ergebnisse konnten deutlich schneller und automatisierter und damit zuverlässiger 
gewonnen werden. Die FCS-Methode war ebenso deutlich sensitiver und 
proteinschonender, wodurch auch „unsichere“ shifts beim EMSA mit FCS genau detektiert 
werden konnten. Entscheidend beim FCS-Verfahren war, dass die Messung in einem 
„offenen System“ stattgefunden hat. Das Detektionsvolumen war nicht abgeschlossen, 
sondern hat einen Teil des Gesamtvolumens dargestellt. Ein weiterer Vorteil war die 
Messung in einer homogenen Phase, was der physiologischen Situation in der Zelle eher 
Nahe kommt. Dies war beim EMSA nicht möglich, da hier die Messung nicht in einem 
thermodynamischen Gleichgewicht ablaufen konnte. Die aufgenommenen Rohdaten 
wurden außerdem in Echtzeit prozessiert, so dass die Messungen direkt verfolgt und 
bewertet werden konnten. Die Protoplasten-Kotransfektion hat dagegen im lebenden 
System von At7-Zellen stattgefunden. Diese Untersuchungen sind unverzichtbar, wenn 
die Protein-DNA-Bindungen in vivo gezeigt werden sollen.  
Diese vergleichende Analyse hat dazu beigetragen, das FCS-System zu etablieren und 
damit wichtige biologische Fragestellungen mit neuen Methoden aus anderen 
Fachbereichen zu beantworten. Somit konnte diese innovative Methode für 
weiterführende Untersuchungen neue Impulse für die funktionelle Erforschung von 
Proteinen liefern. Weiter wurde gezeigt, wie wichtig es ist, dass sich die unterschiedlichen 
Wissenschaften einander annähern. Durch das Potential, welches so genannte 
„fachfremde“ Forschungsbereiche bieten, können biologische Fragestellungen aufgeklärt 










4.1.6 Strukturelle Basis für die Interaktion der Proteine untereinander  
In dieser Arbeit konnten die Bindedomänen für die Transkriptionsfaktoren MYB75 und 
BHLH2 sowie BHLH42 an dem DFR-Promotor ermittelt werden. Dennoch ist wenig 
darüber bekannt, wie die Interaktionsdomänen auf Seiten der R2R3-MYB und R/B-bHLH 
Transkriptionsfaktoren aussehen. Denn zum einen interagieren die Proteine 
untereinander und zum anderen binden diese an ihre Ziel-Promotoren. In 
vorangegangenen Hefe 2-Hybrid Untersuchungen konnten diese Interaktionsbereiche in 
den Transkriptionsfaktoren zum Teil eingegrenzt werden (vgl. Einleitung). Durch die 
Analyse von Deletionsmutanten wurde der Interaktionsbereich auf Seiten der R2R3-MYB-
Proteine am Beispiel von MYB75 auf einen Bereich in der R3-Wiederholung eingegrenzt. 
Die Protein-Interaktionsdomäne in BHLH2 und BHLH42 liegt wahrscheinlich im 
N-terminalen Teil der HLH-Domäne. Die Kartierung der Interaktionsdomänen von BHLH2 
und BHLH42 ergab außerdem, dass die bHLH-Faktoren neben MYB auch TTG1 binden 
können (Zimmermann, 2003). Zusätzlich besitzen die bHLH Proteine noch eine 
Interaktionsdomäne im C-terminalen Teil der HLH-Domäne, die der Homo- bzw. 
Heterodimerisierung mit weiteren bHLH Proteinen dient. TTG1 kann dagegen in diesen 
Analysen nicht an MYB75 binden (Zimmermann, 2003). Um die Transkriptionsfaktor-
Komplexbildung aufzuklären, ist es ebenfalls wichtig, die Protein-Interaktionsdomänen 
weiter zu charakterisieren. Da vor allem die Interaktionsdomäne in den bHLH Proteinen 
noch nicht näher charakterisiert ist, könnte durch verschiedene Mutationen in der 
putativen Interaktionsdomäne die Bindedomäne der bHLH-Proteine durch BiFC-
Messungen oder At7-Kotransfektionsanalysen charakterisiert werden.  
Für die Komplexbildung interagieren also entweder der bHLH und der WD40 Faktor 
miteinander oder der bHLH und der MYB Faktor, der WD40 und der MYB Faktor können 
nicht interagieren (Payne et al., 2000; Zimmermann, 2003). So bindet wahrscheinlich der 
bHLH Faktor an TTG1 und gemeinsam gehen diese Proteine einen Komplex mit MYB75 
ein. Dieses Muster der Komplexbildung ist ebenfalls bei einigen anderen 
Regulationskomplexen erkennbar. Auch bei der Regulation der Trichomentwicklung 
erfolgt eine kombinatorische Interaktion von BHLH1 und MYB0 mit TTG1 (Payne et al., 
2000). Ein ähnliches Interaktionsmuster tritt bei der Regulation der Synthese der 
kondensierten Tannine auf. Dabei regulieren MYB123 und BHLH42 gemeinsam die 
Expression des BAN-Gens (Nesi et al., 2000). Auch hier wird für die transkriptionelle 
Aktivierung ein trimerer Komplex aus TTG1/BHLH42/MYB123 benötigt (Baudry et al., 
2004), wobei wiederum nur TTG1 und BHLH42 bzw. BHLH42 und MYB123 interagieren 








MYB/bHLH/WD40 Komplexe sind in A. thaliana an der Regulation vieler Ziel-Gene 
beteiligt. Die R/B-ähnlichen bHLH und die R2R3-MYB Proteine sind involviert in die 
Regulation TTG1-abhängiger Biosynthesewege wie der Trichom- und 
Wurzelhaarproduktion oder der Anthocyanakkumulation (Zhang et al., 2003; Baudry et al., 
2004). In dieser Arbeit sollte der Regulationsmechanismus am Beispiel von MYB75 und 
BHLH42 bzw. BHLH2 am DFR-Promotor näher aufgeklärt werden. Dazu wurden die 
Bindestellen der Transkriptionsfaktoren am Ziel-Promotor identifiziert (vgl. Abb. 4-1). Dazu 
konnte die FCS-Methode als Technik zur Aufklärung von Promotorbindestellen etabliert 
werden.   
Die Reihenfolge der Bindung konnte insofern aufgeklärt werden, dass die beiden 
Transkriptionsfaktoren niemals einzeln, sondern nur als Komplex an den Promotor 
binden. Für eine kurze DNA-Bindung scheint TTG1 nicht notwendig zu sein, da in FCS-
Messungen eine Bindung des MYB/bHLH-Komplexes gemessen werden kann.  Für die 
Aktivierung des Promotors im Kotransfektionssystem ist TTG1 dagegen notwendig. 
Innerhalb der Proteine kann die R3-Domäne bei den MYB-Proteinen als Bindedomäne für 
R/B-ähnliche bHLH-Proteine charakterisiert werden. Die R2R3-MYB-Proteine können 
nicht einzeln an die DNA binden und ebenfalls nicht mit TTG1 eine Interaktion eingehen. 
Die Protein-Interaktionsdomäne für die Bindung an die R2R3-MYB-Faktoren ist bei den 
bHLH-Proteinen die N-terminale Region (Lepiniec et al., 2006). Sie sind ebenfalls nicht in 
der Lage, einzeln an die DNA zu binden, können aber eine Interaktion mit TTG1 eingehen 
(Payne et al., 2000). In der pflanzlichen Zelle bindet daher wahrscheinlich zunächst der 
bHLH-Faktor an TTG1 und bildet dann eine Interaktion mit dem MYB-Protein. Die 
Interaktion mit TTG1 ist zwar notwendig für die Aktivierung des Ziel-Promotors, ändert 
aber nicht die Spezifität des Komplexes (Baudry et al., 2006). Als trimärer Komplex kann 
dieser dann an die Ziel-DNA binden. Ob der Komplex bereits im Cytoplasma ausgebildet 
wird oder erst im Kern, wird in Kapitel 4.3 aufgezeigt.  
 
4.2 Funktionale Transkriptionsfaktor-Fusionsproteine komple-
mentieren die knock-out Mutanten 
Um den Regulationsmechanismus in planta zu analysieren, wurden die 
Transkriptionsfaktor knock-out Mutanten mit funktionalen Fusionsproteinen 
komplementiert, die aus dem Transkriptionsfaktor und einem Fluoreszenzprotein (eGFP, 
mCherry) bestehen. Durch die zelleigene Genexpression unter der Kontrolle des nativen 






Bewegungen der Fusionsproteine zu analysieren. Dass die Komplementation der knock-
out Linien durch die Fusionsproteine erfolgreich war, wurde durch die Wiederherstellung 
des Wildtyp-Phänotyps gezeigt. Die Fusionsproteine haben in den transgenen Pflanzen 
die Funktion der natürlichen Transkriptionsfaktoren voll übernommen (vgl. 3.2.2). 
Im Protoplasten-Kotransfektionsassay wurde zuvor die Funktionalität der Fusionsproteine 
analysiert. Die verschiedenen MYB Proteine (MYB75, MYB90, MYB123) waren dabei mit 
einer C-terminalen Fusion nicht mehr funktionell (Abb. 3-13). Durch die genetische 
Markierung der Transkriptionsfaktoren mit fluoreszierenden Proteinen, kann die 
Funktionalität der Transkriptionsfaktoren eingeschränkt sein. Es ist bekannt, dass MYB-
Proteine C-terminal  eine Aktivierungsdomäne enthalten (Lee und Schiefelbein, 2001). 
Sowohl bei MYB75, als auch bei den sequenzähnlichen WER (MYB66) and GL1 (MYB0) 
Proteinen konnte solch eine Aktivierungsdomäne charakterisiert werden (Urao et al., 
1996; Lee und Schiefelbein, 2001; Zimmermann, 2003; Ruhe, 2007). Deletionsklone, bei 
denen die letzten 20-60 Aminosäuren fehlten, zeigten keine Aktivierung mehr in Hefe 2-
Hybrid Analysen (Urao et al., 1996; Lee und Schiefelbein, 2001). Es ist wahrscheinlich, 
dass diese Aktivierungsdomäne durch die C-terminale Fusion derart eingeschränkt oder 
blockiert war, dass keine Aktivierung des DFR-Promotors mehr durch diese MYB 
Fusionsproteine erfolgen konnte.  
Es konnte hier ebenfalls gezeigt werden, dass neben MYB75 und BHLH42 auch andere 
Kombinationen von R2R3-MYB und R/B-bHLH Proteinen in der Lage sind, den DFR-
Promotor zu aktivieren. Sowohl MYB75 als auch MYB90 waren (als Fusionsprotein) in der 
Lage, den DFR-Promotor im Protoplasten-Kotransfektionssystem zusammen mit einem 
R/B-bHLH Protein (BHLH1, BHLH2, BHLH42) zu aktivieren. Möglicherweise sind diese 
Transkriptionsfaktoren redundant in einem Entwicklungsschritt oder in Bezug auf einen 
externen Stimulus, wie BHLH1 und BHLH2 bei der Trichombildung (Zhang et al., 2003) 
oder MYB75 und MYB90 bei der Anthocyanakkumulation durch Saccharose-Stress in 
Keimlingen (Borevitz et al., 2000).   
Die strukturelle Redundanz zwischen R2R3-MYB Proteinen wurde häufig untersucht. Bei 
den MYB Proteinen der Untergruppe 15 (MYB0, WER, MYB123) etwa, die untereinander 
große Sequenzähnlichkeit zeigen, konnte eine MYB-Domäne charakterisiert werden, die 
bei allen Faktoren zu 91% übereinstimmte (Oppenheimer et al., 1991; Lee und 
Schiefelbein, 1999). WER und MYB0 stellen funktionell äquivalente Proteine mit 
unterschiedlichen biologischen Funktionen in Wurzelhaar- und Trichomformation dar. 
Dennoch sind sie in der Lage, sich spezifisch funktionell gegenseitig zu ersetzen (Lee und 
Schiefelbein, 2001). Die konservierten Domänen verleihen den MYB Proteinen 






Aufgrund der Sequenzähnlichkeit und der konservierten Domänen scheinen sich die 
MYB-Proteine also teilweise in Bezug auf die Aktivierung des DFR-Promotors ersetzen zu 
können. Dennoch haben MYB75 und MYB90 keinen Effekt auf die Wurzelhaar- oder 
Trichomformation.  
Es ist ebenfalls möglich, dass sie in verschiedenen Organen oder Geweben unabhängig 
voneinander die Regulation des DFR-Promotors beeinflussen, wie es zum Beispiel für 
BHLH42 in Samen und in jungen Keimlingen gezeigt wurde (Nesi et al., 2000, 2001). So 
wurde eine differentielle Expression auch für die PFGs der Subgruppe 7 gezeigt. Diese 
R2R3-MYB Faktoren sind flavonolspezifische Regulatoren, die untereinander eine hohe 
strukturelle Ähnlichkeit aufweisen (Stracke et al., 2007). Trotz gleicher Zielgene zeigen die 
PFGs eine unterschiedliche Expression in den Pflanzen. Während PFG2 in Primärblättern 
oder im Übergang vom Hypokotyl zur Wurzel exprimiert wird, wird PFG1 überwiegend in 
der Wurzel exprimiert und PFG3 in Keimblättern und Primärblättern (Stracke et al., 2007). 
Es konnte gezeigt werden, dass sich diese PFGs in Pflanzen zum Teil gegenseitig 
funktionell ersetzen können (Ruhe, 2007). Dies zeigt, dass sich verschiedene 
Transkriptionsfaktoren trotz gleicher Zielgene und organ- oder zelltypspezifischer 
Expression gegenseitig funktionell ersetzen können.   
 
4.3 Nicht alle Transkriptionsfaktoren sind ausschließlich im 
Zellkern der Pflanzenzellen lokalisiert 
Das Verständnis über das biologische System hängt sehr von der Möglichkeit ab, 
Moleküle und Abläufe mit einer hohen räumlichen und zeitlichen Auflösung im zellularen 
Kontext sichtbar zu machen. Die zelluläre Lokalisation der Transkriptionsfaktoren gibt also 
erste Hinweise auf deren Funktionalität im Kontext des Regulationsmechanismus’. Sind 
sie im Kern lokalisiert, können sie an den Promotor binden und als Regulatoren der 
Zielgene fungieren. Befinden sich die Transkriptionsfaktoren aber im Cytoplasma, stehen 
sie während dieser Zeit nicht der Aktivierung der Zielgene zur Verfügung. 
Der R2R3-MYB Transkriptionsfaktor LAF1 (long after far-red light1) zum Beispiel spielt 
eine Rolle im Phytochrom A Signaltransduktionsweg. Durch ein Kernimportsignal (NLS, 
nuclear localization signal) im N-Terminus ist er im Kern lokalisiert und kann dort als 
Aktivator vermutlich spezifische Zielgene regulieren (Ballesteros et al., 2001). MYB123, 
ein R2R3-MYB-Faktor, der gemeinsam mit BHLH42 und TTG1 die Proanthocyanidin-
Akkumulation in Samen von A. thaliana reguliert, ist ebenfalls durch ein funktionales NLS 
kernlokalisiert (Nesi et al., 2001).  
Bislang wurde die Lokalisation der MYB75 und BHLH2/42 Transkriptionsfaktoren in 






Techniken angewandt, um die Lokalisation der Transkriptionsfaktoren in lebenden Zellen 
zu analysieren und damit die spezifischen Interaktionen aufzuklären.  
 
4.3.1 MYB und bHLH Transkriptionsfaktoren sind in pflanzlichen Zellen 
nicht ausschließlich kolokalisiert  
Über die Lokalisation der MYB Transkriptionsfaktoren in pflanzlichen Zellen war bisher 
wenig bekannt. In Tabakprotoplasten sind GFP-MYB75 oder GFP-MYB90 sowohl im 
Cytoplasma als auch im Kern lokalisiert (Abb. 3-23). In At7-Protoplasten zeigte sich eine 
ähnliche Lokalisation des Fusionsproteins in Kernnähe und im Zellkern, aber auch im 
Cytoplasma (Abb. 3-24). Möglicherweise akkumulieren die Transkriptionsfaktoren nach 
der Synthese direkt am rauen Endoplasmatischen Retikulum (rER) und werden so zum 
Kern transportiert. Andere MYB-Faktoren liegen ebenfalls gleichverteilt im Protoplasten 
vor. Von den 1R-MYB-Proteinen LONG HYPOKOTYL (LHY) oder CIRCADIAN CLOCK 
ASSOCIATED1 (CCA1) aus A. thaliana, die eine Rolle bei der circadianen Rhythmik 
spielen, ist bekannt, dass sie sequenzspezifisch an die DNA binden können und ebenfalls 
gleichverteilt im Protoplasten akkumulieren (Schaffer et al., 1998; Carré und Kim, 2002). 
C-terminal ihrer MYB-Domäne schließt sich ein putatives NLS  an, das Ähnlichkeit mit der 
monopartite NLS des Simian-Virus 40 aufweist (PKKKRKVE) (Kalderon et al., 1984; 
Lanford et al., 1984). 
Da auch MYB75-Proteine im gesamten Protoplasten lokalisiert sind, könnte darauf 
geschlossen werden, dass sie ebenfalls ein Kernimport-Signal und eventuell ein 
Kernexport-Signal (NES, nuclear export signal). besitzen. Wie alle Proteine werden die 
MYB Transkriptionsfaktoren im Cytoplasma synthetisiert. Durch ein mögliches 
Kernimport-Signal könnte eine schnelle Akkumulation der Proteine im Zellkern erfolgen, 
wo sie zusammen mit den R/B-ähnlichen bHLH Proteinen an den Promotor binden. 
Ein mögliches Kernexport-Signal würde ebenfalls einen schnellen Export der Proteine in 
das Cytoplasma ermöglichen. Dazu könnte es spezifisch von Kernexport-Proteinen 
erkannt werden, was zu einem Export des MYB75 Proteins aus dem Zellkern führen 
würde. Wenn die MYB Proteine sowohl ein Kernimport- (NLS) als auch ein Kernexport-
Signal (NES) besäßen, könnte die Menge der Proteine im Zellkern und im Cytoplasma 
durch die Regulation von Import und Export sehr schnell beeinflusst und verändert 
werden. Diese so genannte nukleo-cytoplasmatische Partitionierung ist wichtig für die 
Regulation der Transkriptionsfaktoren durch Umwelteinflüsse oder entwicklungs-
spezifische Signale.  
So kann der Transkriptionsfaktor CONSTITUTIVE PHOTOMORPHOGENESIS1 (COP1), 






Partitionierung als Repressor die Expression lichtabhängiger Gene unterdrücken (Stacey 
et al., 1999). In Dunkelheit akkumuliert er durch sein bipartites NLS im Kern und 
interagiert dort z.B. mit dem bZIP-Faktor HYPOCOTYL5 (HY5), wodurch er dessen 
Aktivität inhibiert. Bei Licht wird COP1 ins Cytoplasma transportiert, wodurch HY5 aktiviert 
wird (Stacey et al., 2000). Die regulierte Partitionierung von Transkriptionsfaktoren 
zwischen dem Cytoplasma und dem Zellkern stellt also ein sehr effektives Mittel für die 
Kontrolle der Genexpression und damit von Signalwegen in Pflanzen dar (Görlich et al., 
1999; Cook et al., 2007).  
So ist es eventuell möglich, dass MYB75 im Cytoplasma etwa durch den Einfluss von 
externer Zuckerzugabe (vor allem Saccharose) beeinflusst werden kann, denn die 
Transkription von MYB75 wird in Abhängigkeit von der Konzentration von Saccharose in 
A. thaliana Keimlingen verstärkt (Teng et al., 2005). In myb75 knock-out Mutanten ist die 
Anthocyanakkumulation auf Saccharose-haltigem Medium sehr stark reduziert. Ein 
weiterführendes Experiment wäre also, ein putatives Kernimport- bzw. Kernexport-Signal 
von MYB75 zu mutieren, um zu überprüfen, ob MYB75 in Protoplasten dann nur noch im 
Kern akkumuliert. In entsprechenden transgenen Keimlingen könnte überprüft werden, ob 
dies dann einen Effekt auf die Anthocyanakkumulation hat. Ist das der Fall, so ist 
wahrscheinlich die Anwesenheit von MYB75 im Cytoplasma essentiell für die Saccharose-
vermittelte Anthocyanakkumulation. In der Aminosäuresequenz von MYB75 findet sich 
eventuell N-terminal ein putatives NLS (SIKRGKLS), was einer Variante des SV40 NLS 
ähnelt (PAAKRVKLD). Eine mögliche Sequenz für ein putatives NES konnte nicht 
gefunden werden. 
Eine andere Möglichkeit wäre, dass MYB75 lediglich ein NLS hat, welches 
möglicherweise durch einen gebundenen Faktor blockiert ist. Durch einen externen 
Stimulus wie etwa Saccharose könnte dieser Faktor wegfallen, wodurch das NLS 
freigelegt ist und MYB75 damit in den Kern transportiert werden kann. So könnte eine 
Regulation über eine Konformationsänderung des Proteins erfolgen. Dadurch kann es zur 
Abschirmung oder zur Maskierung des Signals kommen. Zusätzlich kann eine Interaktion 
mit einem oder mehreren anderen Proteinen einen Einfluss auf die Translokation 
besitzen. Ein Beispiel für eine konformationsbedingte Maskierung des NLS geben die 
Phytochrome. Sie regulieren in Pflanzen die Reaktionen auf Licht und sind wichtig bei der 
Keimung, der Pigmentierung oder der Blühinduktion (Batschauer, 1998; Lin, 2002). Für 
Phytochrom A und Phytochrom B wurde eine lichtabhängige Kernakkumulation gezeigt 
(Kircher et al., 1999). Durch einen Lichtimpuls wandelt sich die im Dunkeln vorkommende 
Rotlicht-absorbierende Form in die Hellrotlicht-absorbierende Form um und gelangt in den 






(Yamaguchi et al., 1999). Der lichtabhängige Kernimport ist also abhängig von einer 
Konformationsänderung der Proteine.   
Von NF-AT (nuclear factor of activated T cells) Transkriptionsfaktoren aus Säugetierzellen 
ist dagegen bekannt, dass deren nukleo-cytoplasmatische Lokalisation durch 
intrazelluläre Calcium-Konzentrationen reguliert ist. In ruhenden Zellen akkumuliert NF-
AT4 im Cytoplasma. Sein NLS ist durch Phosphorylierung angrenzender Serinreste 
maskiert. Erhöhte Calcium-Konzentrationen während der Stimulation von T-Zellen 
induzieren die Dephosphorylierung dieser Reste durch eine Kinase, woraufhin das NLS 
demaskiert wird und damit funktional ist. Dadurch akkumuliert NF-AT4 im Kern (Zhu et al., 
1998). Verringert sich die Calcium-Konzentration wieder, fällt die Kinase weg und NF-AT4 
wird durch Kerntransport in das Cytoplasma transportiert. Die Regulation der Aktivität 
eines Transkriptionsfaktors und die Regulation seiner nukleo-cytoplasmatischen 
Partitionierung werden häufig kombiniert, um die Transkription zu kontrollieren. So kann 
nicht nur der Transkriptionsfaktor selbst durch nukleo-cytoplasmatischen Transport 
reguliert werden, sondern auch die Proteine, die dessen Aktivität modulieren. 
Eine weitere Möglichkeit für die gleichmäßige Akkumulation des MYB-Proteins in der Zelle 
wäre, dass es bedingt durch seine geringe Größe (34 kDa) durch die Kernporen 
diffundieren kann. Dadurch steht es dem Regulationskomplex durchgehend zur 
Verfügung. Normalerweise diffundieren allerdings Proteine bis zu einer Größe von 
20-30 kDa passiv und sehr langsam durch die Kernmembran. Vor allem durch die Fusion 
mit GFP wird MYB75 aber wahrscheinlich zu groß für passiven Transport, wodurch diese 
Hypothese eher vernachlässigt werden kann.  
 
In Tabakprotoplasten zeigen BHLH42-GFP oder GFP-BHLH2 eine eindeutige Lokalisation 
ausschließlich im Zellkern (Abb. 3-25). In At7-Protoplasten sind bHLH-Fusionsproteine 
ähnlich akkumuliert (Abb. 3-26). Die Fusionsproteine konnten ausschließlich an der 
Zellkernmembran lokalisiert werden. Es waren aber keine Einzelmoleküle im Cytoplasma 
zu erkennen. Auch andere bHLH-Faktoren wie BHLH1, sind ausschließlich kernlokalisiert 
(Zhao et al., 2008). Hier wird bisher nur vermutet, dass diese Faktoren ein Kernimport-
Signal besitzen. 
Da BHLH42/BHLH2 Proteine ausschließlich im Zellkern detektiert wurden, könnte darauf 
geschlossen werden, dass diese Transkriptionsfaktoren wahrscheinlich ein Kernimport-
Signal (NLS) aufweisen. In der Aminosäuresequenz ist ein putatives Kernimportsignal mit 
der Konsensussequenz TCKRKTS für ein putatives NLS des SV40 (Kalderon et al., 1984) 
zu finden. BHLH Proteine werden wahrscheinlich nach der Synthese im Cytoplasma direkt 
in den Kern transportiert bzw. akkumulieren an der Kernmembran. Dort stehen sie für die 






Proteine nicht im Cytoplasma zu finden sind, ist wahrscheinlich kein Kernexport-Signal 
(NES) in der Proteinsequenz enthalten. In der Aminosäuresequenz deutet ebenfalls nichts 
auf ein putatives NES hin. Diese nukleo-cytoplasmatische Partitionierung ist wichtig für 
die Regulation der Transkriptionsfaktoren durch Umwelteinflüsse oder 
entwicklungsspezifische Signale. Die bHLH Proteine stehen für diese Regulation im 
Cytoplasma also nicht zur Verfügung.   
Der Vergleich der Expression von GFP-MYB75 und BHLH42-GFP/GFP-BHLH2 unter der 
Kontrolle des nativen Promotors in transfizierten At7-Protoplasten ergibt eine hohe 
Kolokalisation. Diese Proteine akkumulieren vor allem direkt an der Zellkernmembran. Da 
alle Transkriptionsfaktoren die gleiche Lokalisation im Kern zeigen, wenn sie in lebenden 
Zellen unter dem nativen Promotor exprimiert werden, kann dies darauf hindeuten, dass 
sie dort miteinander interagieren (vgl. 3.3).   
 
4.3.2 Die Lokalisation in Pflanzenzellen ist zellkernorientiert 
In den Pflanzenzellen war GFP-MYB75 hauptsächlich im Zellkern lokalisiert, befand sich 
aber ebenfalls zum Teil im Cytoplasma der Hypokotylzellen. Die bHLH Fusionsproteine 
waren dagegen eindeutig nur im Zellkern lokalisiert (Abb. 3-28, 3-29).  
In transgenen Keimlingen ist ein signifikanter Unterschied in der Expression von MYB75 
im Gegensatz zur Expression von BHLH2/BHLH42 zu erkennen, wenn die transgenen 
Keimlinge veränderten Umweltbedingungen ausgesetzt waren. Nur durch ausreichend 
Saccharose im Medium (min. 1,5%), war eine deutliche GFP:MYB75 Expression in den 
Pflanzenzellen zu erkennen. MYB75-Proteine werden in Keimlingen nur in Bezug auf 
einen speziellen Stimulus (hier zum Beispiel Saccharose) gebildet. Sie werden nicht 
permanent exprimiert, sondern stehen z.B. im Zusammenhang mit der Regulation des 
osmotischen Stresses. Wachsen die Keimlinge auf Zucker an, ist der Stimulus von außen 
gegeben und MYB75 wird in Folge des osmotischen Stresses in den verschiedenen 
Pflanzenorganen der Keimlinge gebildet (vgl. 3.4). Durch den Reiz von außen steht 
MYB75 dem Regulationskomplex nun zur Verfügung und kann den DFR-Promotor und 
damit die Anthocyanbiosynthese aktivieren. 
Die Expression von BHLH2 und BHLH42 ist dagegen unabhängig von der Saccharose-
Konzentration (Abb. 3-27). Die BHLH2 und BHLH42 Transkriptionsfaktoren wurden in 
allen Pflanzenorganen der Keimlinge detektiert. In A. thaliana Keimlingen sind diese 
bHLH-Proteine wahrscheinlich eher allgemeinere Faktoren der Regulation. Sie werden 
permanent von der Pflanze gebildet und sind in allen Zellen vorhanden. Dies gibt einen 
Hinweis darauf, dass BHLH42 nicht spezifisch auf einen Reiz hin exprimiert wird (wie 






sogar ständig vorhanden ist. Diese Vermutungen werden durch die Ergebnisse der 
Promotor-GUS- und Expressions-Analysen bestätigt (vgl. 3.4). Während BHLH42 in 
jungen Keimlingen permanent exprimiert wird, kann die Expression von MYB75 nur in 
Bezug auf Saccharose detektiert werden.  
 
4.3.3 Schlussfolgerungen 
Die Visualisierung der Vorgänge in der pflanzlichen Zelle ist eine wichtige Voraussetzung 
zum Verständnis der biologischen Zusammenhänge. Die Möglichkeit, einzelne Moleküle 
im Zellsystem detektieren zu können und deren Interaktion im biologischen Kontext 
analysieren zu können gibt viele Chancen, die Funktionen dieser Moleküle besser 
verstehen zu lernen. Dafür sind besonders gute Mikroskopie-Methoden von Bedeutung, 
mit denen diese Messungen an lebenden Zellen durchgeführt werden können. Mit Hilfe 
dieser neuen Techniken konnte gezeigt werden, dass sich MYB-Proteine neben der 
Akkumulation im Kern auch im Cytoplasma befinden, wo sie für die Regulation durch 
externe Moleküle zur Verfügung stehen. Dagegen sind bHLH-Proteine ausschließlich im 
Kern lokalisiert. Möglicherweise besitzen die MYB-Proteine daher ein (maskiertes) 
Kernimport-Signal, um bei eventuellen Einflüssen von außen schnell in das Cytoplasma 
transportiert werden zu können. Die bHLH-Proteine besitzen wahrscheinlich ein nicht-
maskiertes Kernimport-Signal, da sie nicht im Cytoplasma akkumulieren. Die Lokalisation 
der Transkriptionsfaktoren lässt auf eine Synthese mit anschließendem Transport am 
rauen Endoplasmatischen Retikulum schließen. Die Proteine sind deutlich kolokalisiert an 
der Kernmembran zu finden, wo sie untereinander in Kontakt treten (vgl. 3.3.4). Dass 
MYB75 erst bei externen Einflüssen wie Saccharose exprimiert wird, lässt darauf 
schließen, dass dieser Transkriptionsfaktor einer spezifischen Regulation unterliegt, 
während die bHLH-Faktoren durch die permanente Expression eher generelle Faktoren 
der Regulation darstellen, die neben der Regulation der Anthocyanbiosynthese noch 
weitere regulatorische Aufgaben in den Keimlingen erfüllen, wie etwa die Regulation der 
Trichombildung durch BHLH2 (Zhang et al., 2003).  
 
4.4 MYB75 und BHLH42 bilden einen Komplex im Zellkern 
lebender Pflanzenzellen 
Einzelmolekül-Imaging in lebenden Zellen ermöglicht die Visualisierung einzelner, 
physikalischer Protein-Interaktionen und liefert viele Informationen, die mit herkömmlichen 






fluoreszenzspektroskopischen Methoden die Formation des MYB/bHLH-Komplexes in 
lebenden Zellen untersucht werden. Fluoreszierende Marker dienten dazu, aufzudecken, 
wo die Transkriptionsfaktoren gebildet werden und zeigen eventuell, in welcher 
Entwicklungsphase oder als Reaktion auf welchen Stimulus die Transkriptionsfaktoren 
exprimiert werden.  
 
4.4.1 MYB75 kann mit BHLH42 oder mit BHLH2 einen Komplex 
eingehen 
Aus Hefe 2-Hybrid Analysen und Protoplasten-Kotransfektionsstudien ist bekannt, dass 
die Kombination von drei Proteinklassen notwendig ist zur Aktivierung von Promotoren 
„später“ Gene der Flavonoidbiosynthese (Heim, 2003). Auch die Interaktionsbereiche der 
Proteine, die notwendig für die Bindung sind, konnten in mehreren Studien bereits 
eingegrenzt werden (vgl. Einleitung). Dass zwei Transkriptionsfaktoren in der lebenden 
Pflanzenzelle physikalisch interagieren, konnte dennoch bislang nicht gezeigt werden. 
Dabei war bisher unklar, ob sie bereits im Cytoplasma interagieren und zusammen in den 
Kern transportiert werden, um an die DNA zu binden oder ob sie einzeln an den Ziel-
Promotor binden und erst nach der DNA-Bindung eine Protein-Interaktion eingehen. 
Mit EMSA- und FCS-Messungen wurde in dieser Arbeit gezeigt, dass die 
Transkriptionsfaktoren nicht einzeln, sondern als Komplex an die DNA binden, (vgl. 3.1). 
Die BiFC-Experimente zeigten, dass MYB75 und BHLH42 bzw. BHLH2 im Kern der 
Protoplasten interagieren. Das bedeutet, dass die Transkriptionsfaktoren wahrscheinlich 
einzeln vom Cytoplasma, dem Ort der Synthese, in den Kern transportiert werden. Dort 
findet die MYB-bHLH-Interaktion statt. Dass die Proteine nicht schon im Cytoplasma eine 
Interaktion eingehen, könnte daran liegen, dass bHLH-Proteine in der Lage sind, 
zusätzlich weitere Proteine (etwa kleine, regulatorische MYB-Proteine) zu binden, die die 
Protein-Interaktionsdomäne eventuell blockieren könnten. Es sind einige kleine, 
regulatorische Proteine wie CAPRICE (CPC) oder TRIPTYCHON (TRY) bekannt, die als 
negative Regulatoren der Trichomentwicklung fungieren. Sie stören den TTG1-bHLH-
MYB-Komplex durch kompetetive Interaktion mit bHLH (Esch et al., 2003; Zhang et al., 
2003). Es wäre interessant, zu untersuchen, ob diese regulatorischen Proteine im 
Cytoplasma ebenfalls mit den bHLH-Faktoren der Anthocyanbiosynthese interagieren 
können, wodurch die bHLH-Proteine, und somit der ganze Regulationskomplex, reguliert 
werden könnten. Diese Bindung könnte nach dem Transport in den Kern aufgehoben 







4.4.1.1 FRET als Methode zur Analyse der Interaktion in Protoplasten und in 
Pflanzen 
Eine weitere Methode, die in dieser Arbeit angewandt wurde, ist die in vivo Fluoreszenz-
Resonanz-Energie-Transfer (FRET) Methode. Diese Methode ermöglicht es, ebenso wie 
BiFC, Wechselwirkungen von Proteinen und deren Interaktionspartnern in einem 
komplexen biologischen System zu charakterisieren. Die FRET-Methode ist im Gegensatz 
zu BiFC authentisch, da die Interaktion augenblicklich und reversibel ist. Bei BiFC ist 
diese Rekonstitution der beiden YFP-Fragmente irreversibel, wodurch ein starrer Komplex 
gebildet wird, der die zu untersuchenden Proteine ihrem normalen Gleichgewicht entzieht.  
In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass sowohl in Protoplasten als auch in 
pflanzlichen Hypokotylzellen eine Energieübertragung von GFP auf Cherry stattgefunden 
hat, MYB75 also mit einem bHLH-Faktor interagiert hat (Abb. 3-35). Durch diese 
Komplexbildung, konnte die physikalische Interaktion zwischen MYB75 und BHLH42 
(BHLH2) im Zellkern lebender pflanzlicher Zellen bestätigt werden (3-36, 3-37, 3-38). 
Durch den Energieübertrag von GFP auf Cherry und einer Detektion der Cherry-
Fluoreszenz kann davon ausgegangen werden, dass die Fluoreszenzmoleküle durch die 
Interaktion der Transkriptionsfaktoren sehr dicht beieinander lagen. Sowohl eine 
Kolokalisation als auch eine Interaktion der beiden Transkriptionsfaktoren mittels BiFC-
Messungen konnte zuvor bereits bestätigt werden (vgl. 3.3). Da die Transkriptionsfaktoren 
in Protoplasten und in Hypokotylzellen junger A. thaliana Keimlinge (myb75 bhlh42 + 
ProMYB75::GFP:MYB75 / ProBHLH42::BHLH42:Cherry) unter der Kontrolle des nativen 
Promotors exprimiert wurden, befanden sich nur sehr wenige Moleküle in der Zelle (vgl. 
3.2.2), wodurch FRET-Messungen zusätzlich erschwert wurden. Da die 
Fluoreszenzmoleküle zudem schnell ausbleichten, war nach kürzester Zeit kaum noch 
Fluoreszenz zu detektieren. Es konnte mit FRET eine Energieübertragung im lebenden 
System detektiert werden. Die Positivkontrolle bestätigte zusätzlich die Resultate. Durch 
das Bleichen des Akzeptors verstärkte sich die Fluoreszenzstärke des Donors, da kein 
Energieübertrag mehr stattfinden konnte.  
 
4.4.2 Im Gegensatz zu MYB75 können BHLH42 und BHLH2 Proteine 
Homodimere bilden 
In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass BHLH42 und BHLH2 neben der Interaktion 
mit MYB75 sowohl Homodimere, als auch Heterodimere untereinander bilden können 
(vgl. 3.3.3). MYB75 dagegen kann lediglich eine Interaktion mit R/B-ähnlichen bHLH 






gezeigt werden, dass die Bildung der Homo- und der Heterodimere ausschließlich im 
Zellkern der Protoplasten stattgefunden hat. Die Frage ist, in welcher Konformation der 
Komplex an die DNA bindet. Es wird vermutet, dass bHLH-Faktoren bereits im 
Cytoplasma direkt nach der Synthese an TTG1 binden und gemeinsam in den Kern 
transportiert werden (Zhao et al., 2008). Im Zellkern könnte dieser Komplex dann an den 
MYB-Faktor binden. Dieser ist wahrscheinlich wichtig für die spezifische DNA-Bindung 
des Komplexes. Die bHLH-Proteine besitzen in der Aminosäuresequenz unterschiedliche 
Domänen dafür, Homo- oder Heterodimere auszubilden (Toledo-Ortiz et al., 2003). Diese 
Dimerisierung der bHLH-Faktoren findet ausschließlich im Kern der pflanzlichen Zellen 
statt (Ergebnisse dese Arbeit). Möglicherweise binden die bHLH-Faktoren als 
Homodimere an den Regulationskomplex. Es wäre ebenfalls möglich, dass BHLH42 mit 
BHLH2 zur spezialisierten Regulation einen Komplex eingeht. Jedes der bHLH-Proteine 
hätte möglicherweise ein TTG1-Protein gebunden und ebenfalls ein MYB-Protein. Dieser 
Komplex wäre zur spezifischen Regulation, zum Beispiel des DFR-Promotors auf den 
Stimulus Zucker, befähigt.  
Es ist zwar bekannt, dass bHLH-Proteine dimerisieren, aber die wichtigen molekularen 
Bedingungen sind nicht bekannt (Littlewood und Evan 1998). In Säugetieren ist die 
Aminosäure Leu-27 in den bHLH-Proteinen wichtig für die Dimerisierung (Ciarapica et al., 
2003). In allen bHLH-Faktoren von A. thaliana, die Dimere bilden können, ist diese 
Aminosäure ebenfalls als Einzige konserviert. Die Notwendigkeit konnte aber bisher 
experimentell nicht bestätigt werden. Die Spezifität zur Dimerisierung ist anscheinend 
beeinflusst durch viele Parameter wie hydrophobe Bindestellen oder Interaktionen 
zwischen geladenen Aminosäuren in der HLH-Region, aber bisher konnte noch keine 
genaue Erklärung für die spezifische Partner-Erkennung gefunden werden (Ciarapica et 
al., 2003). In weiterführenden Versuchen könnte die exakte Bindedomäne in den bHLH-
Faktoren durch Blockmutationen charakterisiert werden. Durch den Einsatz dieser 
veränderten Proteine kann dann ihre Bindefähigkeit an die entsprechenden MYB und 
BHLH Partner in BiFC-Studien untersucht werden.  
Von zwei bHLH-Proteinen, die Phytochrom-Interaktionspartner darstellen (phytochrome 
interacting factor; PIF3 und PIF4), konnte bereits gezeigt werden, dass sie sowohl Homo- 
als auch Heterodimere untereinander bilden können und dabei sowohl als Homo- als auch 
als Heterodimere an spezifische Sequenzen (G-Box) in der Ziel-DNA binden können 
(Toledo-Ortiz et al., 2003). Die etwa 60 Aminosäuren große bHLH-Domäne ist unterteilt in 
eine 15 Aminosäuren große N-terminale basische Region, die an der DNA-Bindung 
beteiligt ist und eine C-terminale HLH-region, die an der Dimerisierung mit Proteinen 
beteiligt ist (Murre et al., 1989; Ferre D’Amare et al., 1994; Kircher et al., 1998). Diese 






bHLH-Proteine als Dimere vor, können beide Partner mit ihrer basischen Region zur 
Hälfte an spezifische DNA-Sequenzen binden (Ma et al., 1994; Shimizu et al., 1997). Die 
DNA-bindenden bHLH-Proteine können, basierend auf der DNA-Bindesequenz, unterteilt 
werden in E-Box-Binder und nicht E-Box-Binder. Diese Unterteilung beruht auf der 
Anwesenheit bzw. Abwesenheit bst. Aminosäuren in der basischen Region: Glu-13 und 
Arg-16. Diese Aminosäuren bilden das E-Box Erkennungsmotiv, da sie in allen E-Box-
bindenden bHLH-Proteinen konserviert sind (Littlewood und Evan, 1998). Die Aminosäure 
Glu-13 ist wichtig für die Bindung des ersten „C“ im E-Box Motiv (CANNTG) (Fisher und 
Goding, 1992). Die Aminosäure Arg-16 ist wichtig für die Befestigung und Stabilisierung 
der Aminosäure Glu-13 an der DNA. Daher können beide bHLH-Proteine des Dimers mit 
Glu-13 an das DNA-Motiv binden, da dieses palindromisch aufgebaut ist. Die Proteine 
BHLH2 und BHLH42 besitzen beide diese wichtigen Aminosäuren, weshalb sie als E-Box 
bindende Proteine bezeichnet werden. Diese E-Box-Binder werden außerdem unterteilt in 
Subgruppen, je nachdem, welchen Typus der E-Box sie binden. Dabei sind BHLH2 und 
BHLH42 so genannte G-Box-Binder, da sie an das spezifische G-Box Motiv (CACGTG) in 
der Promotor-DNA binden können. Neben Glu-13, die wichtig für die DNA-Bindung ist, 
bindet Arg-17 aus der basischen Region spezifisch das zentrale „G“ in der G-Box 
während His-9 einen asymmetrischen Kontakt mit der DNA hat und das „G“ bindet, 
welches komplementär zum ersten „C“  in der G-Box liegt (Fuji et al., 2000). Alle 
Positionsangaben sind relativ zur basischen Domäne zu sehen (vgl. Toledo-Ortiz et al. 
2003). Trotz all dieser Vorhersagen wurden die Vermutungen bisher noch nicht 
experimentell bestätigt. In dieser Arbeit konnte experimentell bestätigt werden, dass 
BHLH2 und BHLH42 als so genannte G-Box-Binder an die spezifische G-Box des DFR-
Promotors binden (vgl. 3.1). Zudem konnte gezeigt werden, dass die bHLH-Proteine im 
Zellkern untereinander Homo- und Heterodimere bilden (vgl. 3.3). Durch gezielte 
Mutationen könnten diese für die DNA-Bindung wichtigen Aminosäuren mutiert werden, 
und so deren Beitrag zur DNA-Bindung in FCS-Studien bestätigt werden.  
Die Anwesenheit einer oder mehrerer dieser Motive in dem Promotor liefert das erste 
Level einer sequenz-selektiven Bindung verschiedener bHLH-Proteine in verschiedenen 
Promotoren. Auf Seiten der bHLH-Proteine gibt es ebenfalls Spezifitäten für die DNA-
Bindung, denn die Varianz bei 6 Nukleotiden der G-Box ist begrenzt. Die bHLH-Proteine 
sind teilweise redundant bezüglich der DNA-Bindung. Durch die Interaktion mit 
verschiedenen MYB-Proteinen und dem Vorhandensein von spezifischen MYB-
Bindestellen in der DNA steigt die mögliche Spezifität des Komplexes weiter, da immer 
die Kombination beider Proteine notwendig für die Aktivierung des Zielgens ist (vgl. 4.1). 
Die Möglichkeit, Heterodimere mit weiteren bHLH-Proteinen der Subgruppe IIIf zu bilden 






sie möglicherweise neue funktionale Aktivitäten, wie die Erkennung neuer Hybrid-DNA 
Bindestellen für die Aktivierung spezifischer Biosynthesewege (Grandori et al., 2000; 
Massari und Murre, 2000). Durch die Möglichkeit der bHLH-Proteine zur Homo- und 
Heterodimerisierung, der Erkennung verschiedener Typen von E-Boxen und der Bindung 
von R2R3-MYB Partnern werden ausreichend Mechanismen geliefert, um viele 
verschiedene Transkriptionsprogramme mit wenigen Faktoren zu regulieren. 
 
4.4.3 Zur Regulation gehört noch ein dritter Partner: TTG1 als 
Stabilisator des Transkriptionsfaktor-Komplexes 
Die Funktionen aller bislang charakterisierten R2R3-MYB-Proteine, die R/B-ähnliche 
bHLH-Faktoren binden, stehen im Zusammenhang mit der Regulation zweier sehr 
unterschiedlicher Bereiche aus Sekundärstoffwechsel und Zelldifferenzierung. 
Kombinatorische Interaktionen zwischen R2R3-MYB- und R/B-ähnlichen bHLH-Proteinen 
regulieren einerseits verschiedene Schritte der Phenylpropanoid-Biosynthese, 
andererseits steuern sie die epidermale Zelldifferenzierung in der Trichom- und 
Wurzelhaarentwicklung (Nesi et al., 2001; Zhang et al., 2003; Baudry et al., 2004; 
Lepiniec et al., 2006). Eine Verbindung zwischen diesen Funktionen stellt das Protein 
TTG1 her, welches an beiden Regulationswegen beteiligt ist (Walker et al., 1999; Baudry 
et al., 2006). Es gibt verschiedene Modelle, die die Regulation der Trichom- und 
Wurzelhaardifferenzierung beschreiben und einen generellen Regulationsmechanismus 
postulieren, der auf kombinatorischen und kompetetiven Proteininteraktionen basieren 
könnte (Schiefelbein, 2003; Lepiniec et al., 2006; Zhao et al., 2008). Dabei interagiert ein 
R/B-ähnlicher bHLH-Faktor mit einem R2R3-MYB-Faktor und einem TTG1 Protein. Alle 
drei Komponenten sind notwendig für die Regulation des Biosyntheseweges sowie der 
Trichom- und Wurzelhaardifferenzierung.   
Da die Aktivierbarkeit des BANYULS- (BAN) Promotors durch MYB123 und BHLH42 
durch die Koexpression von TTG1 weiter verstärkt werden kann (Heim, 2003) und ohne 
TTG1 keine Aktivierung detektiert werden kann, kann darauf geschlossen werden, dass 
auch MYB75 und BHLH42 auf TTG1 angewiesen sind, um den DFR-Promotor zu 
aktivieren. Diese Interaktion mit TTG1 erhöht zwar die Aktivierbarkeit, ändert aber nicht 
die Spezifität des Komplexes. Um das zu überprüfen, könnte in ttg1 knock-out Mutanten 
die Formation des MYB/bHLH-Komplexes untersucht werden. Findet keine 
Komplexbildung und damit Aktivierung des DFR-Promotors mehr statt, ist dies ein 
Hinweis dafür, dass TTG1 notwendig ist für die Komplexbildung. Einen ersten Hinweis 






Anthocyane mehr akkumulieren. Die Aktivierung des DFR-Promotors (durch MYB75 und 
BHLH42/BHLH2) ist also gestört.  
Es konnte gezeigt werden, dass die Expression von BHLH42 und BHLH1 direkt durch 
TTG1 aktiviert wird (Baudry et al., 2006). Die bHLH-Faktoren können direkt an TTG1 
binden, wobei MYB-Faktoren und TTG1-Proteine nicht miteinander interagieren können 
(Payne et al., 2000; Nesi et al., 2001; Zhang et al., 2003). Durch die transkriptionelle 
Regulation kann TTG1 die Aktivierung des MYB/bHLH-Komplexes positiv beeinflussen. 
Fehlt TTG1, kann keine Aktivierung durch den Komplex mehr detektiert werden. In 
Kotransfektionsstudien ohne TTG1 ist ebenfalls keine Aktivierung des DFR-Promotors 
durch MYB/bHLH mehr detektierbar.  
Der TTG1-Faktor wirkt also stabilisierend auf den Komplex, wenn dieser an die DNA 
bindet. Möglicherweise schützt TTG1 durch die Bindung an das bHLH-Protein dieses vor 
dem Abbau. Wahrscheinlich werden die TTG1-bHLH-Proteine gemeinsam in den Kern 
transportiert, da TTG1 kein Kernimport-Signal (NLS) aufweist. Dennoch ist das 
Fusionsprotein YFP-TTG1 ausschließlich kernlokalisiert (Zhao et al., 2008). Mit BiFC-
Messungen könnte daher diese Komplexbildung näher untersucht werden. Durch die 
Bindung von TTG1 an das bHLH Protein kann möglicherweise auch eine 
Konformationsänderung des bHLH Faktors stattfinden, wodurch der bHLH Faktor erst 
dann an das MYB Protein binden kann, wenn es an TTG1 gebunden ist. Mit BiFC könnte 
untersucht werden, ob BHLH42 noch an MYB75 binden kann, wenn TTG1 nicht 
vorhanden ist, also ob TTG1 aktivierende Funktion hat. Dieser Vermutung spricht 
entgegen, dass in FCS-Messungen in vitro der bHLH Faktor auch ohne die Anwesenheit 
von TTG1 zusammen mit dem MYB Faktor die DNA binden kann (vgl. 3.1.3). Dennoch ist 
diese Bindung wahrscheinlich nicht stabil genug, denn in Kotransfektionsstudien konnte 
gezeigt werden, dass ohne die Anwesenheit von TTG1 der Promotor durch die MYB und 
bHLH Faktoren nicht aktiviert werden kann (Heim, 2003). TTG1 kann eventuell auch als 
Brückenelement zu weiteren Faktoren dienen, die zur Aktivierung des Komplexes 
notwendig sind.  
Der WD40-Faktor TTG1 kann sowohl als transkriptioneller Koregulator im Kern der Zelle 
fungieren als auch als Proteininteraktionsfaktor im Cytoplasma. In subzellularen 
Lokalisationsstudien wurde die Notwendigkeit von TTG1 für die richtige Verteilung der 
bHLH-Proteine im Kern der Zelle gezeigt (Zhao et al., 2008). Fehlt das MYB-Protein GL1 
oder TTG1, ist der bHLH-Faktor BHLH1 nicht mehr klar kernlokalsiert, sondern 
ungleichmäßig in „speckles“ im Kern verteilt. Der MYB-Faktor ist wahrscheinlich wichtig 
für das Anbinden des Komplexes (MYB/bHLH/TTG1) an die Promotor-DNA, während 
TTG1 wahrscheinlich notwendig für das Verbleiben des Komplexes an der DNA ist. Ohne 






des TTG1-Proteins hat keine Auswirkungen auf die Verteilung der MYB-Proteine im Kern 
hat. Es wäre interessant, diese Untersuchungen ebenfalls mit dem MYB75/BHLH42/TTG1 
Komplex durchzuführen.  Um zu untersuchen, ob TTG1 tatsächlich bereits im Cytoplasma 
mit bHLH interagiert oder ob kleine regulatorische Proteine an bHLH binden, könnten 
diese möglichen Interaktionen mit BiFC in Protoplasten untersucht werden. Um zu 
erfahren, in welcher Reihenfolge die Komplexpartner miteinander reagieren könnten alle 
drei Proteine des Komplexes mit fluoreszierenden Proteinen verbunden werden und in 
vitro durch dreifach-FRET analysiert werden. 
 
4.4.4 Schlussfolgerungen 
Aufgrund der Basis der bisherigen Analysen sowie der vorliegenden Ergebnisse kann ein 
Modell der Bildung des Regulationskomplexes aufgezeigt werden (Abb. 4-3): Direkt nach 
bzw. während der Synthese wird im Cytoplasma TTG1 an BHLH42 bzw. BHLH2 
gebunden und gemeinsam durch das Kernimport-Signals des bHLH-Proteins in den Kern 
transportiert. Zhao et al. (2008) konnten zeigen, dass TTG1 als Fusionsprotein mit YFP 
ebenfalls im Zellkern von Pflanzen akkumuliert. Da dieser Faktor aber kein Kernimport- 
oder Kernexport-Signal aufweist und zu groß ist, um allein durch die Kernporen zu 
diffundieren, muss er durch einen weiteren Faktor gebunden werden, der ein Kernimport-
Signal trägt. Dies könnte daher ein bHLH-Faktor sein, der ebenfalls nur im Kern lokalisiert 
ist. MYB75 wird ebenfalls, wahrscheinlich am rauen Endoplasmatischen Retikulum, im 
Cytoplasma synthetisiert und entweder aktiv aufgrund eines Kernimportsignals oder eines 
weiteren Interaktionspartners oder passiv bedingt durch die Größe in den Kern 
transportiert. Im Kern findet eine Bindung des MYB75-Proteins an den TTG1-bHLH-
Komplex statt. Nur gemeinsam ist eine Bindung an spezifische Sequenzen in der 
Promotor-DNA durch den Komplex möglich. Dabei bindet das bHLH-Protein an eine so 
genannte G-Box (CACGTG) in der Promotor-DNA, die 100 bp vor dem Transkriptionsstart 
liegt. Das MYB75 ist wahrscheinlich für die Spezifität der Bindung an den DFR-Promotor 
verantwortlich. Die Bindestelle für das MYB-Protein im Promotor ist im Kern ein P-Box 
Motiv (CGGTTGG) und befindet sich 5 bp von der G-Box entfernt, ist also 110 bp vom 
Transkriptionsstart entfernt (Abb. 4-3, A). Es ist durchaus denkbar, dass der 
Regulationskomplex nicht aus drei Mitgliedern besteht, sondern aus fünf bis sechs 
Proteinen (Abb. 4-3, B). Da die bHLH-Proteine zusätzlich zu der Bindung an TTG1, an 
MYB und an die DNA Homodimere eingehen können, bindet eventuell ein TTG1-bHLH-
Komplex im Kern über die bHLH-Dimerisierungsdomäne einen weiteren TTG1-bHLH-
Komplex. Dieser Komplex kann eventuell gemeinsam ein MYB binden. Es ist auch 






tetramer- oder hexamer-Komplex an die DNA binden kann. Denn es wird vermutet, dass 
drei Aminosäuren in der basischen Region des bHLH Proteins wichtig für die DNA-
Bindung sind. Möglicherweise binden die beiden bHLH-Partner des 
Dimerisierungskomplexes jeweils zur Hälfte an die palindromische Bindesequenz der 

































































Abbildung 4-3: Modell zur Bildung des MYB/bHLH/TTG1 Regulationskomplexes. 
(A) Modell des trimeren Regulationskomplexes. (B) Modell des pentameren Komplexes. 
 
 
Daher gehen die bHLH- und MYB-Transkriptionsfaktoren eine Bindung mit der DNA ein, 
während der TTG1-Faktor wahrscheinlich eine Stabilisierung des Komplexes an der DNA 
bewirkt. Es wurde gezeigt, dass bHLH-Proteine (BHLH2 und BHLH42) auch mit anderen 








verschiedene bHLH-Proteine im Komplex involviert sind, erhöht die Spezifität des 
Regulationskomplexes. Ein weiteres Indiz dafür ist, dass viele Mitglieder der Subgruppe 
IIIf untereinander teilweise redundante Funktion haben. Eventuell können sie sich im 
Komplex teilweise gegenseitig ersetzen.  
Die Regulation des Komplexes kann möglicherweise auf unterschiedliche Weisen 
erfolgen. Eine transkriptionelle Regulation des Komplexes erfolgt eventuell über Proteine, 
die verhindern, dass einer der drei Transkriptionsfaktoren gebildet wird, bzw. welche die 
Expression erst ermöglichen. Es ist ebenfalls möglich, dass kleine, regulatorische MYB-
Proteine durch Bindung an den bHLH-Faktor mit MYB75 kompetetieren und so den 
Komplex negativ regulieren.  
TTG1 kann ebenfalls als posttranslationale Regulationskontrolle des Komplexes wirken. 
So kann durch die Bindung von bHLH an TTG1 direkt nach der Synthese der bHLH-
Faktor möglicherweise vor einem negativen Regulator geschützt werden. Durch die 
Bindung mit TTG1 während der DNA-Bindung könnte der Komplex nicht durch einen 
negativen Regulator entfernt werden.  
 
4.5 Der Regulationskomplex MYB75/BHLH2/TTG1 wird durch 
Saccharose induziert 
Die Gene für die Anthocyanexpression sind sowohl entwicklungsspezifisch als auch als 
Antwort auf verschiedene Stresse durch die Kombination von MYB- und bHLH- mit TTG1-
Proteinen reguliert (Zhang et al., 2003; Carey et al., 2004; Morita et al., 2006). Dabei ist 
die Kombination dieses Komplexes dafür verantwortlich, ob etwa Flavonoide oder 
Anthocyane gebildet werden oder ob eine positive oder negative Regulation der 
Strukturgene stattfindet (Baudry et al., 2004; Lepiniec et al., 2006; Solfanelli et al., 2006). 
Der Regulationskomplex aus MYB75, BHLH2 bzw. BHLH42 und TTG1 aktiviert den 
Anthocyanbiosyntheseweg zum Beispiel als Reaktion der Pflanze auf eine erhöhte 
Saccharose-Konzentration im Medium.  
 
4.5.1 Anthocyane akkumulieren in A. thaliana Keimlingen als Reaktion 
auf abiotischen Stress 
Die Zunahme der Pigmentproduktion beruht in jungen A. thaliana Keimlingen auf der 
Hochregulation des gesamten Anthocyanbiosyntheseweges. Verschiedene abiotische 
Stressfaktoren wie Stickstoff- oder Phosphormangel bewirken die Bildung von 
Anthocyanen. Es ist bekannt, dass viele „späte“ Gene der Flavonoidbiosynthese (DFR, 






abiotischen Stress-Faktoren wie etwa UV-Licht akkumulieren Col-0 Keimlinge 
Anthocyane, während bei einigen Transkriptionsfaktor knock-out Mutanten wie myb90, 
bhlh1 oder ttg1 die Anthocyanbiosynthese stark reduziert ist (Abb. 3-41). Daher kann 
davon ausgegangen werden, dass diese Transkriptionsfaktoren entsprechende 
Regulatoren darstellen.  
Saccharose induziert als Signalmolekül speziell den Anthocyanstoffwechsel (Solfanelli et 
al., 2006). Wachsen A. thaliana Keimlinge auf Saccharose-haltigem Medium, 
akkumulieren die Pflanzen besonders im Hypokotyl und an den unteren Rändern der 
Keimblätter Anthocyane. Fehlt ein wichtiger Regulator der Anthocyanbiosynthese, ist 
diese Anthocyanakkumulation entweder stark reduziert oder fehlt völlig (Abb. 3-40). Für 
die Anthocyanbiosynthese sind die „späten“ Gene DFR und LDOX verantwortlich. Sie 
werden durch die Anwesenheit von Saccharose im Medium verstärkt exprimiert (Solfanelli 
et al., 2006). Um die Funktion der Transkriptionsfaktoren in Bezug auf die Saccharose-
induzierte Anthocyanakkumulation zu untersuchen, wurden die knock-out Keimlinge auf 
zuckerhaltigem Medium angezogen. Die bhlh2 Mutante zeigte ebenfalls, wie myb75, eine 
stark reduzierte Anthocyanakkumulation. Die knock-out Linien von BHLH42 und MYB90 
zeigten dagegen eine dem Wildtyp vergleichbare Anthocyanakkumulation. Sie könnten als 
unspezifischere Regulatoren die Abwesenheit von MYB75 und BHLH2 zum Teil ersetzen. 
Denn fehlten beide MYB- oder beide bHLH-Faktoren in den jeweiligen Doppelmutanten, 
war keinerlei Rotfärbung in den Keimlingen mehr erkennbar. Die Anthocyanmenge war in 
der myb75 bhlh2 Doppelmutante ebenfalls völlig reduziert (Abb. 3-41), was bedeutet, 
dass diese Transkriptionsfaktoren Hauptregulatoren der Anthocyanbiosynthese darstellen. 
Diese Einzel- und Doppelmutanten der Transkriptionsfaktoren zeigten, dass eine gewisse 
Redundanz in Bezug auf die Regulation der Anthocyanakkumulation besteht. Alle vier 
Transkriptionsfaktoren sind in die Regulation involviert (Borevitz et al., 2000; Zhang et al., 
2003).  
In den Überexpressionspflanzen von MYB75 und MYB90 war eine wesentlich erhöhte 
Anthocyanakkumulation zu erkennen (Abb. 3-42). Saccharose induziert die Expression 
von MYB75 und MYB90, wobei als Konsequenz der erhöhten DFR-Expression der 
verstärkte Anthocyanbiosyntheseweg ausgelöst wurde. Ob diese Pigment-
Überakkumulation in den Überexpressionspflanzen bHLH- und TTG1-abhängig ist, könnte 
überprüft werden, indem MYB75 in entsprechenden bhlh- (bhlh2 und bhlh42 Einzel- und 
Doppelmutanten) oder ttg1-knock-out Linien überexprimiert wird. Dabei ließe sich zeigen, 
ob alle drei Mitglieder des Komplexes notwendig sind für die Aktivierung bzw. die 
Regulation des DFR-Promotors, oder ob sie eventuell durch andere Faktoren ersetzt 






Die ttg1 knock-out Linien zeigten auch bei Saccharose-Zugabe keine Akkumulation von 
Anthocyanen (Shirley et al., 1995). TTG1 ist also ebenso involviert und notwendig für den 
Saccharose-induzierten Anthocyanstoffwechsel (Ramsay und Glover, 2005). Da in den 
myb und bhlh knock-out Linien nur „späte“ Gene des Biosyntheseweges eine schwächere 
Expression im Vergleich zum Wildtyp zeigen, sind nur diese Gene direkte Zielgene des 
MYB/bHLH/TTG1 Komplexes (Gonzalez et al., 2008).  
 
4.5.2 Abiotische Stressfaktoren induzieren die Expression der 
Transkriptionsfaktoren 
Die Anthocyanbiosynthese ist sowohl räumlich als auch zeitlich durch den 
MYB/bHLH/TTG1 Komplex reguliert und reagiert auf biotische und abiotische Faktoren 
von außen (Debeaujon et al., 2000; Winkel-Shirley et al., 2002). Es ist aber bislang wenig 
darüber bekannt, welche Kombinationen von MYB- und bHLH-Proteinen die Zielgene der 
Anthocyanbiosynthese in den verschiedenen Entwicklungsstadien oder in Bezug auf 
bestimmte Stimuli regulieren. Während MYB75 eher durch Saccharose induziert wird und 
damit die Gene der Anthocyanbiosynthese aktiviert, wird die Expression von MYB90 
durch Stickstoff- und Phosphormangel verstärkt (Lea et al., 2007; Morcuende et al., 
2007), was ebenfalls zu einer Akkumulation der Anthocyane führt. Zusätzlich ist auch die 
BHLH1-Expression als Antwort auf Stickstoff-Mangel erhöht (Morcuende et al., 2007). 
Neben MYB75 gibt es weitere wichtige Regulatoren des Anthocyanbiosyntheseweges. In 
reverse transcriptase PCR Ergebnissen konnte gezeigt werden, dass MYB75 
ausschließlich exprimiert wurde, wenn Wildtyp-Keimlinge auf Hochzucker (4%) 
anwuchsen. Wuchsen sie ohne Zucker an, war keine Expression erkennbar. Das gleiche 
Ergebnis wurde für den sehr ähnlichen MYB90-Faktor gefunden. Dessen Expression wird 
aber zusätzlich auch bei anderen Stressfaktoren wie UV-Licht induziert. BHLH2 und 
BHLH42 dagegen wurden generell in gleicher Stärke exprimiert, unabhängig von Zucker 
oder UV-Licht (Abb. 3-42). Diese Ergebnisse sprechen dafür, dass die MYB-Faktoren 
spezialisierter auf bestimmte Stimuli wie Saccharose oder UV-Licht exprimiert werden, 
während die bHLH-Faktoren über einen langen Zeitraum der Entwicklungsphase stetig 
exprimiert werden und unabhängig von äußeren Stimuli sind. Die Komplexbildung zur 
Regulation des DFR-Promotors findet daher wahrscheinlich erst in Bezug auf einen 








4.5.3 Die DFR-Regulation ist in einigen Transkriptionsfaktor knock-out 
Mutanten gestört 
Die DFR ist das Enzym, welches im Flavonoidmetabolismus von A. thaliana die 
Umsetzung von Dihydroquercitin in Leucocyanidin katalysiert. Die Expression des DFR-
Gens wird unter anderem kontrolliert durch das Zusammenspiel der 
Transkriptionsfaktoren MYB123/BHLH42/TTG1 in Samen (Nesi et al., 2000) und ebenso 
durch den Transkriptionsfaktorkomplex MYB75/BHLH2/TTG1 in jungen Keimlingen. Fehlt 
eines der drei Mitglieder des Komplexes, ist die Anthocyanbiosynthese in der Pflanze 
gestört. In all diesen knock-out Linien der MYB- und bHLH-Partner ist die DFR-Expression 
vermindert. In den entsprechenden doppel-knock-out Mutanten ist keine DFR-Expression 
und auch keine Anthocyanakkumulation mehr detektierbar (Abb. 3-40, 3-43). In den 
Einzelmutanten von MYB75 oder BHLH2 kann eine Restakkumulation von Anthocyanen 
detektiert werden. Die fehlenden Transkriptionsfaktoren können wahrscheinlich zum Teil 
durch die Anwesenheit von MYB90 bzw. BHLH42 ausgeglichen werden. Der Verlust von 
MYB90 oder von BHLH42 zeigt keine veränderte Anthocyanakkumulation. Das bedeutet, 
dass wahrscheinlich MYB75 und BHLH2 die Hauptregulatoren der Anthocyanbiosynthese 
in jungen A. thaliana Keimlingen darstellen. Dagegen nehmen MYB90 bzw. BHLH42 eher 
redundante Funktionen in den Keimlingen in Bezug auf die Anthocyanbiosynthese ein. 
Fehlen beide MYB-Faktoren (myb75 myb90) oder beide bHLH-Faktoren (bhlh2 bhlh42) in 
der Pflanze, ist weder eine DFR-Expression noch eine Anthocyanakkumulation 
detektierbar. Das weist darauf hin, dass MYB90 bzw. BHLH42 redundante Funktionen 
haben, die verloren gehen beim Verlust dieser Transkriptionsfaktoren. Diese Redundanz 
ließe sich gezielter untersuchen, wenn BHLH2 unter der Kontrolle des BHLH42-Promotors 
bzw. MYB75 unter der Kontrolle des MYB90-Promotors den Phänotyp in den jeweiligen 
Mutanten komplementieren könnte.  
Es ist bekannt, dass TTG1-abhängige MYB- und bHLH-Transkriptionsfaktoren „späte“ 
Gene der Anthocyanbiosynthese regulieren. Sowohl ttg1 als auch die myb und bhlh 
knock-out Linien zeigen eine reduzierte Expression der „späten“ Gene DFR und LDOX, 
aber nicht der „frühen“ Gene CHS und PAL (Winkel-Shirley et al., 1995; Pelletier et al., 
1997; Zhang et al., 2003). MYB75 Überexpressionspflanzen zeigen eine verstärkte 
Aktivierung der „späten“ Gene (vor allem von DFR), aber nicht der „frühen“ Gene 
(Borevitz et al., 2000; Tohge et al., 2005). Der Vergleich mit anderen MYB-Proteinen wie 
MYB11, MYB12 und MYB111 zeigt, dass diese Regulatoren der „frühen“ Gene (CHS, 
CHI, FLS) der Anthocyanbiosynthese darstellen. Sie brauchen keinen Ko-Aktivator um die 
Zielgene zu aktivieren und sind zudem unabhängig von TTG1 (Mehrtens et al., 2005; 






4.5.4 Das Expressionsmuster der Transkriptionsfaktoren ist 
überlappend 
Um das Expressionsmuster und die in planta Lokalisation der bHLH- und MYB-Faktoren 
in unterschiedlichen Teilen der Keimlinge in Bezug auf Saccharose-Stress zu analysieren, 
wurden Promotor-GUS Analysen durchgeführt.  
Der BHLH42-Promotor war unabhängig von Saccharose in allen Geweben außer der 
Wurzel der sechs Tage alten Keimlinge aktiv. Der BHLH2-Promotor war vor allem im 
Hypokotyl und den unteren Keimblättern aktiv, wenn die Keimlinge auf Saccharose 
anwuchsen. Ohne Zugabe von Zucker war nur eine schwache GUS-Expression im 
Hypokotyl zu erkennen. In drei Tage alten ProBHLH2-GUS Keimlingen fand sich eine GUS-
Expression in der gesamten Pflanze (Gonzalez et al., 2008). Die Analyse der GUS-
Expression des MYB75- bzw. MYB90-Promotors ergab in den sechs Tage alten 
Keimlingen keine detektierbare Promotoraktivität. Diese Ergebnisse stehen im Gegensatz 
zu den in den RT-PCR erhaltenen Ergebnissen, in denen MYB75- und MYB90-
Transkripte detektiert werden konnten. In drei Tage alten Keimlingen dagegen konnte 
eine leichte GUS-Expression im Hypokotyl detektiert werden, wenn die Keimlinge auf 
Saccharose-haltigem Medium wuchsen (Abb. 3-46, vgl. Gonzalez et al., 2008).  
Da das Expressionsmuster der bHLH- und der MYB-Faktoren in den Keimlingen zum Teil 
zeitlich und räumlich überlappt, fungieren diese Transkriptionsfaktoren dort wahrscheinlich 
gemeinsam als Aktivatoren der Anthocyanbiosynthese (Baudry et al., 2006). Das 
Expressionsmuster des MYB75- und BHLH2-Faktors stimmte mit der Anthocyan-
akkumulation in jungen Keimlingen überein. Beides fand sich zunächst stark im gesamten 
drei Tage alten Keimling, verblasste in den Geweben aber über die weiteren Tage und 
befand sich dann in sechs Tage alten Keimlingen nur noch im Hypokotyl und den 
Keimblättern.  
Beim Vergleich der Expression zwischen den Aktivierungspartnern (MYB/bHLH) und dem 
Zielgen (DFR-Promotor), ist eine deutliche Korrelation zu erkennen. Dabei ist eine DFR-
Promotoraktivität ab dem dritten Tag nach der Keimung in Keimblätter und im oberen 
Hypokotyl zu erkennen. Diese Promotoraktivität bleibt bis zum fünften Tag konstant, 
während sie nach dem sechsten Tag wieder abnimmt (Pasch, 2007). Die Aktivität des 
DFR-Promotors beschränkt sich damit auf das Hypokotyl und die unteren Randschichten 
der Keimblätter. Damit existiert eine Übereinstimmung zwischen der Expression des DFR-
Gens und der Produktakkumulation (Anthocyane) in diesen Gewebeschichten. Diese 
Aktivität des DFR-Promotors korreliert mit der Aktivität des BHLH2- und MYB75-
Promotors. Die Korrelation überlappt sowohl zeitlich als auch gewebsspezifisch. Dies 






Expression des DFR-Gens und damit die Akkumulation der Anthocyane in den Hypokotyl- 
und Keimblattzellen regulieren.   
 
4.5.5 Schlussfolgerungen 
Zuckerstoffe sind wichtige Signalmoleküle für die Wachstums- und Entwicklungskontrolle 
der Pflanze während des gesamten Lebenszyklus’. Viele pleiotropische Effekte gehen mit 
Saccharose einher. Es wirkt sowohl auf den pflanzlichen Metabolismus, auf Wachstum 
und Entwicklung, auf die Stressantwort und auf die Genexpression. Daraus ergibt sich ein 
komplexes Bild Zucker-kontrollierter Regulationsnetzwerke und Interaktionen mit vielen 
Stoffwechselwegen. Durch Saccharose wird in der Zelle eine Signaltransduktions-
Kaskade ausgelöst, die in einer zellulären Antwort in Form einer veränderten 
Genexpression und Enzymaktivität resultiert (Lillo et al., 2008). In Zucker-regulierten 
Promotoren (DFR) ist die G-Box zu finden. Diese ist involviert in die transkriptionelle 
Kontrolle durch viele Stimuli, wie die Phytochrom-vermittelte Kontrolle der Genexpression 
durch die Bindung von Pif3 (Martinez-Garcia et al., 2000) oder HY5 (Chattopadhyay, et 
al., 1998) Transkriptionsfaktoren oder, wie hier gezeigt, durch die Saccharose-vermittelte 
Bindung der MYB/bHLH-Faktoren.  
Die Ergebnisse dieser Arbeit haben gezeigt, dass BHLH2 und BHLH42 gewebespezifisch, 
aber durchgehend exprimiert werden, während die MYB-Proteine MYB75 und MYB90 
stimulus-abhängig exprimiert werden. Durch die strukturelle Ähnlichkeit der bHLH- bzw. 
der MYB-Faktoren untereinander haben sie zudem teilweise redundante Funktion in der 
Flavonoidbiosynthese der A. thaliana Keimlinge. Die bHLH-Faktoren sind Kofaktoren der 
MYB-Proteine mit eher weiter gefassten Funktionen (wie bei TTG1). Der allgemeinen 
Funktion der gewebespezifischen bHLH Faktoren steht die spezifische Funktion der MYB 
Proteine gegenüber, die stimulusabhängig in einem Entwicklungsstadium oder einem 
Gewebe exprimiert werden. Beide Transkriptionsfaktorklassen gehen mit TTG1 einen 
Regulationskomplex im Kern ein, der das Schlüsselenzym der Anthocyanbiosynthese, die 
DFR, aktiviert. MYB75 und BHLH2 bilden also die Hauptfaktoren bei der Regulation der 
Anthocyanbiosynthese (insbesondere der DFR), während MYB90 und BHLH42 










Die Regulation der Transkription pflanzlicher Gene, insbesonders die Regulation der 
Gene des Flavonoidbiosyntheseweges, ist in den letzten Jahren sehr gut untersucht 
worden. Sie wird durch die Interaktion vieler Proteine gesteuert. Dabei ist besonders bei 
der Reaktion auf biotische und abiotische Faktoren und im Kontext der 
Pflanzenentwicklung eine exakte Feinregulation der unterschiedlichen Produkte des 
Biosynthesweges erforderlich. Aus den Erkenntnissen dieser Arbeit, die ihren Teil zur 
Aufdeckung der Regulationsmechanismen beitragen, sind viele weiterführende 
Fragestellungen entstanden, die meist schon konkret im Verlauf dieser Arbeit 
angesprochen wurden.  
Das Studium der Wechselwirkung von Transkriptionsfaktoren untereinander und mit den 
Zielpromotoren wurde parallel auf der in vitro und der in vivo Ebene in Angriff genommen, 
sowohl mit Methoden aus der Biologie als auch aus der Physik. In weiterführenden 
Untersuchungen ist neben dem Interesse der Aufklärung der Struktur des 
Regulationskomplexes eine weitere wichtige Komponente von entscheidender 
Bedeutung. Es bleibt zu untersuchen, wie genau die Regulation des Komplexes selbst 
erfolgt, ob durch abiotische Faktoren von außen oder auch entwicklungsspezifisch. Dabei 
kann die Beantwortung dieser Fragestellungen sowohl durch die Anwendung neuer 
physikalischer Methoden, als auch durch den Einsatz bewährter Methoden aus der 
Biologie in Angriff genommen werden. 
Bisher sind in den Interaktionsstudien nur die R2R3-MYB und R/B-ähnlichen bHLH 
Faktoren berücksichtigt worden. Der Transkriptionsfaktor TTG1 spielt ebenfalls eine 
entscheidende Rolle im Verlauf der Regulation. Mögliche weiterführende Experimente 
könnten auf die Interaktion der Proteine mit TTG1 hinauslaufen. Zum einen könnte in 
weiteren BiFC-Experimenten TTG1 als möglicher Partner von MYB75 oder von 
BHLH2/BHLH42 getestet werden bzw. kann damit der Frage nachgegangen werden, ob 
TTG1 ebenfalls homodimerisiert. Dies könnte Aufschluss über die exakte Reihenfolge der 
Komplexbildung geben.  
Dieser Frage kann ebenfalls mit dem neu entwickelten dreifach-FRET nachgegangen 
werden. Die Methode der „dreifach alternierenden Laseranregung“ (Triple Alternating 
Laser Excitation / TrALEx) mit drei spektral separierten Detektionskanälen und drei 
Anregungswellenlängen, die sukzessive geschaltet sind, gibt Information über komplexe 
Systeme, indem alle Farbstoffe und der resultierende FRET einzeln vermessen wird. Aus 
dynamischer Sicht heraus lassen sich mit dieser Methode, im Gegensatz zum FRET mit 
nur zwei Farbstoffen, Korrelationen zwischen Bewegungen von Molekülen und 
insbesondere Reihenfolgen von Ereignissen bestimmen. Es kann also damit die 






Durch TrALEx wird der gemessene Energietransfer eindeutig analysierbar und auch die 
Stöchiometrie des Komplexes zugänglich gemacht (z.B liegen bHLH-Faktoren im 
Komplex wahrscheinlich als Dimere vor). Die Übertragung dieser Methode auf das 
Imaging kann dann auch die Detektion einzelner Trankriptionsfaktorkomplexe in planta 
ermöglichen. Dazu werden alle drei Proteine des Komplexes mit fluoreszierenden 
Molekülen fusioniert. Durch spezifische Anregung der einzelnen Farbstoffe nacheinander 
kann durch die Separation der Detektionskanäle die Reihenfolge der Komplexbildung in 
pflanzlichen Zellen aufgedeckt werden.  
Eine interessante Erweiterung zum FRET ist die „fluoreszierende Zeitschaltuhr“ (Zhang et 
al., 2002). Dabei wird an das zu untersuchende Protein ein verändertes DsRed-Protein 
fusioniert. Diese Variante verändert sich von grüner zu roter Fluoreszenz über eine 
Periode von etwa 24 Stunden. Es handelt sich um ein GFP-ähnliches Intermediat, 
welches sich umwandelt zu einer finalen roten Spezies. In dem Verhältnis zwischen roter 
und grüner Fluoreszenz kann damit die zeitliche Aktivität eines zum Beispiel eines MYB-
Promotors in transgenen Pflanzen reflektiert werden. Da die Zeitskala der 
Fluoreszenzänderung festgelegt und die Auflösung begrenzt ist (nur wenige Stunden), 
kann das System für Analysen angewandt werden, in denen Gene entwicklungsspezifisch 
oder als Reaktion auf externe Stimuli (wie z.B. der MYB75 Faktor in Bezug auf 
Saccharose) kontrolliert werden sollen.   
In den letzten Jahren wurde das Verfahren der Zwei-Farben-FCS oder auch Fluoreszenz-
Kreuzkorrelationsspektroskopie (FCCS) etabliert, was  eine wichtige Erweiterung der Ein-
Farben-FCS darstellt (Schwille et al., 1997). Mit FCCS können Protein-Protein 
Wechselwirkungen direkt in lebenden Zellen nachgewiesen werden. Dabei wären die zu 
untersuchenden Bindungspartner (MYB75, BHLH42/BHLH2, TTG1) mit auto-
fluoreszierenden Proteinen genetisch markiert. Wichtig bei diesem Verfahren ist nicht die 
räumliche Nähe der Fluorophore im nm-Bereich wie beim FRET, sondern die korrelierte 
Bewegung zueinander. Mit dieser Methode ist es möglich, die Bildung und die Interaktion 
des entstandenen Komplexes zwischen den MYB, bHLH und TTG1 Proteinen unter 
Verwendung von autofluoreszierenden Proteinen im Cytoplasma bzw. im Kern von 
pflanzlichen Zellen nachzuweisen. Da FCCS Aufschluss über die Mobilität und Dynamik 
der Protein-Protein-Wechselwirkungen gibt, kann damit untersucht werden, welcher 
Faktor in welchem Zellkompartiment eine Bindung eingeht. Das Prinzip der FCCS beruht 
auf der gleichzeitigen Anregung und Detektion von zwei spektral voneinander getrennten 
Fluorophoren. Zusätzlich zur Autokorrelation für jeden einzelnen Kanal können die 
Intensitätsfluktuationen beider Kanäle über Kreuz korreliert werden. Zur Kreuzkorrelation 
tragen dann nur Teilchen bei, die in beiden Kanälen gleichzeitig ein Signal geben, d.h. 






der Zelle, wenn sie miteinander in Wechselwirkung treten. Dabei kann untersucht werden, 
ob beide Partner gemeinsam etwa vom Cytoplasma in den Zellkern transportiert werden 
(z.B. bHLH mit TTG1, bHLH mit bHLH, bHLH mit MYB). Im Gegensatz zur FCS können 
dann die Wechselwirkungen der Transkriptionsfaktoren direkt in lebenden Zellen 
detektiert werden. Eventuell könnten mit dieser Methode ebenfalls regulierende Faktoren 
des Komplexes analysiert werden, ob etwa kleine regulatorische MYB-Proteine an den 
TTG1-bHLH Komplex binden und damit die Bindung des spezifischen MYB Proteins 



































5. Zusammenfassung  
Die Grundlagen der Regulation der Flavonoidbiosynthese in der Modellpflanze A. thaliana 
sind auf molekularer Ebene bereits seit längerem Gegenstand der Forschung und daher 
gut untersucht. Die Biosynthese ist sowohl räumlich als auch zeitlich während der 
gesamten pflanzlichen Entwicklung reguliert und wird durch eine Vielzahl von 
umweltbedingten und endogenen Einflüssen induziert. Ohne das reibungslose und 
funktionelle Zusammenspiel vieler variabler Proteine ist daher ein geregelter Ablauf des 
Stoffwechsels nicht möglich. Viele regulatorisch wichtige Transkriptionsfaktoren wie die 
R2R3-MYB und R/B-ähnlichen BHLH Proteine sind gut charakterisiert. Als Regulatoren 
der Dihydroflavonol-Reduktase (DFR), des Schlüsselenzyms der Anthocyanbiosynthese, 
wurden im Rahmen dieser Arbeit besonders drei Transkriptionsfaktoren untersucht, 
MYB75, sowie BHLH2 und BHLH42. Dabei war hier vor allem die Untersuchung des 
Regulationskomplexes in der lebenden Pflanzenzelle von Bedeutung. Für die Regulation 
treten diese Transkriptionsfaktoren sowohl miteinander als auch mit dem DFR-Promotor 
in Kontakt. Um diesen Regulationsmechanismus zu verstehen, wurde in dieser Arbeit die 
Bindung der Transkriptionsfaktoren untereinander und an ihre Ziel-DNA mit Hilfe der 
Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS) oder der Fluoreszenz-Resonanz-Energie-
Transfer-Methode (FRET) untersucht. Zur Absicherung und Erweiterung der Ergebnisse 
wurde auf das Protoplasten-Kotransfektionssystem und die Methode der bimolekularen 
Fluoreszenzkomplementation (BiFC) zurückgegriffen. Mikroskopisch wurde die Bildung 
des Regulationskomplexes in pflanzlichen Zellen visualisiert.  
Die Regulation des DFR-Promotors erfolgt durch die Kombination von MYB75 mit 
BHLH42 und von MYB75 mit BHLH2. Im Rahmen dieser Arbeit wurden cis-wirkende 
Elemente charakterisiert, die als MYB Recognition Element (MRE) und R Recognition 
Element (RRE) jeweils den MYB75 bzw. den BHLH2 oder BHLH42 Transkriptionsfaktor 
binden können. Diese Sequenzen sind notwendig für die Aktivierung des DFR-Promotors 
durch die Transkriptionsfaktoren. Im Rahmen dieser Bindungsstudie wurde das FCS-
System etabliert. Im Gegensatz zu biologischen Standartmethoden wie dem EMSA oder 
der Protoplasten-Kotransfektion konnte mit der FCS schnell in Echtzeit die spezifische 
Bindung zwischen zwei und mehr Molekülen nachgewiesen werden. Des Weiteren 
wurden die Transkriptionsfaktoren genetisch durch Fusionen mit fluoreszierenden 
Proteinen markiert, um die Lokalisation in der pflanzlichen Zelle und die Interaktion mit 
weiteren Transkriptionsfaktoren bzw. mit der DNA zu analysieren. Es konnte in At7-
Kotransfektionsstudien gezeigt werden, dass diese Fusionsproteine in lebenden 
Protoplasten den DFR-Promotor aktivieren können. Dabei sind die MYB-Proteine nur 
funktional, wenn die Fluoreszenzproteine N-terminal fusioniert sind, während die BHLH-






fluoreszierenden Varianten wurden eingesetzt, um die entsprechenden Transkriptions-
faktor knock-out Linien zu komplementieren. Dabei wurden die Fusionsproteine unter der 
Kontrolle der jeweiligen nativen Promotoren exprimiert, um die fehlenden Originalfaktoren 
in natürlicher Weise zu ersetzen. Nach der Transfektion zeigten diese knock-out Linien 
wieder den Wildtyp-Phänotyp. Lokalisationsstudien in Protoplasten und in den Pflanzen 
zeigten ein differenziertes Bild der Akkumulation der Transkriptionsfaktoren. MYB75 ist 
ubiquitär im gesamten Protoplasten gleichmäßig verteilt. Das Vorhandensein eines 
möglichen Kernimport-Signals lässt vermuten, dass seine Regulation über nucleo-
cytoplasmatische Partitionierung gesteuert wird. Im Cytoplasma kann MYB75 
möglicherweise durch die Anwesenheit von Saccharose reguliert werden. Durch den 
Transport in den Kern kann dann die Anthocyanbiosynthese aktiviert werden. Dagegen 
akkumulieren bHLH-Proteine in Protoplasten ausschließlich im Zellkern. In 
komplementierten myb75 Mutanten konnte ausschließlich bei Saccharose-Zugabe im 
Medium eine Fluoreszenz in den Zellen nachgewiesen werden. Hauptsächlich war diese 
Fluoreszenz in den Zellen des Hypokotyls zu detektieren, dort, wo die Wildtyp-Keimlinge 
nach Saccharose-Zugabe hauptsächlich Anthocyane akkumulieren. Die komplementierten 
bhlh2 bzw. bhlh42 Mutanten zeigten keinen Unterschied in der Fluoreszenz in Bezug auf 
Zucker. In allen Pflanzenorganen konnte eine starke Fluoreszenz ausschließlich in den 
Zellkernen der Zellen nachgewiesen werden.  
Zusätzlich wurden in verschiedenen Interaktionsstudien die Wechselwirkungen der 
Transkriptionsfaktoren untereinander untersucht. In Protoplasten wurde mittels BiFC 
gezeigt, dass MYB75 sowohl mit BHLH2 als auch mit BHLH42 einen Komplex im Zellkern 
eingehen kann. Des Weiteren wurde gezeigt, dass BHLH2 und BHLH42 sowohl Homo-
dimere bilden, als auch untereinander eine Bindung eingehen können. Alle Interaktionen 
fanden ausschließlich im Kern statt. MYB75 konnte dagegen keine Homodimere bilden. 
Mit Hilfe der FRET-Methode wurde durch Energietransfer zwischen den Fusionsproteinen 
die Komplexbildung im Zellkern von Protoplasten und Hypokotylzellen junger Keimlinge 
gezeigt. Durch die Expression der Fluoreszenzproteine unter der Kontrolle des nativen 
Promotors konnten Einzelmoleküle gemessen werden.  
Mit Hilfe dieser unterschiedlichen Methoden konnte die Komplexbildung des Regulations-
komplexes sehr gut analysiert und charakterisiert werden: Wahrscheinlich bindet TTG1 
zunächst im Cytoplasma an das bHLH-Protein. Dieser Komplex wandert vermutlich 
gemeinsam in den Zellkern, wo eine Bindung an den spezifischen MYB-Faktor stattfindet. 
Dieser ist wahrscheinlich sowohl entwicklungsspezifisch als auch durch einen äußeren 
Stimulus (z.B. Saccharose) reguliert. Gemeinsam bindet dieser Komplex an den Ziel-
Promotor (Abb. 5-1). Die Stöchiometrie des Komplexes ist bisher noch unklar. 






gebunden haben, in dem Komplex. Dabei könnte zur spezifischeren Regulation eventuell 
sogar ein BHLH2 und BHLH42 Protein involviert sein. Beide bHLH-Proteine könnten 
gemeinsam an ein RRE in der DNA binden, während das MYB-Protein an das MRE 









Abbildung 5-1: Schematische Darstellung der Regulation des DFR-Promotors durch den 
MYB75 / BHLH2-BHLH42 / TTG1 Komplex in Bezug auf Saccharose-Stress.  
 
 
Zusätzlich zur Untersuchung der Komplexbildung wurde der Frage nachgegangen, 
inwiefern dieser Regulationskomplex durch äußere Einflüsse reguliert wird. Durch 
Saccharose oder durch UV-Licht akkumulieren Anthocyane in A. thaliana Keimlingen. Die 
Untersuchung der Frage, welche Transkriptionsfaktoren auf unterschiedliche Stimuli von 
außen reagieren, ergab, dass wahrscheinlich MYB75 gemeinsam mit BHLH2 spezifisch 
bei Saccharose-Zugabe die Aktivierung des DFR-Promotors und damit die erhöhte 
Akkumulation von Anthocyanen bewirkt. Fehlt einer der beiden Komponenten, kann dies 
zum Teil durch die Anwesenheit von MYB90 bzw. BHLH42 ausgeglichen werden, da 
diese Proteine wahrscheinlich in Bezug auf Saccharose-Stress eine redundante Funktion 
aufweisen. Diese Vermutungen werden durch entsprechende RT-PCR Ergebnisse und 
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7.1 Für diese Arbeit erstellte, relevante Plasmidkonstrukte 
Die im Folgenden aufgelisteten Plasmidkonstrukte wurden im Rahmen dieser Arbeit 
erstellt. Die Sequenzen basieren auf dem A. thaliana Ökotyp Col-0.  
 
Klon-
nummer Insert Einzelheiten Vektor Selektion 
VD001 MYB123 6x His-Tag fusioniert, Gateway pDEST17 AMP 
VD002 MYB123 GST-Tag fusioniert, Gateway pDEST15 AMP 
VD003 BHLH42 GST-Tag fusioniert, Gateway pDEST15 AMP 
VD004 MYB75 GST-Tag fusioniert, Gateway pDEST15 AMP 
VD005 MYB75 6x His-Tag fusioniert, Gateway pDEST17 AMP 
VD006 MYB90 GST-Tag fusioniert, Gateway pDEST15 AMP 
VD007 MYB90 6x His-Tag fusioniert, Gateway pDEST17 AMP 
VD008 MYB75 6x His-Tag fusioniert pRSET-A AMP 
VD009 MYB75 6x His-Tag fusioniert pRSET-A AMP 
VD010 ProMYB75  1700bp, aus Col-0 amplifiziert, 
BamHI/NcoI Schnittstellen 
pANGUS AMP 
VD011 GFP:MYB75  GFP fusioniert, Gateway pMDC43 KAN 
VD012 GFP:BHLH42  GFP fusioniert, Gateway pMDC43 KAN 
VD013 MYB75:GFP  GFP fusioniert, Gateway pMDC83 KAN 
VD014 BHLH42:GFP GFP fusioniert, Gateway pMDC83 KAN 
VD015 GFP:MYB123  GFP fusioniert, Gateway pMDC43 KAN 
VD016 MYB123:GFP GFP fusioniert, Gateway pMDC83 KAN 
VD017 GFP:MYB90  GFP fusioniert, Gateway pMDC43 KAN 
VD019 GFP:BHLH1  GFP fusioniert, Gateway pMDC43 KAN 
VD020 BHLH1:GFP  GFP fusioniert, Gateway pMDC83 KAN 
VD021 GFP:BHLH2  GFP fusioniert, Gateway pMDC43 KAN 
VD022 mRFP aus pRSET-B, ApaI und SacI 
Schnittstellen 
pMDC83 KAN 
VD023 mOrange  Aus pRSET-B, ApaI und SacI 
Schnittstellen  
pMDC83 KAN 
VD024 MYB75:Orange  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD023, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD025 BHLH1:Orange  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD023, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD026 MYB123:Orange  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD023, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD027 BHLH42:Orange  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD023, Gateway 
pMDC83 KAN 










nummer Insert Einzelheiten Vektor Selektion 
VD029 BHLH1:RFP mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD022, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD030 MYB123:RFP  mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD022, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD031 BHLH42:RFP mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD022, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD032 mCherry  aus pRSET-B, ApaI und SacI 
Schnittstellen 
pMDC83 KAN 
VD033 eYFP  p5’eYFP/pUC)3, ApaI und SacI 
Schnittstellen, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD034 MYB75:Cherry  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD032, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD035 BHLH1:Cherry  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD032, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD036 MYB123:Cherry  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD032, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD037 BHLH42:Cherry  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD032, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD038 MYB75:YFP  eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD033, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD039 BHLH1:YFP  eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD033, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD040 MYB123:YFP  eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD033, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD041 BHLH42:YFP  eYFP fusioniert, LR- Reaktion mit 
VD033, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD042 mCherry  aus pRSET-B, AscI und KpnI 
Schnittstellen, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD043 mOrange  aus pRSET-B, AscI und KpnI 
Schnittstellen, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD044 ProBHLH42  Aus VD014, SpeI und HindIII 
Schnittstellen 
pMDC83 KAN 
VD045 Cherry:BHLH1 mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD042, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD046 Cherry:BHLH2  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD042, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD047 Cherry:MYB90  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD042, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD048 Cherry:MYB123  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD042, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD049 Cherry:MYB75  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD042, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD050 Cherry:BHLH42  mCherry fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD042, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD051 Orange:BHLH1  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD043, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD052 Orange:BHLH2  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD043, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD053 Orange:MYB90  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD043, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD054 Orange:MYB123  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD043, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD055 Orange:MYB75  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD043, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD056 Orange:BHLH42  mOrange fusioniert, LR-Reaktion 
mit VD043, Gateway 
pMDC43 KAN 









nummer Insert Einzelheiten Vektor Selektion 
VD058 eYFP aus p5’eYFP/pUC, NcoI und SacI 
Schnittstellen, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD059 RFP:BHLH1  mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD057, Gateway 
pMDC43 KAN 





RFP:MYB90  mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD057, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD062 RFP:MYB123  mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD057, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD063 RFP:MYB75  mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD057, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD064 RFP:BHLH42 mRFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD057, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD065 YFP:BHLH1  eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD058, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD066 YFP:BHLH2  eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD058, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD067 YFP:MYB90 eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD058, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD068 YFP:MYB123 eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD058, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD069 YFP:MYB75  eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD058, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD070 YFP:BHLH42  eYFP fusioniert, LR-Reaktion mit 
VD058, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD073 ProBHLH42   In VD037, SpeI und HindIII 
Schnittstellen, Gateway 
pMDC83 KAN 
VD074 ProBHLH2  In VD021, BamHI und PstI 
Schnittstellen, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD075 ProMYB75  In VD011, KpnI und HindIII 
Schnittstellen, Gateway 
pMDC43 KAN 
VD077 ProMYB90::GUS GUS-fusioniert, BamHI und NcoI 
Schnittstellen 
pANGUS AMP 
VD078 BHLH42:Cherry Gateway pDONR201 KAN 
VD079 GFP:MYB75 Gateway pDONR201 KAN 
VD080 ProBHLH1::GUS GUS-fusioniert, BamHI und NcoI 
Schnittstellen 
pANGUS AMP 
VD081 ProDFR123::GUS Minimalpromotor, GUS-fusioniert, 
HindIII und NcoI Schnittstellen 
pBT10-GUS AMP 
VD082 ProDFR103::GUS GUS-fusioniert, HindIII und NcoI 
Schnittstellen, Deletion – 103 bp / 
MRS2 deletiert 
pBT10-GUS AMP 
VD083 ProDFR85::GUS GUS-fusioniert, HindIII und NcoI 
Schnittstellen, Deletion – 85 bp / 
MRS2 und RRS3 deletiert 
pBT10-GUS AMP 
VD084 ProDFR53::GUS  GUS-fusioniert, HindIII und NcoI 
Schnittstellen, Deletion – 53 bp / 
MRS2, RRS2, RRS3 deletiert 
pBT10-GUS AMP 
VD085 ProDFR77::GUS GUS-fusioniert, HindIII und NcoI 
Schnittstellen, Deletion – 77 bp / 
RRS1 deletiert 
pBT10-GUS AMP 
VD086 ProDFR65::GUS GUS-fusioniert, HindIII und NcoI 
Schnittstellen, Deletion – 65 bp / 

















GUS-fusioniert, HpaI Schnittstelle, 




GUS-fusioniert, NcoI Schnittstelle, 










GUS-fusioniert, NcoI Schnittstelle, 
site directed mutagenesis/RRS1 
pBT10-GUS AMP 
VD092 BHLH42:Cherry 6x His-Tag fusioniert, Gateway pDEST17 AMP 
VD093 GFP:MYB75 6x His-Tag fusioniert, Gateway pDEST17 AMP 





















































7.2 Im Rahmen dieser Arbeit erzeugte transgene Linien 
Die im Rahmen dieser Arbeit erzeugten transgenen Linien wurden, wie in 2.1.4 bzw. in 
2.2.3.5 beschrieben, erzeugt und liegen als T2-Samen vor. Die Sequenzen des 
Transgens basieren auf der Akzession Columbia-0.  
 
Hintergrund Vektor Transgen Eigenschaften 
myb75 VD75 (pMDC43) ProMYB75::GFP:MYB75 transkriptionelle Fusion eines 
MYB75 Promotorfragments 
mit kodierender Sequenz für 
das Fusionsprotein GFP-
MYB75 
bhlh2 VD74 (pMDC43) ProBHLH2::GFP:BHLH2 transkriptionelle Fusion eines 
BHLH2 Promotorfragments 
mit kodierender Sequenz für 
das Fusionsprotein GFP-
BHLH2 
bhlh42 VD44 (pMDC83) ProBHLH42:BHLH42:GFP transkriptionelle Fusion eines 
BHLH42 Promotorfragments 
mit kodierender Sequenz für 
das Fusionsprotein BHLH42-
GFP 
bhlh42 VD73 (pMDC83) ProBHLH42:BHLH42:Cherry transkriptionelle Fusion eines 
BHLH42 Promotorfragments 
mit kodierender Sequenz für 
das Fusionsprotein BHLH42-
Cherry 




translationale Fusion von 
GFP mit der MYB75 CDS 
unter konstitutiver CaMV 
35S-Kontrolle und 
translationale Fusion von 
Cherry mit der BHLH42 CDS 
unter konstitutiver  CaMV 
35S-Kontrolle  




transkriptionelle Fusion eines 
MYB75 Promotorfragments 
mit kodierender Sequenz für 
das Fusionsprotein GFP-
MYB75 und transkriptionelle 
Fusion eines BHLH42 
Promotorfragments mit 
kodierender Sequenz für das 
Fusionsprotein BHLH42-
Cherry 
Col-0 VD10 (pANGUS) ProMYB75::GUS transkriptionelle Fusion eines 
MYB75 Promotorfragments 
mit kodierender Sequenz für 
β-Glucuronidase 








ProBHLH42::GUS wie oben nur mit BHLH42 
Promotorfragment 






7.3 Wertetabellen und Abbildungen zu BHLH2 
Tabelle 7-1: Rohdaten für die Experimente zur Interaktion der Transkriptionsfaktoren mit dem 













































































































































































































































































































































































































































Tabelle 7-2: Deletions- und Mutationsserie des ProDFR123 für FCS-Studien. 
In der Tabelle sind die jeweiligen Diffusionszeiten angegeben, wenn die Promotor-Elemente mit 








3,418 ±0,0213,146 ±0,044MRS2d; RRS3d; RRS2d
3,942 ±0,0093,756 ±0,046MRS2d; RRS3d
4,659 ±0,0134,208 ±0,083MRS2d



















Abbildung 7-1: In vivo Lokalisation von GFP-BHLH2 in At7-Protoplasten. 
Arabidopsis-Protoplasten wurden transient mit ProBHLH2::GFP:BHLH2 transfiziert, um die 
Lokalisation der grünen Fluoreszenz von GFP mit Hilfe der Weitfeldmikroskopie zu analysieren. 











Abbildung 7-2: In planta Lokalisation von GFP-BHLH2 in transgenen A. thaliana Keimlingen. 
In komplementierten bhlh2 Mutanten (ProBHLH2::GFP:BHLH2) wurde die Lokalisation der grünen 
Fluoreszenz von GFP mit Hilfe der Weitfeldmikroskopie analysiert. Repräsentative Aufnahmen von 






7.4 Wertetabellen zu den Transfektionsexperimenten  
Tabelle 7-3 zu Abb. 3-42: Rohdaten für die Experimente zur Analyse der Lichtaktivierbarkeit des 














































































































































































































































































































































































































































































Tabelle 7-4 zu Abb. 3-9 und 3-11: Rohdaten für die Experimente zur Interaktion der 
































































































































































































































































































































































































































































































































































































Tabelle 7-5 zu Abb. 3-13, 3-14, 3-19: Rohdaten für die Experimente zur Interaktion der 















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































7.5 Desoxyoligonucleotide (Primer) 
Desoxyoligonucleotide wurden von den Firmen Invitrogen (Paisley, GB) und Metabion (Martinsried) bezogen. Die Sequenzen sind in 5’-3’-
Orientierung angegeben.  
 




T7term_rev GTATGCGGCGACCGAGTTGCTCTT T7-Terminator, reverse Sequenzierprimer 
T7prom_for CCATCGGTGATGTCGGCGATATAG T7-Promotor, forward Sequenzierprimer 
GST_for TTGGTGGTGGCGACCATCCTCCAA GST, forward Sequenzierprimer 
T7pro-pRSET AGTCAGTGAGCGAGGAAGCGGAAG T7-Promotor, forward Sequenzierprimer, pRSET-Vektoren 
T7termrev-pRSET CTCTTCGCTATTACGCCAGATCCG T7-Terminator, reverse Sequenzierprimer, pRSET-Vektoren 
T7termrev2-pRSE CCATTCAGGCTGCGCAACTGTTGG T7-Terminator, reverse Sequenzierprimer 2, pRSET-Vektoren 
GST-for_pRSE TTGGTGGTGGCGACCATCCTCCAA GST, forward Sequenzierprimer, pRSET-Vektoren 
for_pMYB75-BamH TTCGGATCCTGATTAGCGATGATCATACAG Promotor MYB75, forward Primer, BamHI-Schnittstelle 
rev_pMYB75-NcoI CCTCCATGGAACAAAGATAGATACG Promotor MYB75, reverse Primer, NcoI-Schnittstelle 
for_proMYB75-pA TCTCCGCTCATGATCAGATTGTCG Promotor MYB75, forward Primer, pANGUS 
rev_proMYB75-pA TTCGCGATCCAGACTGAATGCC Promotor MYB75, reverse Primer, pANGUS 
GTW-MYB90-2 GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTTCAAACGGTGA
GAAACACTAATCAAGTTC 
Amplification of MYB90/PAP2 (GTW-extensions) , reverse Primer 
142-RT-Myb90_fw ATGGAGGGTTCGTCCAAAGGGT RT-PCR von Myb90, forward Primer 
143-RT-Myb90_re CTAATCAAGTTCAACAGTCTCTC RT-PCR von Myb90, reverse Primer 
MYB75ed-2 CACAAACGCAAACAAATGTTCGAAACACTAATC  
pMDC45_for TCGCAAGACCGGCAACAGGATTCA pMDC45-Vektor, aus nosT, forward Primer 
pMDC45_rev AGAGACCACATGGTCCTTCTTGAG pMDC45-Vektor, aus GFP, reverse Primer 
pMDC84_for GTTGGCCATGGAACAGGTAG pMDC84-Vektor, aus GFP, forward Primer 
pMDC84_rev TGGAGAGGACCTCGACTCTAGAAC pMDC84-Vektor, aus Promotor, reverse Primer 
EYFP_for CTCTAGACCCGGGTAGGTACCGCC p5’ EYFP, forward Primer, KpnI-Schnittstelle 
EYFP_rev TTGAACGATCGGGGAAATTCGAACT p5’ EYFP, reverse Primer, AsuII-Schnittstelle 
for_eYFP GGCCGCCATAGTGACTGGATATGT pMDC45-Vektor, forward Primer, attR1 






for_eYFP_VD16 TAATCATCGCAAGACCGGCAACAG pMDC84-Vektor, forward Primer, aus nosT 
rev_eYFP_VD16 GCGCATGATGACCACCGATATGGC pMDC84-Vektor, reverse Primer, attR2 
pMDC84_YFPfor CCGGTACCGGTAGAAACCATGGTGAGATCTGGAGCTGCA eYFP in pMDC84, forward Primer, KpnI- and NcoI-Schnittstelle 
pMDC84_OraChfor CCGGTACCGGTAGAAACCATGGTGAGCAAGGGCGAGGAG mOrange/mCherry in pMDC84, for. Primer, KpnI- and NcoI-Schnitt. 
pMDC84_RFP1for CCGGTACCGGTAGAAACCATGGCCTCCTCCGAGGACGTC mRFP1 in pMDC84, forward Primer, KpnI- and NcoI-Schnittstelle 
pMDC84_OraChrev TTCGAGCTCTTACTTGTACAGCTCGTCCAT mOrange/mCherry in pMDC84, reverse Primer, SacI-Schnittstelle 
pMDC84_RFP1rev TTCGAGCTCTTAGCGCCGGTGGAGTGGCGG mRFP1 in pMDC84, reverse Primer, SacI-Schnittstelle 
pMDC43_YFP_for CGGGTACCGGTAGAAACCATGGTGAGATCTGGAGCTGCA eYFP in pMDC43, for. Primer, KpnI- und NcoI-Schnittst., Gateway 
pMDC43_OrCh_fo CGGGTACCGGTAGAAACCATGGTGAGCAAGGGCGAGGAG mOrange/mCherry in pMDC43, for. Primer, KpnI- und NcoI-Schnitt. 
pMDC43_RFP_for CGGGTACCGGTAGAAACCATGGCCTCCTCCGAGGACGTC mRFP in pMDC43, forward Primer, KpnI- und NcoI-Schnittstellen 
pMDC43_YFP_rev TAGCTTGGCGCGCCTTTACTCGAGTAGGATCCTGAA eYFP (aus 5’eYFPpUC) in pMDC43, rev. Primer, AscI-Schnittstelle 
pMDC43_OrCh_rev TAGCTTGGCGCGCCTTTACTTGTACAGCTCGTCCAT mOrange/mCherry (pRSET-B) in pMDC43, rev., AscI Schnittstelle 
pMDC43_RFP_rev TAGCTTGGCGCGCCTTTAGCGCCGGTGGAGTGGCGG mRFP in pMDC43, reverse Primer, AscI- Schnittstelle 
pMDC83_YFP_for GGGGGCCCGGTACCGGTAGAAACCATGGTGAGATCTGGA
GCTGCA 
eYFP in pMDC83, forward Primer, ApaI- Schnittstelle 
pMDC83_OrCh_for GGGGGCCCGGTACCGGTAGAAACCATGGTGAGCAAGGG
CGAGGAG 
mOrange/mCherry in pMDC83, forward Primer, ApaI-Schnittstelle 
pMDC83_RFP_for GGGGGCCCGGTACCGGTAGAAACCATGGCCTCCTCCGAG
GACGTC 
mRFP in pMDC83, forward Primer, ApaI- Schnittstelle 
GTW-BHLH2_fw ACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGGCAACCGGAG
AAAACAGA 
BHLH2, forward Primer, GTW-extensions 
ProDFR_EMSA_for (BIO )ACACACCTAAGGAAATAATA DFR min Promotor, EMSA, 5’ biotin, forward Primer 
ProDFR_EMSA_rev (BIO )ACACTAGAGATTATGAAT CG DFR min Promotor, EMSA, 5’ biotin reverse Primer 
ProDFR_for ACACACCTAAGGAAATAATA DFR- Promotor, forward Primer 
ProDFR_rev ACACTAGAGATTATGAATCG DFR- Promotor, reverse Primer 
MYB90_for TTGGTATAATTAATGTCAAC Genotypisierung At1g66390 (SALK041562), forward Primer 
MYB90_for ATTGGTGTGCTTAGATTCTT Genotypisierung At1g66390 (SALK041286), forward Primer 
DFRpro_EMSA_for AACGTTCCCCACGTGCTTCTCCGGTTGGTACTCACGTGAC
CGGCAGCT 
DFR min Promotor, EMSA, forward Primer 
DFRpro_EMSA_rev AGCTGCCGGTCACGTGAGTACCAACCGGAGAAGCACGTG
GGGAACGTT 
DFR min Promotor, EMSA, reverse Primer 
DFRproEMSA_for (BIO)TTCTCCGGTTGGTACTCACGTGACCGGCAGCTTCTC
GTTCTTATTATCTGTTT 
DFR min Promotor, EMSA, 5’ biotin forward Primer 
DFRpro_EMSA_rev (BIO)AAACAGATAATAAGAACGAGAAGCTGCCGGTCACGT
GAGTACCAACCGGAGAA 
DFR min Promotor, EMSA, 5’ biotin reverse Primer 
DFRpro_EMSA_for (BIO)AACGTTCCCCACGTGCTTCTCCGGTTGGTACTCACGT
GACCGGCAGCT 








DFR min Promotor, EMSA, reverse Primer 
VD14_seq_rev CAAACACTGATAGTTTAAAC Sequenzierprimer 
VD14_seq_for TTGAAGCTCTTTTTTCTCAG Sequenzierprimer 
VD44_BHLH42prom TTGTGCCTAACCAACCTCTC BHLH42 Promotor, Kolonie-PCR, forward Primer 
MYB75prom_VD71 TGTTCGGCTCATGATTAGCG MYB75 Promotor, Kolonie-PCR, forward Primer 
MYB75_RTPCR_for GCTCTGATGAAGTCGATCTTC RT-PCR, MYB75, forward Primer 
MYB75_RTPCR_rev CTACCTCTTGGCTTTCCTCT RT-PCR, MYB75, reverse Primer 
MYB75_prom TTAAGAGCGAGCCTACCATC MYB75 Promotor, Kolonie-PCR, forward Primer 
BHLH42_prom GCTCCTTGTAGCAGTAACAC BHLH42 Promotor, Kolonie-PCR, forward Primer 
proMYB75_for CTTGGCGTGCCTGCAGTTTAAACATCCTGATTAGCGATGA
TCATA 
MYB75 Promotor aus VD10, PmeI-Schnittstelle, forward Primer 
proMYB75_rev ACCCGGGGATCCGACCATGGAACAAAGATA MYB75 Promotor aus VD10, BamHI-Schnittstelle, reverse Primer 
VD11_cassette_r GCTCTAGCATTCGCCATTCA VD11, Gateway Kassette, FspI-Schnittstelle, reverse Primer 
VD11_cassette_f TTCCGGCTCGTATGTTGTGT for VD11, Gateway Kassette, EcoRI-Schnittstelle, forward Primer 
VD49_SacI_for GAAATTCGAGCTCCACCGCG In MYB75, SacI-Schnittstelle, forward Primer 
VD49_KpnI_rev ATCCCCGGGTACCATGGTGA In Cherry, KpnI-Schnittstelle, reverse Primer 
VD49_stop1_rev GACGAGCTGTACAAGGGAGGCGCGCCAAGCTAT VD49-Vektor, Stopp-Deletiom in Cherry, reverse Primer 
VD49_stop2_for ATAGCTTGGCGCGCCTCCCTTGTACAGCTCGTC VD49-Vektor, Stopp-Deletiom in Cherry, forward Primer 
VD11_cassette_r GCTCTAGCATTCGCCATTCA VD11-Vektor, Gateway Kassette, FspI-Schnittstelle, reverse Primer 
VD11_cassette_f TTCCGGCTCGTATGTTGTGT VD11-Vektor, Gateway Kassette, EcoRI-Schnittstelle, forward 
VD75_cassette_f ATGACCATGATTACGAATTCAGTA VD75-Vektor, Gateway Kassette, EcoRI-Schnittstelle, forward 
VD75_cassette_r CATTCAGGCTGCGCAACTGTTGG VD75-Vektor, Gateway Kassette, FspI-Schnittstelle, reverse Primer 
VD75_Xho_rev AGCTCAAGCTGCTCGAGCATTCGC VD75-Vektor, Gateway Kassette, XhoI-Schnittstelle, reverse Primer 
ProMYB90_BamHI TTCGGATCCATTTTACGTCCACGC MYB90 Promotor, forward Primer, BamHI-Schnittstelle 
ProMYB90_NcoI CCTCCATGGACCAAAGAAAAATTA MYB90 Promotor, reverse primer, NcoI- Schnittstelle 
pMDC43_Chwostop TAGCTTGGCGCGCCTGGACTTGTACAGCTCGTCCAT mOrange/mCherry in pMDC43, reverse Primer, AscI-Schnittstelle 
pLEELA_basta_fo CGTCTCGAGCAGATATCAGCTTGC pLEELA-Vektor, BastaR, forward Primer, XhoI- Schnittstelle 
pLEELA_basta_re TCTGAGCTCGGGCGCGCCCAAACC pLEELA,-Vektor, BastaR, reverse Primer, XhoI-Schnittstelle 
ProDFR_1_for TTACGTACCACACATCTCTTTAGT DFR Promotor, forward Primer, 105bp 
ProDFR_2_for TTAGTCCTTCGTCAACCAACGTTC DFR Promotor, forward Primer, 86bp 
ProDFR_3_for TTCCCCACGTGCTTCTCCGGTTGGTAC DFR Promotor, forward Primer, 65bp 
ProDFR_4_for TTCTCCGGTTGGTACTCACGTGACCGGCAGCTTCTCGTT DFR Promotor, forward Primer, 53bp 
ProDFR_5_rev TGCCGGTCACGTGAGTACCAACCGGAG DFR Promotor, reverse Primer, 81bp 
ProDFR_6_rev TACCAACCGGAGAAGCACGTGGGG DFR Promotor, reverse Primer, 66bp 
ProDFR_7_rev AAGCACGTGGGGAACGTTGGTTGACGA DFR Promotor, reverse Primer, 51bp 






VD75_LEELA_rev CCACTATCCTTCGCAAGACCTTCC VD75 in pLEELA, BastaR, reverse Primer 
VD75_LEELA_for TGTTGGCTGGCTGGTGGCAGGATA VD75 in pLEELA, BastaR, forward Primer 
VD75_LEELA_rev TGCACCATCGTCAACCACTACATC VD75 in pLEELA, BastaR, reverse Primer 
pLEELA_basta_re TCTCTCGAGGGGCGCGCCCAAACC pLEELA, BastaR, reverse Primer, XhoI- Schnittstelle 
DFR_sdm1_for TTACCAGATTGCTACGTACCACAC site directed mutagenesis, ProDFR 1 forward Primer 
DFR_sdm2_for TTACCAGATTGTTGCGTACCACAC site directed mutagenesis, ProDFR 1 forward Primer 
DFR_sdm3_for ACCAACGTTCCCCAGCTGCTTCTC site directed mutagenesis, ProDFR 1 forward Primer 
DFR_sdm4_for TTCTCCGGCTGGTACTC site directed mutagenesis, ProDFR 1 forward Primer 
DFR_sdm5_for TACTCACGCGACCGGC site directed mutagenesis, ProDFR 1 forward Primer 
DFR_sdm1_rev GTGTGGTACGTAGCAATCTGGTAA DFR Promotor, 140bp, site directed mutagenesis, reverse Primer 
DFR_sdm2_rev GTGTGGTACGCAACAATCTGGTAA DFR Promotor, 140bp, site directed mutagenesis, reverse Primer 
DFR_sdm3_rev GAGAAGCAGCTGGGGAACGTTGGT DFR Promotor, 140bp, site directed mutagenesis, reverse Primer 
DFR_sdm4_rev GAGTACCAGCCGGAGAA DFR Promotor, 140bp, site directed mutagenesis, reverse Primer 
DFR_sdm5_rev GCCGGTCGCGTGAGTA DFR Promotor, 140bp, site directed mutagenesis, reverse Primer 
DFR_PRO1_for TCGAAGTCAACGTATTTCACCCAC DFR Promotor, 140bp, site directed mutagenesis, reverse Primer 
DFR_PRO1_rev TGAAGACATTATAAATAAGACACT DFR Promotor, 140bp, site directed mutagenesis, reverse Primer 
DFR_Promin_for CACACCTAAGGAAATAATAAAATC DFRmin- Promotor, 265bp, forward Primer 
Cherry_for CCCGGGTACCGGTAGAAAAAATGGTGAGCAAG Cherry (pRSET-B), KpnI-Schnittstelle, forward Primer 
Cherry_rev TGATAGCTTGGCGCGCCCTTGTACAGCTCG Cherry (pRSET-B) ohne Stopp, AscI-Schnittstelle, reverse Primer 
DFR_minpro_for AGGCTAAGCTTCAAAATACACACCTAAGGAAATAA 123 bp DFR Promotor in pBT10-GUS, for. Primer, HindIII- Schnitt. 
DFR_minpro_rev TTGGTCCATGGTTGAAGAAAACAGATAATAAGAAC 123 bp DFR Promotor in pBT10-GUS, rev. Primer, NcoI- Schnitt. 
DFR_minprodel_r TTGGTCCATGGTACCAACCGGAGAAGCAC 110 bp DFR Promotor in pBT10-GUS, rev. Primer, NcoI- Schnitt. 
DFR_minprodel_r TTGGTCCATGGGAAGCACGTGGGGAAC 100 bp DFR Promotor in pBT10-GUS, for. Primer, NcoI- Schnitt. 
DFR_minprodel_f AGGCTAAGCTTCGTACCACACATCTCTTTAGTC 110 bp DFR Promotor in pBT10-GUS, for. Primer, HindIII- Schnitt. 
DFR_minprodel_f AGGCTAAGCTTCTTCTCCGGTTGGTACTCAC 60 bp DFR Promotor inpBT10-GUS, for. Primer, HindIII- Schnitt. 
GTW-MYB75GFP-fo GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGAGTAAA
GGAGAAGAACTTTTCAC 
GFP-MYB75, forward Primer, GTW extensions 
GTW-MYB75GFP-re GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTTCTAATCAAAT
TTCACAGTCTCTCCATCG 
GFP-MYB75, reverse Primer, GTW extensions 
GTW-BHLH42Ch-fo GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGGATGAA
TCAAGTATTATTCCGGC 
BHLH42-Cherry, forward Primer, GTW extensions 
GTW-BHLH42Ch-re GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGC 
TGGGTTTTACTTGTACAGCTCGTCCATGCCGCCG 
BHLH42-Cherry, reverse Primer, GTW extensions 
Cherry_for ATGGTGAGCAAGGGCGAGGAGGA mCherry, forward Primer 
Cherry_rev TTACTTGTACAGCTCGTCCATGC mCherry, reverse Primer 
GFP_for ATGAGTAAAGGAGAAGAACTTTTC eGFP, forward Primer 








MYB75 in p5YN2, EcoRI-Schnittstelle, forward Primer 
p5YN2_MYB75_rev TACAAGAAAGGAGCTCTCTAATCAAATTTC MYB75 in p5YN2, SacI-Schnittstelle, reverse Primer 
p5YC2_BHLH42_fo CAAGTTTGTACAAAAAAGGAATTCCCATGGATGAATCAAGT
A 
BHLH42 in p5YC2, EcoRI- Schnittstelle, forward Primer 
p5YC2_BHLH42_re TACAAGAAAGGAGCTCTCTATAGATTAGTATC BHLH42 in p5YC2, SacI-Schnittstelle, reverse Primer 
p5YC2_BHLH2_for CAAGTTTGTACAAAAAAGGAATTCCCATGGCAACCGGAGA
AA 
BHLH2 in p5YC2, EcoRI- Schnittstelle, forward Primer 
p5YC2_BHLH2_rev TACAAGAAAGGAGCTCTCTTAACATATCCATGC BHLH2 in p5YC2, SacI-Schnittstelle, reverse Primer 
bhlh2_for_in CGACAAGATCAGACTATCAAG nested (inner) forward Primer, bhlh2, 650bp 
bhlh2_rev_in AGGAACCTCGAAGAGTATCT nested (inner) reverse Primer, bhlh2, 650bp 
neST-newGTW ACCACTTTGTACAAGAAAGCTGGGTTGYA Stopp-Deletionen in GTW Vektoren 
bhlh1rev GCTGGTAATATTGTAGCGTAC Exon4, bhlh1, At5g41315, reverse Primer 
bhlh2forw TCAGGTCACTAGACGAGC Exon2, bhlh2, At1g63650, forward Primer 
bhlh2innerrev TCGTGCCAATCTCAAGGAC bhlh2, At1g63650, reverse Primer 
bhlh2innerfw GTACTACTTAGTATGCATGTCT Exon2, bhlh2, At1g63650, forward Primer 
MYB75rev ATGAGTGTTCCAGTAATTCTT Exon3, MYB75, reverse Primer 
MYB75revRT CTAATCAAATTTCACAGTCTCTC MYB75 von cDNA, reverse Primer 
MYB75fwRT ATGGAGGGTTCGTCCAAAGG MYB75 von cDNA, forward Primer 
bhlh42fw2 TCAACGTCAGAAGCAAGAG 2.Forward Primer für BHLH42 
bhlh42rev2 GCATAGTATAGTTGGTGAATGAA 2.Reverse Primer für BHLH42 
bhlh42fw3 CACGTATGGCTAAGTGGTG 3.Forward Primer für BHLH42 
bhlh42fw1 ATTTTTAGAGAGAGAGCTACC 1.Forward Primer für BHLH42 
bhlh42rev6 GTGGAGTGTTCAGAAAGAGC 6.Reverse Primer für BHLH42 
blhlh42rev7 CATTGATCTCAACGTTATGAAT 7.Reverse Primer für BHLH42 
bhlh42fw8 TTCCTTTCCTCCATGACAAC 8.Forward Primer für BHLH42 
DFR_RT GGCTAGTGATGCGATTACT DFR At5g42800, forward Primer, RT-PCR 
DFR_RTrev CAACACCTTCAAACGTTGA DFR At5g42800, cDNA-spezifischer reverse Primer 
Aktin_fwd TCCGCTCTTTCTTTCCAAGCTCAT Actin2 Primer, cDNA spezifisch 
Aktin_rev TCCAGCACAATACCGGTTGTACG Actin2 reverse Primer, cDNA spezifisch 
DFR CCGGTCACGTGAGTACCAACCGGAGAAGCACGTGGGGAA BHLH- and MYB-Bindestellen auf DFR Promotor, reverse Primer 




DFR-3´ CTGACTAACCATGGTTGTGGTTATATG DFR-Promotor 
GTW-MYB90-1 GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGGAGGG
TTCGTCCAAAGGGTTGAGG 








MYB90 (GTW-extensions), reverse Primer 
BHLH2 GTTGACGACTGAACCGAGTGAG Genotypisierung von GK-line 349G11 (BHLH002-ko line) 
BHLH2_1 AGAGAAGTGAGCAGCTTAGAGA Genotypisierung von GK lines 756G05/483D04 (BHLH002-ko lines) 
MYB75_for ATGGAGGGTTCGTCCAAAG MYB 75 forward Primer 
MYB75_rev TCTCCATCGAAAAGACTCCAA MYB 75 reverse Primer 
Ds3-2a CGATTACCGTATTTATCCCGTTC  
nosT-nosT GCAAGACCGGCAACAGGATT Standardprimer 
P35S-P35S ACAATCCCACTATCCTTC Standardprimer 
8409 ATATTGACCATCATACTCATTGC GABI-KAT T-DNA LB Primer 
35S-fwd CGCAAGACCCTTCCTCTATATAAGGAAGTTC 35S Promoter 
nosT_rev CGGCAACAGGATTCAATCTTAAGAAACTTTATTGC nosT 
SALK_LB GCGTGGACCGCTTGCTGCAACTCTCTCAGG SALK Standardprimer 
BHLH12 TTCTACACCATCAGCCATTGTC Genotypisierung von GK-line 621F09 (BHLH012-ko line), reverse 
GTW-MYB90-1 GGGGACAAGTTTGTACAAAAAAGCAGGCTCCATGGAGGG
TTCGTCCAAAGGGTTGAGG 
MYB90 (GTW-Extensions), forward Primer 
Pnos_down CGGCTCAGTGGCTCCTTCAA Pnos von pATGUS Vektor, forward Primer 
MYB90SALK-1 CTTCTTCTTCGCCTTCATAAGC Genotypisierung von SALK-line 058359 (MYB90-ko), forward 
MYB90SALK-2 CTGTCGTCGCTTCAGGAACAAT Genotypisierung von SALK-line 058359 (MYB90-ko), reverse 
GW_Myb90_prom_f (GWF)CTAGTACTATGTGGAAAGTTGTA Myb90-Promotor-Region 








Primer ONE A655 
 








Amplification of 123 bp minimal DFR-promoter, forward primer 
Amplification of 123 bp minimal DFR-promoter, reverse primer 
Amplification of 123 bp minimal DFR-promoter, 5’-modified with 
ATTO655, forward primer 
Amplification of 123 bp minimal DFR-promoter, 5’-modified with 
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